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“Everything is determined, the beginning as 
well as the end, by forces over which we 
have no control. It is determined for the 
insect, as well as for the star. Human 
beings, vegetables, or cosmic dust, we all 
dance to a mysterious tune, intoned in the 
distance by an invisible piper.” 
Albert Einstein 
A mi padre 
A mi pequeña gran familia
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En la actualidad se considera el sistema circadiano de vertebrados como una red de 
osciladores que trabajan coordinadamente (Albrecht, 2012). Con respecto al carpín (Carassius 
auratus), especie de teleósteo objeto de la presente Tesis Doctoral, la localización de los 
osciladores endógenos que constituyen su sistema circadiano ha sido estudiada ampliamente 
por nuestro grupo de investigación mediante técnicas de PCR cuantitativa en tiempo real, 
demostrándose la expresión rítmica de genes reloj, componentes moleculares de los 
osciladores, en localizaciones encefálicas y periféricas (Feliciano et al., 2011; Nisembaum et al., 
2012; Velarde et al., 2009). Sin embargo, hasta la fecha, no existe información sobre la 
localización anatómica de dichos osciladores en el carpín y apenas existen algunos estudios 
que lo muestren en otras especies teleósteos, estando todos ellos limitados al cerebro (pez 
cebra, Cermakian et al., 2000, Moore y Withmore, 2014, Weger et al., 2013, Ziv et al., 2005; 
trucha arcoíris, Mazurais et al., 2000; y Paralichthys olivaceus, Watanabe et al., 2012), 
sin abordar en ningún caso el estudio de la localización celular de los genes reloj en 
localizaciones periféricas.  
La comunicación entre osciladores es uno de los temas que suscita más interés en 
cronobiología en la actualidad y en este sentido, en los últimos años se ha descrito al hígado 
como uno de los osciladores endógenos más sensibles a diferentes señales rítmicas sistémicas 
y externas en mamíferos (Albrecht, 2012). Debido a que este órgano es uno de los principales 
responsables del metabolismo energético y reservas metabólicas (Schmutz et al., 2012), 
actualmente se está estudiando su papel en el contexto de la comunicación entre 
dicho metabolismo y el sistema circadiano. Además de las vías que transmiten la 
información lumínica a los osciladores periféricos como las de tipo nervioso, se ha propuesto 
que diversas señales hormonales serían responsables del mantenimiento y el correcto 
funcionamiento de los ritmos de los genes reloj en dichos osciladores, con especial 
relevancia en el hígado. Así, en mamíferos se ha demostrado que los componentes 
moleculares del oscilador hepático están regulados por determinadas señales hormonales 
como el glucagón (Sun et al., 2015) y los glucocorticoides  (Balsalobre et al., 2000a; Fukuoka 
et al., 2005; Oishi et al., 2005; Reddy et al., 2007; Schmutz et al., 2012; Sujino et al., 2012; 
Yamamoto et al., 2005). En el caso del carpín, estudios previos de nuestro grupo de 
investigación han demostrado la presencia en el hígado de la maquinaria molecular típica 
de los osciladores endógenos, los genes reloj, así como su regulación tanto por el ciclo 
luz/oscuridad como por el horario de alimentación (Feliciano et al., 2011; Tinoco et al., 
2014; Velarde et al., 2009).  
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La presente Tesis Doctoral tiene por objetivo general estudiar las vías de comunicación 
entre los diferentes osciladores endógenos del carpín. Para ello, en primer lugar se analizó la 
distribución anatómica de los osciladores endógenos del carpín en localizaciones centrales y 
periféricas y se estudió su funcionalidad, entendida como la existencia de ritmicidad diaria de 
la expresión de genes reloj en estas áreas. A continuación se analizaron dos señales 
hormonales susceptibles de ser consideradas vías de entrada al sistema circadiano: el sistema 
ghrelinérgico, del cual se analizó tanto su localización anatómica como el patrón de expresión 
diario y los glucocorticoides, concretamente el cortisol, del cual se estudió también su patrón 
diario de concentración en plasma. Finalmente, se utilizó el hígado como un oscilador modelo 
para estudiar el efecto de diferentes señalizaciones circadianas procedentes de diferentes 
localizaciones del organismo. Para ello, se seleccionaron la ghrelina, cuyo principal lugar 
de síntesis endógeno es el tracto gastrointestinal y el cortisol sintetizado a nivel interrenal. 
Así, se analizó el impacto de ambas hormonas de diferentes procedencias en el organismo 
sobre la funcionalidad del oscilador hepático entendida como la expresión de genes reloj 
en esta localización.   
Contenido de la investigación 
1. Distribución anatómica de los osciladores circadianos del carpín.
Con el fin de investigar la localización anatómica en áreas encefálicas y periféricas del 
carpín dorado se clonó parcialmente la secuencia del gen reloj gper1b (gen reloj no estudiado 
previamente en esta especie) y a continuación, se realizaron estudios de hibridación in situ de 
carpines mantenidos en condiciones de 12 horas de luz y 12 horas de oscuridad (12L:12D, 
considerando el encendido de las luces el zeitgeber time (ZT) = 0) y horario de alimentación 
fijado dos horas después del encendido de las luces (ZT 2). En estas condiciones se tomaron 
muestras al final del periodo de luz y al final del periodo de oscuridad de tejido encefálico, 
hipófisis, hígado e intestino anterior y se estudió la expresión de gper1b mediante 
hibridación in situ. Los resultados obtenidos muestran la presencia del ARNm del gen reloj en 
todos los tejidos analizados (encéfalo, hipófisis, intestino anterior e hígado). 
Concretamente, la distribución observada en el encéfalo coincide con la previamente descrita 
para el pez cebra (Weger et al., 2013). Muchos de los núcleos que presentan expresión 
de gper1b han sido previamente relacionados en teleósteos con la captación de luz del 
ambiente mediante conexiones con la retina (Folgueira et al., 2007; Moore y Whitmore, 
2014; Muñoz-Cueto et al., 1998) o la glándula pineal (Falcón, 1999; Yáñez et al., 2009), 
así como con sistemas de regulación de la ingesta como el orexinérgico (Facciolo et al., 2010; 
Facciolo et al., 2012) o el NPYérgico (Hoskins y Volkoff, 2012; Kah et al., 1989). En el caso de las 
localizaciones periféricas, en hipófisis e hígado la distribución de gper1b es amplia ya que se 
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expresa en casi la totalidad de las células, mientras que en el intestino anterior aparece 
en todas sus capas aunque en células aisladas (mucosa, submucosa y muscular). 
Además, los resultados obtenidos demuestran la relevancia de dicho gen dentro del 
contexto de funcionalidad de los osciladores moleculares medida como su capacidad de 
expresarse siguiendo un patrón rítmico cercano a 24 h, con un desfase de aproximadamente 
12 horas entre los genes del bucle positivo y los del bucle negativo del oscilador molecular. 
Esta ritmicidad se pone de manifiesto en el estudio de hibridación in situ como una diferencia 
en la intensidad de señal dependiendo de la hora de la toma de muestras que se confirma con 
un estudio posterior en el que se recogen muestras de los mismos tejidos en carpines 
mantenidos en las mismas condiciones y se estudia la expresión génica mediante PCR 
cuantitativa en tiempo real. Asimismo, se demuestra la coordinación entre los diferentes 
osciladores ya que presentan, en todos los tejidos estudiados, un ritmo en fase, con el 
máximo de expresión de gper1b durante la fase oscura del fotociclo, anticipando la llegada de 
la luz y el alimento. Por otro lado, cada uno de los genes reloj muestra diferente amplitud 
que los demás, lo que sugiere que cada oscilador del sistema circadiano presenta una 
sensibilidad diferente a las distintas señales que recibe. 
2. Distribución anatómica del sistema ghrelinérgico.
Por otro lado, se ha analizado la distribución anatómica del sistema ghrelinérgico, 
puesto que recientemente se ha relacionado a la ghrelina con el sistema circadiano en el 
carpín (Nisembaum et al., 2014). Para ello se analizó la presencia de ghrelina y de su receptor 
de tipo 1a en animales mantenidos en condiciones de 12L:12D y alimentados a ZT 2 mediante 
hibridación in situ. En este sentido, los presentes resultados corroboran la conocida 
organización anatómica de la ghrelina en el tracto gastrointestinal de teleósteos (Arcamone et 
al., 2009; Olsson et al., 2008; Sakata et al., 2004). Asimismo, en la presente Tesis se presenta 
por primera vez en teleósteos la distribución anatómica del ARNm del receptor GHS-R1a. 
Concretamente, se demuestra su presencia en todas las capas de las diferentes regiones del 
intestino proximal (esófago, bulbo intestinal, bucle en “J” e intestino anterior) y en cerebro. 
Destaca su presencia tanto en hipotálamo como en otras localizaciones que coinciden con 
áreas donde previamente se han encontrado en teleósteos otros sistemas relacionados con la 
ingesta como el orexinérgico (Facciolo et al., 2010; Facciolo et al., 2012) y el NPYérgico 
(Hoskins y Volkoff, 2012; Kah et al., 1989), siendo éste último el más relacionado con la acción 
central de la ghrelina en la regulación de la ingesta. Además, se sugiere una posible co-
expresión en las mismas áreas periféricas y encefálicas entre la ghrelina, su receptor y el 
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sistema circadiano, localizándose ambos en áreas similares, respaldando la hipótesis de que 
esta hormona puede actuar como señal de entrada al sistema circadiano del carpín.  
3. Ritmicidad diaria de dos posibles señales sincronizadoras: ghrelina y
glucocorticoides.
En general, para que una señal sea considerada una buena candidata para ser vía de 
entrada de información al sistema circadiano o sincronizadora suele ser necesario que 
presente un perfil rítmico diario. Si bien tanto la ghrelina como los glucocorticoides se han 
propuesto como posibles señales moduladoras de los osciladores endógenos en mamíferos 
(Balsalobre et al., 2000; LeSauter et al., 2009; Yamamoto et al., 2005; Yannielli et al., 2007), no 
se tiene información sobre la existencia de ritmos diarios de ghrelina en peces y hay muy 
pocos trabajos que estudien ritmos de glucocorticoides. 
En este sentido, se estudió como parte de la presente Tesis Doctoral el patrón de 
expresión diario de los genes de la preproghrelina y su receptor ghs-r1 en hipotálamo, hipófisis 
y tracto gastrointestinal, así como los niveles plasmáticos de cortisol, principal glucocorticoide 
en teleósteos. En todos los casos los carpines se mantuvieron en las mismas condiciones de 
aclimatación previamente descritas (12L:12D comiendo diariamente a ZT 2). 
Los resultados obtenidos describen por primera vez en teleósteos la presencia de un 
patrón de expresión rítmico diario en los ARNm de la ghrelina y su receptor ghs-r1 en 
hipotálamo y tracto gastrointestinal, con sus acrofases en fase con los genes pertenecientes al 
bucle negativo de retroalimentación (genes de las familias per y cry) en carpines mantenidos 
en las mismas condiciones apoyando la teoría de que esta hormona sea una salida del sistema 
circadiano en teleósteos. Por su parte, los niveles plasmáticos de cortisol muestran el mismo 
perfil con la máxima concentración durante la fase oscura, anticipando el periodo de actividad 
lo que coincide con lo previamente descrito en otros teleósteos (López-Olmeda et al., 2013; 
Pickering and Pottinger, 1983; Polakof et al., 2007) y mamíferos (Kalsbeek and Fliers, 2013).  
4. Funcionamiento del oscilador hepático.
Con el fin de profundizar en el funcionamiento del oscilador hepático del carpín 
dorado, se analiza el perfil diario de expresión de los genes reloj en animales mantenidos en 
condiciones de 12L:12D y alimentados a ZT 2. Los resultados muestran un oscilador molecular 
funcional en el hígado del carpín en las condiciones experimentales analizadas, es decir, en 
presencia de los sincronizadores ambientales más importantes (ciclo luz-oscuridad y horario de 
alimentación). Por otra parte, resultados previos obtenidos por nuestro grupo de investigación 
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muestran el mantenimiento de dichos ritmos diarios de expresión de los genes reloj en 
ausencia de solamente uno de los principales sincronizadores externos, si bien la amplitud de 
dichos ritmos se ve ligeramente amortiguada, resultados que se muestran en el 
presente manuscrito en el capítulo del hígado como oscilador en el carpín y que 
ponen de manifiesto el papel fundamental de ambos sincronizadores para el funcionamiento 
óptimo de este oscilador endógeno. 
Finalmente, el aislamiento del hígado de cualquier señal sistémica mediante su 
extracción para su cultivo provoca una desaparición de los ritmos de casi todos los genes reloj 
analizados, salvo en el caso del gen gper1b que muestra una amplitud muy disminuida, lo que 
sugiere la necesidad de la presencia de señales fisiológicas que se pierden en el sistema in vitro 
y que serían responsables de la coordinación entre las diferentes células hepáticas así como 
reguladoras de la amplitud de estos genes reloj. 
5. Efecto de ghrelina y glucocorticoides sobre el oscilador hepático in vitro e in vivo.
Una vez demostrada la ritmicidad diaria de las dos hormonas estudiadas, ghrelina y 
glucocorticoides, se abordó el estudio de su posible acción como moduladoras del oscilador 
hepático del carpín en un modelo de cultivo de hígado in vitro. Para ello, en todos los casos los 
animales se mantuvieron en condiciones de 12L:12D y se sacrificaron a ZT 2 para la extracción 
del hígado y el comienzo de los cultivos (luz constante y 20 ± 1°C). Se estudió en primer lugar el 
efecto del tratamiento con ghrelina sobre la expresión de genes reloj, caracterizando dicha 
respuesta con el uso de un antagonista de la hormona así como con fármacos específicos de 
diferentes vías de transducción intracelular previamente relacionadas con la acción de dicha 
hormona. Por otra parte, se llevan a cabo estudios para averiguar el efecto de los 
glucocorticoides sobre la expresión de genes reloj en los cultivos de hígado, empleando 
cortisol o dexametasona y analizándose tanto su efecto a corto plazo (horas) como a más largo 
plazo (días). 
Los resultados obtenidos en su conjunto permiten establecer tanto a la ghrelina como 
a los glucocorticoides como señales moduladoras del oscilador hepático de carpín dorado a 
través de la modificación de los niveles de expresión de los genes reloj. Concretamente, en la 
presente Tesis Doctoral se demuestra por primera vez la acción directa in vitro sobre el 
oscilador hepático por parte de la ghrelina si bien resultados previos del grupo (Nisembaum et 
al., 2014) habían mostrado la acción de la ghrelina como modulador de algunos genes reloj 
cuando se inyectaba en carpines. Por otro lado, la presencia de los receptores de tipo ghs-r1a 
en las células hepáticas del carpín, sugiere que la acción de  la  ghrelina  podría  estar  mediada 
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por este subtipo de receptor. Asimismo, se presenta por primera vez en peces teleósteos la vía 
PLC-PKC como la principal ruta intracelular implicada en la transducción de la señal de la 
ghrelina para ejercer su efecto modulador de los genes reloj así como la implicación de la vía 
AC-PKA en la modulación de la expresión de gbmal1a y grev-erbα.  
Con respecto a los glucocorticoides, se demuestra por primera vez en peces teleósteos 
su efecto como modulador de genes reloj en el hígado tanto en condiciones in vivo mediante 
inyecciones IP en animales mantenidos en condiciones 12L:12D de aclimatación como en 
hígado cultivado, demostrando su acción directa sobre las células hepáticas. Más aún, los 
glucocorticoides son capaces de inducir una sincronización del oscilador hepático en explantes 
de hígado in vitro. Si bien los glucocorticoides parecen ejercer una acción sincronizadora a 
nivel del hígado del carpín en cultivo, no parece ser la única señal implicada en los ritmos 
observados in vivo ya que en ningún caso se consigue restablecer los valores de amplitud 
observados en el hígado in vivo, lo que sugiere que el establecimiento de los ritmos de genes 
reloj y su fortaleza, entendida como la amplitud, debe ser el resultado de un conjunto de 
diferentes señales rítmicas recibidas por el hígado en condiciones fisiológicas. 
Conclusiones 
A partir de estos resultados se proponen las siguientes conclusiones: 
1. El sistema circadiano está formado por una red de osciladores endógenos funcionales
distribuidos por áreas centrales y periféricas, considerando osciladores aquellas
localizaciones que presentan expresión del gen reloj gper1b. Todos estos osciladores son
funcionales y se encuentran en fase en condiciones 12L:12D y alimentación fija en ZT 2,
con la acrofase en el periodo nocturno anticipando la llegada del alimento y la luz,
mostrando diferentes amplitudes que sugieren una sensibilidad distinta a las señales
rítmicas del entorno.
2. Los genes preproghrelina y ghs-r1a se expresan en multitud de áreas donde se detectó
presencia de gper1b tanto a nivel central como en el tracto gastrointestinal, apoyando su
posible papel como señal reguladora del sistema circadiano.
3. En cerebro se encuentran tránscritos de gper1b y del gen ghs-r1a en localizaciones
relacionadas con áreas fotosensibles o con áreas donde se ha descrito la presencia de
sistemas relacionados con la regulación de la ingesta y el balance energético,




4. Tanto la preproghrelina como su receptor ghs-r1 muestran perfiles de expresión diarios 
con máximos en fase con gper1b en carpines mantenidos en condiciones de 12L:12D y 
alimentación fija en ZT 2, sugiriendo que este sistema es una salida del sistema circadiano 
del carpín.
5. Los niveles plasmáticos de cortisol en carpines mantenidos en condiciones de 12L:12D y 
alimentación fija en ZT 2 tienen perfil diario de concentración con su máximo en la 
escotofase, antes del inicio de la fase activa, apoyando un posible papel de esta hormona 
como “hormona del despertar”, al igual que se ha descrito para otros vertebrados.
6. El oscilador hepático del carpín es un oscilador funcional en fase con el resto de 
osciladores del organismo. En cultivo (es decir, cuando se encuentra aislado), los genes 
reloj del hígado pierden su ritmicidad diaria excepto el gen gper1b que presenta una 
amplitud claramente disminuida, lo que indica la necesidad de determinadas señales 
fisiológicas para el mantenimiento del funcionamiento del oscilador hepático del carpín.
7. El oscilador hepático del carpín, al igual que el de mamíferos, es sensible a multitud de 
señales endógenas entre las que se encuentran la ghrelina y los glucocorticoides, 
hormonas capaces de modular la expresión de genes reloj en el hígado de esta especie. 
Concretamente, ambas hormonas muestran efectos diferentes sobre la expresión de 
genes reloj.
8. En este sentido, la ghrelina induce la expresión de todos los genes analizados 
independientemente de si éstos son elementos negativos (genes per), positivos (gbmal1a 
y gclock1a) o del bucle auxiliar (grev-erbα), a través de sus receptores y vía PLC-PKC y, 
parcialmente, vía AC-PKA (caso de gbmal1a y grev-erbα).
9. Los glucocorticoides, por su parte, inducen la expresión de los genes per y reprimen los 
genes gbmal1a y gclock1a, y restablecen parcialmente la ritmicidad de todos los genes 
reloj analizados en hígado in vitro tras un tratamiento de 2 h con dexametasona, 
indicando su importancia como factor regulador del funcionamiento del oscilador 
hepático del carpín.
10. Como conclusión general, el sistema circadiano del carpín, parece estar formado por 
múltiples osciladores localizados por todo el organismo que trabajan al unísono de 
manera sincronizada y en fase, sin haberse localizado hasta el momento un oscilador 
maestro. Además, se muestra que el hígado en este teleósteo es muy sensible a señales 
procedentes de diferentes localizaciones del organismo y ponen de manifiesto la 
relevancia de este modelo experimental para entender cómo se realiza la comunicación 
25
Resumen
entre el sistema endocrino y el sistema circadiano para el mantenimiento de la 
homeostasis temporal en el organismo. 
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Today, the vertebrate circadian system is considered as a network of oscillators that 
work together in a coordinated manner (Albrecht, 2012). With respect to goldfish (Carassius 
auratus), teleostean species object of the present PhD Thesis, the location of the endogenous 
circadian oscillators that constitute the system has been extensively studied by our research 
group using  quantitative real-time PCR techniques, demonstrating the rhythmic expression of 
clock genes, molecular components of the oscillators, in brain and peripheral locations 
(Feliciano et al., 2011;. Nisembaum et al., 2012; Velarde et al., 2009). However, no information 
is available to date on the anatomical location of these oscillators in goldfish and, while there 
are a few studies reporting this aspect in other teleost species, all of them are limited to the 
brain (zebrafish (Danio rerio), Cermakian et al., 2000, Moore and Whitmore, 2014, Weger et 
al., 2013, Ziv et al., 2005;.. rainbow trout (Oncorhynchus mykiss), Mazurais et al., 2000; and 
Paralichthys olivaceus, Watanabe et al., 2012), without studying in any case the cellular 
localization of clock genes in peripheral locations.  
Communication between oscillators is one of the issues that raises more interest in 
chronobiology at present and in this sense, in recent years the liver has been described as one 
of the endogenous oscillators most sensitive to different systemic and external rhythmic 
signals in mammals (Albrecht, 2012). Given that this this organ is one of the main responsible 
for energy metabolism and metabolic reserves (Schmutz et al., 2012), its role in the context of 
communication between this metabolism and the circadian system is being currently studied. 
Thus, besides the pathways that transmit light information to peripheral oscillators such as 
the nervous communication, it has been proposed that various hormonal signals would be 
responsible for the maintenance and proper functioning of clock genes rhythms in these 
oscillators, with particular relevance in the liver. Thus, it has been demonstrated in mammals 
that the molecular components of the liver oscillator are regulated by certain hormonal 
signals such as glucagon (Sun et al., 2015) and glucocorticoids (Balsalobre et al., 2000a; 
Fukuoka et al., 2005; Oishi et al., 2005; Reddy et al., 2007; Schmutz et al., 2012; Sujino et al., 
2012; Yamamoto et al., 2005). In the case of goldfish, previous studies of our research group 
have shown the presence of the typical molecular machinery of endogenous oscillators, clock 
genes, in the liver and their regulation by both the light / dark cycle and the feeding 
time (Feliciano et al., 2011; Tinoco et al., 2014; Velarde et al., 2009). 
This PhD Thesis has as general objective the study of the communication pathways 
between the different endogenous oscillators of goldfish. To this aim, first the anatomical 
31
Summary
distribution of goldfish endogenous oscillators in central and peripheral locations was 
analyzed and their functionality was studied, revealed as the existence of daily rhythmicity of 
clock gene expression in these areas. Then, two hormonal signals that could be able to act as 
inputs of the circadian system were analyzed: the ghrelinergic system, of whom both the 
anatomic location and daily expression pattern were studied, and glucocorticoids, particularly 
cortisol, of whom their daily pattern of plasma concentration was also studied. Finally, the 
liver was used as a model to study the effects of different circadian signals from different 
sources in the body. For this, we selected ghrelin, whose main place of endogenous synthesis 
is the gastrointestinal tract, and cortisol, synthesized at interrenal level. Thus, the impact of 
both hormones on the functionality of the liver oscillator was analyzed understood as the 
modulation of clock genes expression in this location.   
Research content 
1. Anatomical distribution of circadian oscillators of goldfish.
In order to investigate the anatomical location of circadian oscillators in brain and 
peripheral areas of the goldfish, a partial sequence of gper1b (clock gene not previously 
studied in this species) was first cloned, and then in situ hybridization was performed in 
goldfish maintained under 12 hours of light and 12 hours of darkness (12L: 12D) conditions and 
daily fed two hours after turning on the lights (ZT 2). Under these conditions, samples of brain 
tissue, pituitary, liver and foregut were obtained at the end of the light period and at the end 
of the dark period, and gper1b gene expression was studied by in situ hybridization. The 
results show the presence of the clock gene mRNA in all tissues examined (brain, pituitary, 
anterior intestine and liver). Specifically, the distribution observed in the brain matches the 
one previously described for the zebrafish (Weger et al., 2013). Many of the brain locations 
that show gper1b expression have been previously linked in teleosts to the light detection via 
connections with the retina (Folgueira et al., 2007; Moore and Whitmore, 2014; Muñoz-Cueto 
et al., 1998) or the pineal gland (Falcon, 1999; Yañez et al., 2009), as well as to systems of 
regulation of intake such as the orexinergic (Facciolo et al., 2010; Facciolo et al., 2012) or the 
NPYergic (Hoskins and Volkoff, 2012; Kah et al., 1989). In the case of peripheral locations, 
gper1b is widely expressed in pituitary and liver in almost all cells, while in the foregut appears 
in all layers but in isolated cells (mucosa, submucosa and muscular). 
Furthermore, the results show the importance of this gene in the context of the 
molecular oscillators’ functionality as revealed by its ability to display a rhythmic expression 
pattern close to 24 h, with a lag of about 12 hours between genes from positive limb and 
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genes from negative one from the molecular machinery of the oscillator. This rhythmicity is 
evidenced by in situ hybridization study as a difference in signal intensity depending on the 
time of sampling, and confirmed with a subsequent study in which the same tissue samples 
were collected in goldfish maintained under the same conditions in order to study gene 
expression by quantitative real-time PCR. Also, the coordination between different oscillators 
is shown in all tissues studied, given that the maximal expression is found to be in phase during 
the dark phase of photocycle, anticipating the arrival of the light and food. Furthermore, each 
of the clock genes analyzed show a different amplitude, suggesting that each oscillator of the 
circadian system has a different sensitivity to the various signals received. 
2. Anatomical distribution of ghrelinergic system.
On the other hand, the anatomical distribution of the ghrelinergic system has been 
analyzed, since ghrelin has been recently linked with the circadian system in the goldfish 
(Nisembaum et al., 2014). To this aim, the presence of ghrelin and its receptor GHS-R1a was 
studied by in situ hybridization. In this sense, present results confirm the previously reported 
anatomical organization of ghrelin in the gastrointestinal tract of teleosts (Arcamone et al., 
2009; Olsson et al., 2008; Sakata et al., 2004). Furthermore, in this Thesis it is presented for the 
first time in teleosts the anatomical distribution of the receptor GHS-R1a mRNA. Specifically, it 
appears in all layers of different regions of proximal intestine (esophagus, intestinal bulb, "J" 
loop and anterior intestine) and in the brain. Its presence is specially relevant in hypothalamus 
and other locations that coincide with areas previously related with food intake regulatory 
systems in teleosts, such as the orexinergic (Facciolo et al., 2010; Facciolo et al., 2012.) and the 
NPYergic (Hoskins and Volkoff, 2012; Kah et al., 1989), the last one the most related to the 
central action of ghrelin in the regulation of food intake. Moreover, the co-expression of 
ghrelin and its receptor with the circadian system could be suggested in the same peripheral 
and brain areas, both being located in similar areas, supporting the hypothesis that this 
hormone can act as input signal to the circadian system in goldfish.  
3. Daily rhythmicity of two possible synchronizing signals: ghrelin and glucocorticoids.
In general, for a signal to be considered a good candidate to be an input or a 
synchronizer of the circadian system a requirement is that it displays a daily rhythmic profile. 
While both ghrelin and glucocorticoids have been proposed as potential modulating signals of 
endogenous oscillators in mammals (Balsalobre et al., 2000; LeSauter et al., 2009; Yamamoto 
et al., 2005; Yannielli et al., 2007), there is no information on the existence of ghrelin daily 
rhythms in fish and there are very few studies on glucocorticoid rhythms. 
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Here, as part of this PhD Thesis, the daily pattern of preproghrelin and ghs-r1a 
expression in hypothalamus, pituitary and gastrointestinal tract was studied, as well as the 
plasmatic levels of cortisol, the main glucocorticoid in teleosts. In all cases goldfish were 
maintained under the same previously described conditions (12L:12D eating daily at ZT 2). 
The results described for the first time in teleosts the presence of a daily pattern of 
expression of ghrelin and GHS-R1a receptor mRNAs in hypothalamus and gastrointestinal tract, 
with the acrophases in phase with genes belonging to the negative feedback loop (per and cry 
genes) in goldfish maintained under the same conditions, supporting the theory that this 
hormone is an output of the circadian system in teleosts. Meanwhile, plasma cortisol levels 
show the same profile with the maximum concentration during the dark phase, anticipating 
the activity period, which coincides with previous reports in other teleosts (López-Olmeda et 
al., 2013; Pickering and Pottinger, 1983; Polakof et al., 2007) and mammals (Kalsbeek and 
Fliers, 2013). 
4. Hepatic oscillator functioning.
In order to go deep into the functioning of the hepatic oscillator of goldfish, the daily 
expression profile of clock genes of goldfish maintained under 12L:12D conditions and daily 
fed at ZT 2 was analyzed. The results show a functional molecular oscillator in the liver of 
goldfish under the experimental conditions tested, i.e., in the presence of the most important 
environmental synchronizers (light-dark cycle and feeding schedule). Moreover, previous 
results obtained by our research group show the maintenance of these daily rhythms of clock 
gene expression in the absence of only one of the main external synchronizers, although the 
amplitude of these rhythms is slightly damped, results that are shown in the present 
manuscript in the review of the liver as a goldfish oscillator and which demonstrate the critical 
role of both synchronizers for the optimal functioning of this endogenous oscillator. 
Finally, liver isolation from any systemic signal by its extraction for culturing causes a 
disappearance of almost all the rhythms of clock genes analyzed, except of gper1b gene which 
is maintained but with a very reduced amplitude, suggesting that the presence of the 
physiological signals lost in in vitro conditions are necessary and probably responsible for the 
coordination between the different regulatory liver cells as well as regulators of the amplitude 
of these clock genes. 
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5. Effect of ghrelin and glucocorticoids on liver oscillator in vitro and in vivo.
Once the daily rhythmicity of the two hormones studied, ghrelin and glucocorticoids, 
was demonstrated, we continued to study their possible role as modulators of the hepatic 
oscillator in a goldfish hepatic culture model. For this purpose, the animals were kept in 
conditions of 12L: 12D in all cases and sacrificed at ZT 2 for the extraction of the liver and the 
beginning of the cultures (constant light and 20 ± 1°C). First, the effect of a treatment with 
ghrelin on the expression of clock genes was studied, characterizing that response by using a 
hormone antagonist and specific drugs of different intracellular transduction pathways 
previously related with the action of the hormone. Then, other studies were conducted to 
determine the effect of glucocorticoids on the expression of clock genes in cultured liver using 
cortisol or dexamethasone and analyzing both short term (hours) and long term (days) effects. 
The results obtained let us establish both ghrelin and glucocorticoids as modulating 
signals of the hepatic oscillator of goldfish through exerting changes on the levels of 
expression of clock genes. Specifically, in this PhD Thesis it is shown for the first time a direct 
action of ghrelin on the hepatic oscillator in vitro, although previous results in our group 
showed the action of ghrelin as a clock genes modulator when injected in goldfish 
(Nisembaum et al., 2014). Furthermore, the presence of the receptor GHS-R1a in liver cells of 
the goldfish suggests that the action of ghrelin could be mediated by this receptor subtype. 
Also, it is shown for the first time in teleosts that the PLC-PKC pathway is the main pathway 
involved in the intracellular signal transduction of ghrelin to exert its modulatory effect of 
clock genes and the involvement of the AC-PKA pathway in the modulation of gbmal1a and 
grev-erbα expression.  
Regarding glucocorticoids, it is shown for the first in teleosts their effect as a 
modulator of clock genes in the liver in both in vivo conditions (as revealed as IP injections of 
animals kept under 12L: 12D conditions and daily fed at ZT 2) and in cultured liver, 
demonstrating its action directly on hepatic cells. Furthermore, glucocorticoids are able to 
induce the synchronization of the hepatic oscillator in liver explants in vitro. Although 
glucocorticoids appear to have a role as synchronizers in the culture liver of goldfish they do 
not seem to be the only signal involved in the rhythms observed in vivo, as in no case the 
establishment of the maximal amplitude observed in the liver in vivo is achieved, suggesting 
that the establishment of the rhythms of clock genes and its strength, defined as its amplitude, 





From these results the following conclusions are proposed: 
1. The circadian system consists of a network of functional endogenous oscillators
distributed in central and peripheral areas, considering as oscillators those locations that
show gper1b clock gene expression. These oscillators are functional and in phase under
12L: 12D and daily fed at ZT 2 with the acrophase during the night time anticipating the
food and light arriva, and  show different amplitudes, suggesting a different sensitivity to
the environmental signals.
2. The preproghrelin and ghs-r1a genes are expressed in a multitude of areas where the
presence of gper1b was detected both in the brain and in the gastrointestinal tract,
supporting its potential role as a regulator of the circadian system.
3. In the brain there are transcripts of gper1b and ghs-r1a genes in locations related to
sensitive areas or areas related with food intake and energy balance regulatory systems,
demonstrating the anatomical connection between energy homeostasis and the circadian
system.
4. Both preproghrelin as its receptor ghs-r1a show daily expression profiles in phase with the
maximum of gper1b in goldfish held under conditions of 12L: 12D and daily fed at ZT 2,
suggesting that this system is an output of the circadian system of goldfish.
5. Plasmatic cortisol levels in goldfish kept under conditions of 12L: 12D and daily fed at ZT 2
show a daily profile of concentration with a peak in the scotophase, before the beginning
of the active phase, supporting a possible role for this hormone as an "awakening
hormone", as described for other vertebrates.
6. The hepatic oscillator of goldfish is a functional oscillator in phase with the rest of the
body oscillators. In culture (i.e., when it is isolated), the hepatic clock genes lose their
daily rhythmicity, except for gper1b gene although with a significantly reduced amplitude,
indicating the need of certain physiological signals for maintaining the functioning of
hepatic oscillator of goldfish.
7. The hepatic oscillator of goldfish, like the mammalian, is sensitive to endogenous signals
such as ghrelin and glucocorticoid, hormones that can modulate the expression of clock
genes in the liver of this species. Specifically, both hormones exert different effects on the
expression of clock genes.
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8. In this sense, ghrelin induces the expression of all analyzed genes, regardless of whether
they are negative elements (per genes), positive (gbmal1a and gclock1a) or from the
auxiliary loop (grev-erbα). This hormone acts through its own receptors mainly via the
PLC- PKC pathway and partly via AC-PKA (in the case of gbmal1a and grev-erbα genes).
9. Glucocorticoids, for their part, induce the expression of per genes, repress gbmal1a and
gclock1a genes, and partially restore the clock rhythmicity of all genes analyzed in vitro in
liver after 2 h treatment with dexamethasone, indicating its importance as a regulating
factor of the hepatic oscillator of goldfish.
10. As a general conclusion, the circadian system of goldfish seems to be composed of
multiple oscillators located throughout the body working synchronously and in phase,
without a master oscillator. Furthermore, we show that the liver in this teleost is very
sensitive to signals from different areas of the body and we show the relevance of this
experimental model to understand how the communication between the endocrine
system and circadian system takes place in order to maintain temporary homeostasis in
the body.
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1. RITMOS BIOLÓGICOS Y SISTEMA CIRCADIANO.
La sucesión de los días y las noches, así como de las estaciones del año debidas a
los movimientos de rotación y traslación de la Tierra, al igual que el ciclo lunar, han supuesto
una gran presión evolutiva para todos los organismos, que han adaptado sus procesos 
vitales a estos cambios ambientales cíclicos (Pittendrigh, 1993). La percepción de la ritmicidad 
de estos cambios ha permitido a los diversos organismos anticiparse a ellos generando una 
serie de respuestas cíclicas tanto de tipo comportamental (ciclos sueño/vigilia, actividad/
reposo, etc) como fisiológico (secreción hormonal, periodos reproductores, temperatura 
corporal, etc) (Madrid, 2006; Refinetti, 2006) consiguiéndose una sincronización 
temporal entre los organismos y su entorno traducible en una mejor adaptación y, 
por tanto, una ventaja selectiva de gran importancia para la supervivencia. De esta 
forma, las respuestas de anticipación u homeostasis predictiva, realizadas por los 
diferentes organismos están definidas como repeticiones periódicas de distintos 
procesos biológicos a nivel interno predecibles en el tiempo (Refinetti, 2006). 
Para poder definir los distintos ritmos biológicos, en Cronobiología se emplean una 
serie de parámetros característicos expresados en unidades numéricas que definen los 
diferentes ritmos biológicos permitiendo su cuantificación (Koukkari y Sothern, 2006; figura 
I.1).
- Periodo (τ): Intervalo de tiempo entre dos acontecimientos idénticos, es decir, la
duración de un ciclo completo. La frecuencia sería la inversa del periodo.
- Nivel medio (mesor): valor medio de la variable estudiada, calculado a lo largo de un
periodo completo.
- Amplitud (A): si se ajusta a un perfil sinusoidal (figura I.1), es definida como la
diferencia entre el mesor y el valor máximo alcanzado por la variable durante el
periodo. En el caso de perfiles no sinusoidales será la diferencia entre el punto máximo
y el mínimo observados en el ritmo.
- Fase (φ): describe la relación temporal entre dos o más ritmos. Este término se utiliza 
también en ocasiones, para definir una parte del ciclo; así por ejemplo, se habla de
fase ascendente, descendente, máxima… de un fenómeno rítmico. Se denomina 
acrofase al pico máximo y batifase al valle.
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Figura I.1. Representación de los parámetros rítmicos característicos sobre una onda sinusoidal. 
Por otro lado, según el origen del ritmo, los ritmos pueden considerarse de carácter 
exógeno cuando se generan como respuesta reacción a un cambio ambiental y desaparecen 
inmediatamente después de retirar el estímulo rítmico, o endógenos cuando persisten en 
condiciones ambientales de curso libre o free running, es decir, en ausencia de estímulos 
rítmicos externos. Para que un ritmo se considere endógeno tiene que haber evidencias de 
que no es consecuencia pasiva de una oscilación ambiental y que existe un reloj biológico 
interno (oscilador) que mantiene el ritmo con un periodo invariable y característico (Aschoff, 
1981). Estos osciladores fueron descritos por primera vez en 1960 (Pittendrigh, 1960). 
En función del periodo, los ritmos endógenos o de curso libre pueden clasificarse en 
ultradianos (con un período inferior a 19 h), circadianos (con un período alrededor de las 24 h) 
e infradianos (con un período superior a 29 h). 
 Los ritmos circadianos están sincronizados principalmente por el ciclo luz/oscuridad 
y son los más estudiados por el alto impacto que la presencia/ausencia de luz supone para 
la mayoría de los seres vivos (afectando a factores tan importantes como la temperatura, la 
disponibilidad de alimento o la presencia de depredadores). Los estímulos externos 
pueden actuar como sincronizadores (“zeitgebers”), modificando el funcionamiento del 
oscilador endógeno de manera que el periodo del reloj interno se ajuste al periodo 
del estímulo ambiental (sincronización o “encarrilamiento”) (Cahill y Besharse, 1993). Es 
importante diferenciar esta sincronización propiamente dicha del enmascaramiento 
(“masking”) producido cuando los estímulos ambientales actúan directamente sobre el 
sistema efector, generando un ritmo observable, pero no sincronizado, que desaparece al 
retirar el estímulo (Cambras Riu, 2006). Sin embargo, en la práctica, es difícil diferenciar 
entre ambos fenómenos debido a que gran parte de los sincronizadores ejercen al mismo 
tiempo un efecto  enmascarador (Madrid et al., 2001). 
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Así, para generar un ritmo biológico endógeno son necesarios los siguientes elementos 
(figura I.2): 
- Una entrada (input) que puede ser un estímulo endógeno o ambiental y que sincroniza
el reloj.
- Un oscilador (pacemaker o marcapasos), que es un sistema capaz de generar por sí
mismo la oscilación.
- Una salida (output) en forma de ritmo observable.
 Figura I.2. Esquema mostrando los principales elementos de un sistema circadiano. El oscilador 
recibirá los estímulos con los que puede acoplar el ritmo a través de diferentes receptores y genera una 
serie de respuestas rítmicas que serán originadas por los sistemas efectores. En el caso del 
enmascaramiento, los estímulos sincronizadores afectarán de forma directa al sistema efector, sin pasar 
por el oscilador endógeno.
1.1. BASE MOLECULAR DE LOS RELOJES ENDÓGENOS. 
En las últimas décadas se han llevado a cabo multitud de estudios en una gran 
diversidad de organismos, sentando las bases genéticas de los ritmos circadianos. Desde hace 
más de tres décadas, se conoce la existencia de los llamados genes reloj gracias a estudios que 
generaron mutantes con fenotipos circadianos alterados en Drosophila melanogaster, 
Chlamydomonas reinhardi y Neurospora crassa (Bruce, 1972; Feldman y Hoyle, 1973; Konopka 
y Benzer, 1971). Estos genes son componentes moleculares del reloj que codifican proteínas 
que posibilitan la generación y el control de los ritmos biológicos. 
Los mecanismos moleculares que subyacen a los osciladores circadianos se basan en 
bucles de retroalimentación entre los procesos de transcripción y traducción de los genes reloj 
y sus productos proteicos (Buhr y Takahashi, 2013; Panda et al., 2002a; Partch et al., 2014). 
Estos bucles se encuentran tanto en los osciladores encefálicos como en los periféricos 
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muy conservados a lo largo de la filogenia desde organismos unicelulares hasta los mamíferos 
(Panda et al., 2002a).  
Los genes reloj regulan su propia expresión mediante mecanismos de 
retroalimentación positiva y negativa que generan como resultado una oscilación de 
su transcripción con un periodo aproximado a las 24 h, típico de un ritmo circadiano (figura 
I.3).
En vertebrados, los elementos positivos de estos bucles de retroalimentación son los 
factores de transcripción Clock (Circadian Locomotor Output Cycles Kaput) y Bmal1 (también 
conocido como ArntI, aryl hydrocarbon receptor nuclear translocator-like). Los productos 
proteicos de ambos genes heterodimerizan gracias a un dominio PAS (Period-Arnt-Single-
minded; Huang et al., 2012) y facilitan la expresión de los elementos negativos gracias a una 
región bHLH (basic-Helix-Loop-Helix) que reconoce las secuencias reguladoras 
denominadas cajas E (E-box; CACGTG), presentes en los promotores de los genes y 
que contienen la información para iniciar la transcripción de los elementos negativos, los 
genes Period, Per, y Cryptochrome, Cry (Hastings et al., 2007; Partch et al., 2014; Reppert y 
Weaver, 2002). Por su parte, los elementos negativos, una vez que son transcritos y 
traducidos a proteínas, sufren ciertas modificaciones postransduccionales en el 
citoplasma, como la fosforilación de la proteína PER por varias caseína kinasas 
(Vanselow y Kramer, 2007), heterodimerizan y retornan al núcleo, donde actúan como 
inhibidores de su propia transcripción, mediante la inhibición de los complejos 
heterodiméricos CLOCK-BMAL1 (Partch et al., 2014). Este bucle negativo proporciona una 
ritmicidad diaria a la expresión de los genes Per y Cry. 
Para conseguir estabilizar la duración del ciclo existen además diversos bucles 
accesorios de los cuales el mejor conocido es el que implica a dos receptores huérfanos 
nucleares: Rev-Erbα y RORα (Preitner et al., 2002; Sato et al., 2004). Estos dos elementos 
presentan una transcripción regulada igualmente por el heterodímero CLOCK:BMAL1, y se ven 
inhibidos por los elementos negativos al tiempo que éstos se autoinhiben. Además, el gen 
Bmal1 presenta en su promotor un elemento RORE de respuesta a proteínas REV-ERBα y 
RORα, que actúan inhibiendo su transcripción o activándola, respectivamente, estableciendo 
como pico máximo de expresión de este gen en antifase con los picos máximos de expresión 
de los elementos negativos (Iuvone et al., 2005; Hastings et al., 2008). 
Por último, los dímeros CLOCK:BMAL1 activan la transcripción de los 
considerados como salidas moleculares del reloj y que son parte de los denominados genes 
controlados por el reloj (CCGs) mediante cajas E situadas en sus promotores. Actualmente, 
mediante estudios 
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realizados con microarrays se ha demostrado que casi el 5% del total de los ARN mensajeros 
(ARNm) presentan un patrón de expresión rítmico (Ripperger y Albrecht, 2009). Entre ellos, se 
encuentran ARNm que codifican para enzimas metabólicas, canales iónicos y diferentes 
péptidos (Bozek et al., 2009; Mazzoccoli et al., 2012; Panda et al., 2002b; Ripperger y Albrecht, 
2009; Storch et al., 2002) como por ejemplo componentes del metabolismo energético 
hepático en mamíferos (Panda et al., 2002b). 
Figura I.3. Esquema mostrando los principales elementos del oscilador molecular. El bucle principal 
está formado por los elementos positivos CLOCK y BMAL1 que activan la transcripción de los elementos 
negativos per y cry que al traducirse se heterodimerizan e inhiben al dímero CLOCK-BMAL1. Este bucle 
se repite con un periodo cercano a 24 h y se estabiliza mediante los genes del bucle auxiliar ROR y rev-
erbα que actúan regulando la expresión del gen bmal1. Al mismo tiempo, el dímero CLOCK-BMAL1 actúa 
modulando la expresión de otros genes denominados “genes controlados por el reloj” o “clock-
controlled genes”. Modificado de Buhr y Takahashi, 2013.
En el caso de los mecanismos moleculares subyacentes a la generación y 
mantenimiento de la ritmicidad circadiana en los peces teleósteos, el animal más estudiado ha 
sido el pez cebra (Danio rerio), del cual se han clonado los genes reloj homólogos a los 
presentes en mamíferos y han sido analizados sus patrones de expresión. 
Una de las principales diferencias entre ambos grupos de animales, peces y mamíferos, 
es el número de genes de las familias period y cryptochrome, que en peces teleósteos es muy 
superior debido a los fenómenos de duplicación genómica experimentada por este grupo de 
vertebrados (Cahill, 2002; Kobayashi et al., 2000; Wang, 2008a; Wang, 2008b; Wang, 2009). 
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En el caso del carpín dorado, la especie de estudio en la presente Tesis, en la 
actualidad, nuestro grupo de investigación ha clonado varios de los múltiples genes reloj que 
forman el oscilador molecular en esta especie. Entre ellos, genes tanto del bucle positivo 
(gbmal1a) como del negativo de las familias period (gper1a, gper2a y gper3) y cryptochrome 
(gcry1a, gcry2a y gcry3).  Asimismo, se han realizado estudios de la regulación de dichos genes 
observándose su regulación por el ciclo luz oscuridad y el horario de alimentación (Feliciano et 
al., 2011; Nisembaum et al., 2012; Tinoco et al., 2014) y hormonas como la orexina y la 
ghrelina (Nisembaum et al., 2014a; Nisembaum et al., 2014b) en localizaciones tanto centrales 
como periféricas.       
1.2. ORGANIZACIÓN FUNCIONAL DEL SISTEMA CIRCADIANO. 
La presencia de la maquinaria molecular necesaria para la existencia de un reloj 
endógeno ha sido ampliamente demostrada en multitud de tipos celulares (Kaeffer and 
Pardini, 2005; Schibler, 2006). Sin embargo, el sistema circadiano de los seres multicelulares 
presenta una organización bastante más compleja basada en la sincronización y el 
funcionamiento coordinado de distintos osciladores endógenos localizados en diferentes áreas 
del organismo con el fin de capacitar a los seres vivos para captar estas señales rítmicas, 
integrarlas y elaborar respuestas efectivas. Así, actualmente la teoría más aceptada sobre 
la organización funcional del circadiano presenta este como una red de osciladores
endógenos intercomunicados (Albrecht, 2012; Bosler et al., 2015; Dibner y Schibler, 2015).  
En el caso de los mamíferos, el sistema más estudiado, existe un oscilador principal 
situado en el núcleo supraquiasmático (NSQ) que es el encargado tanto de generar procesos 
fisiológicos rítmicos como de coordinar al resto de osciladores, que dependen en gran medida 
de él (Albrecht, 2012; Partch et al., 2014; Reppert y Weaver, 2002). En estos animales, la 
eliminación quirúrgica del NSQ conlleva en multitud de casos la desaparición de ritmos de 
salida evidentes como los ritmos de actividad locomotora (Schwartz y Zimmerman, 1991; 
Stephan y Zucker, 1972), que puede recuperarse mediante un transplante de NSQ (Ralph et al., 
1990; Silver et al., 1996). Además, su eliminación produce la desaparición de ritmos  
periféricos como el ritmo de corticosterona (Moore y Eichler, 1972) y la desincronización o el 
desacoplamiento de los ritmos del resto de osciladores subordinados situados por todo el 
organismo (Pardini y Kaeffer, 2006). Todos estos hechos apoyan la teoría de que este oscilador 
endógeno sea el máster o maestro que controle el sistema circadiano de los mamíferos.  
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Estudios anatómicos han permitido realizar un mapeo exhaustivo de 
osciladores endógenos en el encéfalo de mamíferos. Se ha encontrado la expresión de 
genes reloj en multitud de localizaciones además del núcleo supraquiasmático (NSQ; Abe et 
al., 2002; Amir et al., 2004; Gerstner et al., 2006; Oishi et al., 2000; Shieh et al., 2005; van der 
Veen et al., 2006) entre las que se encuentran otros núcleos hipotalámicos (Abe et al., 
2002; Gerstner et al., 2006; Girotti et al., 2009; Shieh et al., 2005) varios núcleos del 
sistema límbico y sus conexiones con el hipotálamo (Amir et al., 2004; Lamont et al., 
2005; Namihira et al., 1999; Reick et al., 2001; Wakamatsu et al., 2001), la glándula pineal 
(Abe et al., 2002; Namihira et al., 1999; Simonneaux et al., 2004), núcleos del rafe conectados 
directamente con el NSQ (Abe et al., 2002) la corteza cerebral (Rath et al., 2013; Wakamatsu 
et al., 2001), el cerebelo (Mendoza et al., 2010; Namihira et al., 1999) y algunas regiones 
relacionadas con el sistema olfativo (Abe et al., 2002; Namihira et al., 1999; Nolasco et al., 
2012; Wakamatsu et al., 2001).  
Por otro lado, además de los osciladores presentes en áreas encefálicas, 
diferentes estudios de inmunohistoquímica, hibridación in situ y PCR han permitido identificar 
ritmos de genes reloj en localizaciones periféricas como la hipófisis, retina, hígado,
corazón, músculo, tejido adiposo, páncreas, intestino, riñón, pulmones, ovario y glándula 
suprarrenal (Balsalobre et al., 2000; Bass y Takahashi, 2010; Brown et al., 2002; García-
Fernández et al., 2007; Girotti et al., 2009; Mühlbauer et al., 2004; Peirson et al., 2006; 
Sládek et al., 2007; Zvonic et al., 2006). 
En el caso de los vertebrados no mamíferos, el modelo de organización aceptado en la 
actualidad sugiere un sistema de osciladores múltiples acoplados entre sí en el que no destaca 
ninguna estructura como oscilador principal, es decir, es menos jerarquizado que el sistema de 
mamíferos (Mazurais et al., 2000; Moore y Whitmore, 2014; Weger et al., 2013). Si bien, 
el homólogo anatómico del NSQ de mamíferos ha sido encontrado en otros vertebrados 
como los peces (Moore y Whitmore, 2014; Rink y Wullimann, 2004; Watanabe et al., 2012) 
no ha podido demostrarse su papel como oscilador maestro en estos animales. En éstos 
son de especial importancia estructuras encefálicas como la retina neural, la glándula pineal y 
ciertos núcleos hipotalámicos que actúan conjuntamente para producir una ritmicidad 
estable (Menaker et al., 1997).  
En vertebrados no mamíferos existe mucha menos información de la localización 
anatómica de la expresión de los genes reloj, ya que la gran mayoría de los estudios sobre el 
sistema circadiano en estos animales se ha realizado mediante técnicas de PCR. 
Así, actualmente se conoce la presencia de genes reloj en cerebro y diferentes áreas de la 
periferia 
47
Introducción. 1. Ritmos biológicos y sistema circadiano
como hígado, corazón, intestino y músculos en aves (Chong et al., 2003) y pulmones, corazón, 
hígado, músculo y testículos en reptiles (Della Ragione et al., 2005; Vallone et al., 2007). 
El sistema circadiano en peces teleósteos, está formado por una red de osciladores 
acoplados entre los que destacan la glándula pineal, la retina y núcleos 
hipotalámicos (Menaker et al., 1997), si bien en estos animales existen muchos
menos estudios de localización anatómica de genes reloj mediante técnicas de imagen 
y todos ellos están limitados al cerebro (trucha, Oncorhynchus mykiss, Mazurais et al., 
2000; lenguado japonés, Paralichthys olivaceus, Watanabe et al., 2012 y pez cebra, Danio
rerio, Moore y Whitmore, 2014; Whitmore et al., 1998), se han detectado estos genes
mediante técnicas de PCR en áreas del cerebro de otros muchos teleósteos incluyendo 
salmón atlántico (Salmo salar, Davie et al., 2009), lubina (Dicentrarchus labrax, del Pozo 
et al., 2012), lenguado (Solea senegalensis, Martín-Robles et al., 2011; Martín-Robles et al., 
2012), lábrido de tres manchas (Halichoeres trimaculatus, Hur et al., 2012) e incluso de 
carpín dorado (Carassius auratus, Velarde et al., 2009). Además, mediante PCR se han 
identificado ritmos de genes reloj en localizaciones periféricas incluyendo la hipófisis, 
corazón, riñón, branquias, músculos, páncreas, testículos y ovarios en pez cebra (Cermakian 
et al., 2000; Whitmore et al., 1998), lubina (del Pozo et al., 2012), lenguado (Martín-
Robles et al., 2011; Martín-Robles et al., 2012) y carpín dorado (Nisembaum et al., 2012; 
Velarde et al., 2009). 
La comunicación entre los osciladores centrales y periféricos, objetivo de la 
presente Tesis, incluye señales de tipo humoral y neuronal que en conjunto constituyen el 
entramado necesario para que el organismo al completo funcione de manera óptima 
optimizando el uso de energía.  
Por ejemplo, se conoce la acción del sistema arginina-vasopresina (AVP; Kalsbeek 
et al., 1992), del péptido vasoactivo intestinal (VIP; Gerhold et al., 2005), la orexina (Belle et 
al., 2014) y la prokineticina-2 (PK2; Cheng et al., 2002) como señales utilizadas por el 
NSQ de mamíferos para establecer comunicación con el resto de osciladores del organismo. 
Por otro lado, en mamíferos se ha estudiado la acción de señales periféricas como los 
glucocorticoides (Albrecht, 2012; Balsalobre et al., 2000; Reddy et al., 2007; Schmutz et 
al., 2012; So et al., 2009; Sujino et al., 2012; Yamamoto et al., 2005) en la 
comunicación y coordinación de osciladores de todo el organismo. Además de la 
información conocida en mamíferos, en peces teleósteos se conoce la implicación de 
hormonas de procedencia hipotalámica como la orexina (Nisembaum et al., 2014a), y de 
procedencia intestinal como la ghrelina (Nisembaum et al.,  2014b)  si  bien  las  señales  que
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 comunican los osciladores están mucho menos estudiadas en los vertebrados no mamíferos.  
Estos relojes periféricos, en algunos casos presentan una fase retrasada respecto a 
la del reloj central y además presentan ritmicidad propia. Aun así, en el caso de los mamíferos, 
se ha podido comprobar que estos relojes están conectados con el reloj central que los 
controla mediante señales de tipo hormonal como la liberación de glucocorticoides 
aunque también pueden sincronizarse directamente gracias a estímulos como la 
temperatura o la hora de alimentación. 
2. SEÑALES SINCRONIZADORAS.
Los osciladores endógenos de los vertebrados se ven sincronizados por multitud de
señales tanto externas como internas, siendo las más estudiadas los factores externos como el
ciclo luz-oscuridad (Gonze y Goldbeter, 2000; Sánchez-Vázquez et al., 1995; Wright et al., 
2013; Yoshida et al., 1993), la disponibilidad cíclica de alimento o la temperatura (Brown et al., 
2002; Mendoza, 2007; Vallone et al., 2007) y entre los factores internos los cambios en los 
niveles de determinadas hormonas (Balsalobre et al., 2000; Chung et al., 2011; Nisembaum et 
al., 2014a; Son et al., 2011).  
2.1. SEÑALES AMBIENTALES EXTERNAS 
El ciclo luz-oscuridad es el sincronizador más importante para el NSQ que recibe esta 
información fótica ambiental a través del tracto retino-hipotalámico por medio de sinapsis 
glutamatérgicas que actúan a través de receptores NMDA y metabotrópicos presentes en el 
NSQ (Reppert y Weaver, 2002). En esta detección de la información lumínica interviene una 
subpoblación de células ganglionares de la retina que contienen melanopsina y están 
presentes en todos los grupos de vertebrados, entre las que se encuentran las células 
ganglionares intrínsecamente fotosensibles de la retina (ipRGCs) (Guido et al., 2010).   
El ciclo luz-oscuridad sincroniza también la actividad rítmica del propio oscilador
intraocular situado en la retina neural, si bien en este caso, el mecanismo  o las vías de 
transducción encargadas de llevar a cabo esta acción no se conocen (Iuvone et al., 2005).  
Aunque es difícil pensar en una sincronización directa por el ciclo luz-oscuridad de los 
osciladores periféricos, si que se podría hablar de una sincronización indirecta al encontrarse 
estos osciladores jerárquicamente controlados por el NSQ (Albrecht, 2012; Barclay et al., 2012; 
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Brancaccio et al., 2014; Moore, 2013). De forma general, todos los osciladores endógenos que 
son sincronizados por el ciclo luz-oscuridad forman el LEO (Light Entrainable Oscillator). 
En peces, como en el resto de los vertebrados, un gran número de ritmos biológicos son 
consecuencia del ciclo luz-oscuridad (Falcón et al., 2007), mostrando un ciclo de 24 horas. Por 
ejemplo, los ritmos de actividad locomotora van a verse sincronizados mediante este oscilador 
(Bayarri et al., 2004a; Hurd et al., 1998; Iigo y Tabata, 1996), así como los de temperatura y el 
gasto de oxígeno (Boeuf y Le Bail, 1999).  
A pesar de que el ciclo luz-oscuridad es el principal sincronizador para la mayoría de los 
animales, no es el único. En muchas especies, la accesibilidad periódica a la comida o los 
ritmos ingesta-ayuno también ha demostrado ser un factor capaz de sincronizar diferentes 
variables fisiológicas y comportamentales (Madrid et al., 2001; Sánchez-Vázquez y Madrid, 
2001). 
Esto no ha de sorprendernos, ya que el acceso a la comida es uno de los factores más 
relevantes que afectan a la supervivencia de los animales, por lo que éstos han desarrollado 
sistemas que permiten sincronizar su actividad, sus niveles hormonales y otras variables 
fisiológicas a las horas de alimentación garantizando de este modo un aprovechamiento 
máximo del alimento ingerido (Sánchez-Vázquez y Madrid, 2001). De este modo, conocer la 
hora de alimentación permite a los animales anticiparse y preparar su organismo para 
optimizar tanto la captura del alimento como su utilización (Sánchez-Vázquez et al., 1997). 
Se ha hipotetizado con que el horario de alimentación sincroniza al FEO (Food 
Entrainable Oscillator), cuya existencia se ha sugerido a partir del proceso de anticipación al 
alimento mostrado por los animales, conocido como actividad anticipatoria al alimento (FAA, 
Food Anticipatory Activity) y que se define como el aumento de actividad locomotora presente 
en las 2-3 horas previas a la hora de administración del alimento (Sánchez-Vázquez y Madrid, 
2001; Sánchez-Vázquez et al., 1997; Stephan, 2002). Conducta bien estudiada en los carpines, 
especie de estudio en la presente Tesis. Resultados de nuestro grupo de investigación han 
demostrado la capacidad de sincronización de los ritmos de expresión de genes reloj a un 
horario fijado de alimentación en el hígado, el techo óptico y el telencéfalo de animales 
mantenidos en condiciones de luz constante mostrando que el FEO en estos animales parece 
estar constituido por una red compleja de estructuras centrales y periféricas interconectadas 
(Feliciano et al., 2011), si bien no se ha precisado la localización anatómica responsable de su 
generación.  
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2.2. SEÑALES  INTERNAS 
Además de las señales ambientales, los diferentes osciladores endógenos también se 
encuentran bajo la influencia de multitud de señales internas que actúan como 
sincronizadores del sistema circadiano a diferentes niveles.  
En este sentido, existen multitud de estudios que analizan el papel de la melatonina 
como modulador del funcionamiento del sistema circadiano en vertebrados. Posiblemente 
esta hormona sea la más estudiada en el contexto del sistema circadiano y circanual en todos 
los grupos de vertebrados. Sus funciones principales son la regulación de los ciclos sueño-
vigilia, la hibernación, cambios estacionales y la reproducción (Arendt y Skene, 
2005; Hardeland, 2008). En todos los vertebrados esta hormona está sintetizada 
principalmente por la glándula pineal y la retina durante la fase de oscuridad del fotociclo, 
mostrando un patrón rítmico diario (Falcón, 1999) tanto en especies diurnas como nocturnas 
e independientemente del fotoperiodo al que estén expuestos los animales (Pevet, 1998; 
Reiter, 1991). Las primeras aproximaciones del estudio de la melatonina como 
modificador del sistema circadiano demostraron que esta hormona está relacionada con 
los ritmos de actividad locomotora que se veían eliminados en los animales 
pinealectomizados (Falcón et al., 2007). En estos animales se ha podido demostrar que 
administraciones diarias de melatonina son capaces de sincronizar ritmos endógenos en 
ratones expuestos a condiciones de oscuridad constante (Armstrong et al., 1986; Redman y 
Armstrong, 1988). Similares resultados se han obtenido recientemente por nuestro grupo de 
investigación, donde hemos podido observar el papel sincronizador de la melatonina sobre 
ritmos de actividad locomotora y expresión de determinados genes reloj en el carpín dorado 
(Azpeleta, 2013). Además, la melatonina regula los niveles de glucocorticoides adrenales, 
actuando directamente sobre la glándula adrenal en mamíferos (Appa Rao et al., 2001) o 
mediante una modulación del eje hipotálamo-hipófisis-adrenal en aves y peces 
(Azpeleta et al., 2010; Saito et al., 2005a). Esta relación hace que se crea que ambas moléculas 
pueden trabajar conjuntamente para la estabilización de los ritmos circadianos.   
También es muy conocido el papel de la orexina como modulador circadiano mediante 
la regulación del ciclo sueño-vigilia en mamíferos, manteniendo el estado de vigilia (Li et 
al., 2014). La primera función que se asoció con esta hormona fue la regulación de la 
ingesta, encontrándose dentro del grupo de las denominadas “hormonas de acción 
orexigénica” (Shibahara et al., 1999). Esta hormona se sintetiza principalmente en el cerebro 
siendo su área de mayor producción el hipotálamo en todos los grupos de vertebrados 
(Date et al., 1999; Domínguez et al., 2010; Kaslin et al., 2004; Shibahara et al., 1999; 
Singletary et al., 2006), 
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incluyendo el carpín dorado (Huesa et al., 2005). En el caso de los teleósteos, un estudio 
reciente de nuestro grupo de investigación ha puesto de manifiesto el efecto de esta hormona 
como sincronizadora de la FAA cuando es inyectada intraperitonealmente (IP), siendo 
capaz de modular niveles de ARNm de genes reloj en el hígado 1 h después y en el 
hipotálamo y el intestino anterior 3 h después de la inyección (Nisembaum et al., 2014a). 
Asimismo, se conoce que en condiciones de alimentación restringida a un horario fijo se 
produce un aumento de la expresión hipotalámica del ARNm de la orexina previo a la 
llegada del alimento (Hoskins y Volkoff, 2012; Xu y Volkoff, 2007; Yan et al., 2011) 
Recientemente, se han publicado algunos estudios donde se ha analizado el papel de la 
ghrelina como sincronizador de la FAA en vertebrados incluyendo mamíferos y teleósteos 
(LeSauter et al., 2009; Nisembaum et al., 2014b; Yannielli et al., 2007). Si bien, no se conocen 
muchos detalles del mecanismo por el cual la ghrelina modula los ritmos de FAA y genes reloj. 
Sin embargo, el estudio de las hormonas como moduladoras del sistema circadiano de 
vertebrados no mamíferos no se extiende más allá, si bien en mamíferos se está estudiando en
la actualidad el efecto de otras hormonas como señales sincronizadoras de diferentes 
osciladores incluyendo la insulina (Tahara et al., 2011; Yamajuku et al., 2012), la leptina 
(Mendoza et al., 2011; Prosser y Bergeron, 2003) y la adiponectina (Hashinaga et al., 2013), no 
existen estudios que analicen el posible papel de estas hormonas como señales 
sincronizadoras de los osciladores de vertebrados no mamíferos.  
En el marco de la presente Tesis hemos decidido centrar nuestra investigación en el 
papel de dos señales periféricas en la comunicación entre los osciladores. Para ello, hemos 
seleccionado dos hormonas que previamente se han asociado como posibles entradas 
sincronizadoras del sistema circadiano: la ghrelina, señal relacionada con la alimentación y el 
status energético del organismo y por otro lado los glucocorticoides, relacionados, entre otras 
cosas, con respuestas al estrés.  
2.2.1. Ghrelina 
La ghrelina es el único péptido orexigénico de origen gastrointestinal conocido en la 
actualidad, descubierto en el estómago de ratas (Kojima et al., 1999). Esta hormona presenta 
su máxima concentración en la parte anterior del tracto gastrointestinal de todos los 
vertebrados estudiados, entre los que se encuentran multitud de teleósteos (Breves et al., 
2009; Kaiya et al., 2003a; Kaiya et al., 2003b; Kaiya et al., 2003c; Olsson et al., 2008; Sakata et 
al., 2004; Terova et al., 2008; Yeung et al., 2006), incluyendo en carpín dorado (Arcamone et 
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al., 2009; Kerbel y Unniappan, 2012; Miura et al., 2009; Unniappan et al., 2002), anfibios (Galas 
et al., 2002; Kaiya et al., 2001), reptiles (Kaiya et al., 2004) y aves (Kaiya et al., 2002; Kaiya et 
al., 2013b; Wada et al., 2003; Yoshimura, 2005).  
Además, se han encontrado otras localizaciones donde se expresa este péptido en 
menores concentraciones como determinadas áreas del cerebro y algunas localizaciones 
periféricas como la hipófisis, placenta, linfocitos, testículo, pulmón, páncreas y riñón en 
mamíferos (Gualillo et al., 2001; Hattori et al., 2001; Korbonits et al., 2001; Mori et al., 2000; 
Tanaka et al., 2001; Tena-Sempere et al., 2002; van der Lely et al., 2004; Volante et al., 2002; 
Yabuki et al., 2006). En vertebrados no mamíferos se han detectado niveles de ghrelina en 
cerebro en anfibios (Galas et al., 2002) y aves (Kaiya et al., 2002; Kaiya et al., 2013b; Richards 
et al., 2006; Saito et al., 2005b). Concretamente, en teleósteos, se han visto pequeños niveles 
de ghrelina en hipotálamo (Jönsson, 2013; Kang et al., 2011a; Unniappan et al., 2002) y en 
ovario, testículo, corazón y branquias (Amole y Unniappan, 2009; Unniappan et al., 2002), así 
como se han detectado niveles de ghrelina plasmática de entre 4-7 fmol/ml en trucha arcoíris 
(Jönsson et al., 2007) hasta 140 fmol/ ml en la lota (Lota lota, Mustonen et al., 2002), pasando 
por los 50 fmol/ml del carpín. 
Se ha relacionado con multitud de actividades biológicas, destacando su papel en la 
regulación de la ingesta (Jönsson, 2013; Kang et al., 2011a; Unniappan et al., 2002; Unniappan 
et al., 2004), además del cual está implicada en otras actividades neuroendocrinas (Dezaki et 
al., 2004; Dezaki et al., 2007; Hosoda et al., 2006; Kaiya et al., 2003a; Kaiya et al., 
2003b; Kojima and Kangawa, 2005; Riley et al., 2002; van der Lely et al., 2004) y las 
relacionadas con el funcionamiento del tracto gastrointestinal (Fujimiya et al., 2012; Kitazawa 
et al., 2012; Olsson et al., 2008) y más recientemente se ha relacionado con el sistema 
circadiano (LeSauter et al., 2009; Nisembaum et al., 2014b; Yannielli et al., 2007).   
Formación, transporte y metabolismo de la ghrelina 
La síntesis de ghrelina sucede principalmente en el tracto gastrointestinal de los 
vertebrados mediante una ruptura de un prepropéptido de 117 aminoácidos denominado 
preproghrelina que está conservado en vertebrados (Kaiya et al., 2008; Sato et al., 2012; Seim 
et al., 2010).  
La forma madura del péptido obtenida del procesamiento del precursor está formada 
por un número diferente de aminoácidos en los distintos grupos de vertebrados (figura I.4). 
Así, según los estudios que existen en la actualidad, se han encontrado formas de ghrelina con 
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27 o 28 aminoácidos en mamíferos (Kojima y Kangawa, 2005), entre 12 y 23 aminoácidos en 
teleósteos (Kaiya et al., 2003a; Kaiya et al., 2003b; Kaiya et al., 2003c; Kaiya et al., 2005; Miura 
et al., 2009; Olsson et al., 2008; Terova et al., 2008; Unniappan et al., 2002; Yeung et al., 2006), 
28 en anfibios (Kaiya et al., 2001), 25 en reptiles (Kaiya et al., 2004) y 26 en aves (Kaiya et al., 
2002; Kaiya et al., 2013b; Richards et al., 2006; Yoshimura, 2005).  
 La ghrelina madura en todos los vertebrados necesita, al menos, una modificación en 
la serina 3 con un ácido graso para convertirse en la forma activa (Kojima y Kangawa, 2005; 
Kojima et al., 1999), siendo la primera hormona conocida modificada por un ácido 
graso. Esta modificación consiste, por regla general, en la adición de un grupo octanoil (C8:0) 
(Nishi et al., 2011) mediante la acción de la enzima ghrelina-O-acil-transferasa o GOAT 
antes de la translocación de la proteína en formación al aparato de Golgi (Gutiérrez et al., 
2008; Yang et al., 2008). De hecho, esta ghrelina octanoilada fue la inicialmente descubierta 
por Kojima et al. (1999), siendo la forma capaz de unirse a los receptores tipo GHS-R1a.  
Figura I.4. Ejemplo de esquema de procesamiento de la ghrelina en humanos. El procesamiento del 
péptido en vertebrados es equivalente variando el número de exones que presenta el gen en cada 
grupo de animales. El gen de la preproghrelina se traduce y en el retículo endoplásmico se acila como 
consecuencia de la acción de la ghrelina-O-aciltransferasa (GOAT). A continuación en el aparato de Golgi 
se escinde en obestatina (sólo mamíferos) y ghrelina que son liberadas al exterior celular por exocitosis. 
Traducido de Gahete et al. (2014). 
Por otro lado, existen variaciones en el ácido graso que se integra en la molécula que 
rinden igualmente una proteína activa, como es el caso de la adición de cadenas decanoil 
(C10:0) o decenoil (C10:1) (Ida et al., 2007; Ida, 2012; Nishi et al., 2011). Además, existen 
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diversos estudios que demuestran que, en algunos casos, la ghrelina desacilada, presente 
igualmente en el tracto gastrointestinal de los vertebrados, puede presentar actividad 
biológica como inhibidora de la acción de la ghrelina acilada sobre la ingesta (Asakawa et al., 
2005; Gauna et al., 2005; Matsuda et al., 2006; Toshinai et al., 2006). Si bien estos efectos no 
serán mediados por los receptores GHS-R que son insensibles a esta forma de ghrelina (Kojima 
et al., 1999), podrían ser mediados por otros tipos de receptores desconocidos por el 
momento (Gauna et al., 2005; Kirchner et al., 2009). 
La ghrelina se libera al torrente sanguíneo desde las células de la mucosa 
gastrointestinal P/D1 donde se sintetiza mayoritariamente y una vez en la sangre, se 
transporta principalmente unida a proteínas transportadoras grandes como las lipoproteínas  a 
las que se une a través del grupo acilado (De Vriese et al., 2007; Holmes et al., 2009; Satou et 
al., 2011), si bien existe una pequeña fracción del péptido que puede aparecer en forma libre 
en el plasma (Holmes et al., 2009; Satou et al., 2011).  
La degradación de la ghrelina comienza por la acción de determinadas carboxil-
esterasas que liberan la cadena lipídica unida a la serina 3 inactivando el péptido  seguida de la 
acción de aminopeptidasas que degradan el péptido (De Vriese et al., 2004). Estas enzimas 
pueden encontrarse a nivel plasmático, en el hígado, el estómago y el riñón (De Vriese et al., 
2004). Concretamente, el hígado y el riñón parecen tener un papel especialmente relevante en 
la degradación de la ghrelina ya que un fallo en su metabolismo en estos tejidos se ha 
relacionado con determinadas patologías (Wu et al., 2003; Yoshimoto et al., 2002). 
Receptores de ghrelina 
Los receptores de ghrelina fueron descubiertos por primera vez por Howard et al. 
(1996) en hipotálamo e hipófisis de humanos y cerdos. Estos receptores forman parte de la 
familia de receptores acoplados a proteínas G con 7 segmentos transmembrana (Howard et 
al., 1996). Howard y su equipo describieron la existencia de dos variantes de splicing de las 
cuales solamente una GHS-R1a era capaz de provocar un incremento de calcio intracelular 
como respuesta a la unión de la ghrelina acilada, mientras que la otra, GHS-R1b, tiene diversas 
funciones no relacionadas con la señalización por ghrelina, molécula que no reconoce (Kaiya et 
al., 2013a), entre las que destaca la reducción de la capacidad de señalización de los receptores 
GHS-R1a por heterodimerización (Chow et al., 2012; Leung et al., 2007). 
Los receptores de ghrelina en vertebrados no mamíferos se encuentran igualmente 
divididos en dos tipos según la variante de splicing que sean, bien la variante que produce una 
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forma activa del receptor, equivalente a la forma GHS-R1a de mamíferos o bien la variante que 
produce un receptor que no responde a ghrelina como la forma GHS-R1b de mamíferos 
(Kitazawa et al., 2009). Concretamente en peces cipriniformes como el carpín dorado y el pez 
cebra se ha descrito también un gen parálogo de GHS-R1a, denominado GHS-R2a cuya 
existencia puede ser consecuencia de la duplicación genómica sucedida en el linaje de los 
peces teleósteos (Braasch y Postlethwait, 2012; Kaiya et al., 2013a). Asimismo, el carpín 
dorado tiene dos genes parálogos para las formas GHS-R1a (GHS-R1a1 y GHS-R1a2) y GHS-R2a 
(GSH-R2a1 y GHS-R2a2), debido al origen tetraploide de la subfamilia Cyprininae, contando con 
un total de cuatro genes diferentes de receptores activos de ghrelina (Kaiya et al., 2010, figura 
I.5).
Figura I.5. Clasificación de los receptores de ghrelina. Modificado de (Kaiya et al., 
2013a), añadiendo información de Eom et al. (2014) y  Kaiya et al. (2010).  
Los receptores de ghrelina GHS-R1a se encuentran ampliamente distribuidos en 
vertebrados destacando su presencia en hipotálamo y algunas localizaciones periféricas como 
la hipófisis, el corazón, la glándula tiroidea, el corazón, el pulmón, el hígado, los riñones, el 
páncreas y el sistema gastrointestinal (Chan y Cheng, 2004; Chen et al., 2009; Geelissen et al., 
2003; Gnanapavan et al., 2002; Guan et al., 1997; Kaiya et al., 2009a; Kaiya et al., 2009b; Kaiya 
et al., 2010; Nie et al., 2009; Small et al., 2009; Zigman et al., 2006). Por su parte, el receptor 
GHS-R1b presenta una distribución menos localizada en mamíferos con su máxima expresión 
en la piel, corazón e hipófisis (Gnanapavan et al., 2002), mientras que en vertebrados no 
mamíferos se ha detectado en peces en cerebro, hipófisis, tracto gastrointestinal, tejido 
adiposo, branquias, hígado, riñones y músculo (Chen et al., 2008; Kaiya et al., 2009a; Kaiya et 
al., 2009b; Small et al., 2009). 
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De todos los receptores de ghrelina, el más estudiado es el GHS-R1a. La principal vía de 
señalización de estos receptores está bastante conservada en los vertebrados y se basa en la 
activación de la cascada de señalización dependiente de proteína quinasa C (PKC) activada por 
acción de la fosfolipasa C (Kojima et al., 1999; Yin et al., 2014, figura I.6). De hecho, numerosos 
estudios describen una actividad constitutiva del receptor GHS-R1a a través de la activación 
basal de esta vía de señalización (Damian et al., 2012; Holliday et al., 2007; Holst y Schwartz, 
2004; Holst et al., 2003; Holst et al., 2004). 
Figura I.6. Cascada de señalización principal desencadenada por la activación del receptor de 
ghrelina GHS-R1a según (Yin et al., 2014). La activación de la ghrelina tiene como consecuencia la 
activación de la vía de señalización de la PLC-PKC, encargada de modular determinados factores de 
transcripción.  
Estudios recientes han demostrado que en determinados casos, el receptor GHS-R1a 
es capaz de activar diferentes cascadas de señalización además de la vía de la proteína quinasa 
C (figura 6, Yin et al., 2014, tabla 1). Así, en neuronas que contienen el neuropéptido Y (NPY) la 
activación de GHS-R1a producirá un incremento de calcio intracelular vía AMP cíclico- proteína 
quinasa A, PKA (Kohno et al., 2003). Por otro lado, en tejidos periféricos, la activación de GHS-
R1a dispara la vía AMP quinasa (AMPK) con el fin de regular la distribución de las grasas de 
manera dependiente de tejido (Barazzoni et al., 2005). Esta vía es utilizada también en el 
hipotálamo para la regulación de la tasa de disparo de las neuronas NPY/AgRP (Agouti Related 
Protein, Andrews et al., 2008) y en las neuronas dopaminérgicas como protectora frente a la 
enfermedad de Parkinson (Bayliss y Andrews, 2013). En diversas localizaciones centrales 
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críticas para el metabolismo como el hipotálamo y el núcleo vagal, puede actuar a través de la 
vía mTOR, si bien es cierto que los efectos de la ghrelina por esta vía están todavía en estudio, 
aunque se postula la posible interacción entre las vías mTOR y AMPK (Stevanovic et al., 2012). 
Además, la activación de este receptor puede conllevar la activación de la vía del receptor 
sustrato de insulina (IRS-1) asociado a la vía de la fosfatidil inositol 3 quinasa PI3K- akt 
inhibiendo la apoptosis (Xiang et al., 2011). Por último se ha detectado que la señal vía GHS-
R1a puede transmitirse mediante la activación de la MAP quinasa (MAPK) principalmente en 
células adrenales donde su activación tiene efectos antiapoptóticos (Mazzocchi et al., 2004).  
Tabla 1. Resumen de vías de señalización que pueden activarse vía GHS-R1a, exceptuando la vía 
principal descrita en la figura 6.  
Los receptores de ghrelina están regulados tanto por diversos factores de 
transcripción, sobre todo en la hipófisis de mamíferos (Kineman et al., 1999; Petersenn et al., 
2001; Yan et al., 2004), como por determinadas hormonas como el estradiol y la 
triiodotironina que actúan incrementando los niveles de GHS-R1a en la hipófisis (Kamegai et 
al., 2001; Petersenn et al., 2001) o la hormona del crecimiento que los incrementan en varios 
núcleos hipotalámicos (Bennett et al., 1997) y el cortisol que los disminuye (Kaji et al., 2001).  
Asimismo, estos receptores sufren desensibilización mediante su internalización en la 
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célula cuando está unido a la ghrelina durante un tiempo superior a los 20 minutos según 
estudios de cinética y estudios funcionales sobre el efecto de pulsos de ghrelina separados en 
el tiempo en la ingesta (Camiña et al., 2004; Tolle et al., 2001). 
Regulación de la secreción 
El principal factor regulador de la secreción de ghrelina es la alimentación. Esta 
hormona se secreta en anticipación a la llegada del alimento (LeSauter et al., 2009). Además, 
se observa un aumento de los niveles circulantes del péptido en condiciones de ayuno que 
disminuyen tras la alimentación (Cummings et al., 2001; Kirchner et al., 2009; Unniappan et al., 
2004). Sin embargo, en la actualidad, los factores humorales o neurales responsables de la 
regulación de esta hormona son poco conocidos, siendo el candidato más probable la 
glucemia, ya que, al aumentar la glucosa plasmática se disminuyen los niveles de 
ghrelina (Shiiya et al., 2002), como sucede durante el periodo nivel postprandial 
(Overduin et al., 2005). De hecho, el descenso de ghrelina en este momento es 
proporcional a la cantidad de calorías ingeridas, indicando el papel de los macronutrientes de 
la dieta como reguladores de los niveles de ghrelina (Overduin et al., 2005). Asimismo, la 
expresión de ghrelina puede estar estimulada por un descenso de glucosa debido a la acción 
de la insulina (Saad et al., 2002) o por la administración de leptina (Toshinai et al., 2001). 
Por su parte, la insulina, además, es capaz de inhibir el efecto de la ghrelina sobre la ingesta 
a través de receptores específicos de insulina localizados en las neuronas NPY/AgRP del núcleo 
arqueado de mamíferos (Maejima et al., 2011), principal área de acción de la ghrelina, como 
se detallará en el apartado siguiente. Igualmente, la leptina es capaz de inhibir la acción de la 
ghrelina al mismo nivel que la insulina vía PI3K (Kohno et al., 2007). Asimismo, tanto la 
somatostatina como la hormona del crecimiento disminuyen la concentración plasmática 
de ghrelina en mamíferos (Broglio et al., 2002; Qi et al., 2003). 
Si bien en la regulación de los niveles plasmáticos de ghrelina es especialmente 
relevante el metabolismo de la glucosa y la acción de hormonas relacionadas con éste, no es el 
único mecanismo de regulación que modula la presencia o ausencia de la ghrelina en sangre. 
Así, otras hormonas que no están directamente relacionadas con la glucosa como es el caso de 
la melatonina o la hormona tiroidea actúan disminuyendo la concentración plasmática de 
ghrelina en mamíferos (Mustonen et al., 2001; Riis et al., 2003). 
Además, aparte de la acción de diferentes sistemas hormonales, existen igualmente 
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señales de tipo neural que van a regular los niveles circulantes de ghrelina en mamíferos, 
conociéndose la participación de los sistemas adrenérgicos y colinérgicos. En este sentido, en 
ratas tratadas con agonistas de receptores muscarínicos y de receptores β-adrenérgicos o con 
antagonistas de receptores α-adrenérgicos se observa un incremento de los niveles de acil-
ghrelina circulantes (Hosoda y Kangawa, 2008). Por el contrario, estos niveles se ven 
disminuidos en animales tratados con antagonistas de receptores muscarínicos y agonistas de 
receptores α-adrenérgicos (Hosoda y Kangawa, 2008).  
Acciones biológicas 
La ghrelina es una hormona que tiene multitud de acciones fisiológicas tanto a nivel 
central como periférico (figura I.7). Principalmente, es una hormona de acción orexigénica que 
actúa como señal de hambre y promueve el inicio de la alimentación. 
La ghrelina es un factor estimulador del apetito tanto en localizaciones centrales, 
como con respecto a la motilidad intestinal en los vertebrados estudiados hasta el momento 
(Kaiya et al., 2006; Matsuda et al., 2006; Unniappan et al., 2002; Unniappan et al., 
2004), exceptuando las aves (Furuse et al., 2001; Geelissen et al., 2003; Saito et al., 
2005b). Para llevar a cabo esta función actúa principalmente sobre el núcleo arqueado 
en mamíferos (Kojima y Kangawa, 2005). Este núcleo hipotalámico es una de las 
localizaciones más relevantes en la regulación de la ingesta, siendo a su vez objetivo de 
numerosos factores tanto orexigénicos (NPY y AgRP; Morton y Schwartz, 2001) como 
anorexigénicos (leptina, Kohno et al., 2007; Perello et al., 2012). La ghrelina actúa a este nivel 
activando las neuronas NPY/AgRP, mediante un incremento de los niveles de NPY y AgRP 
(Andrews et al., 2008; Briggs y Andrews, 2011; Currie et al., 2005; Funahashi et al., 2003; 
Gil-Campos et al., 2006; Goto et al., 2006; Kageyama et al., 2010; Kageyama et al., 2012; 
Kohno y Yada, 2012; Kohno et al., 2003; Seoane et al., 2003; van den Top et al., 2004; Wang et 
al., 2014) donde se ha descrito la presencia de receptores GHS-R1a (Mondal et al., 2005; 
Willesen et al., 1999). Además, se han descrito conexiones directas entre las fibras 
ghrelinérgicas y las neuronas NPY/AgRP del núcleo arqueado (Cowley et al., 2003). 
 La ghrelina también actúa sobre los centros de recompensa mesolímbicos (Abizaid 
et al., 2006; Naleid et al., 2005; Toshinai et al., 2006) y también estimula el apetito vía 
activación de otro péptido orexigénico hipotalámico, la orexina. En este sentido, se ha descrito 
que existe una relación anatómica entre los terminales axonales que presentan ghrelina con 
las neuronas productoras de orexina en mamíferos (Toshinai et al., 2003), de tal manera 
que el efecto orexigénico de la ghrelina parece estar mediado vía orexina, hecho que se 
demuestra en 
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ratones knockout para la orexina, donde la respuesta a ghrelina está atenuada (Toshinai et 
al., 2003).  
Un efecto similar se ha descrito en teleósteos, concretamente en carpín, donde 
una inyección intracerebroventricular de ghrelina indujo la ingesta a través de su acción 
sobre el NPY y la orexina (Miura et al., 2006; Miura et al., 2007). Asimismo, un 
tratamiento periférico con inyecciones intraperitoneales de ghrelina es también capaz 
de regular la ingesta en mamíferos y teleósteos (Date et al., 2002; Matsuda et al., 2006; 
Rüter et al., 2003; Shepherd et al., 2007; Unniappan et al., 2004; Wang et al., 2002), 
mecanismo que parece estar mediado en ambos grupos por el nervio vago vía núcleo 
arqueado (Date et al., 2002; Guan et al., 2010; Matsuda et al., 2006). 
A nivel periférico, la ghrelina también está relacionada con la regulación de 
la motilidad intestinal, promoviendo el vaciado intestinal en teleósteos, aves y 
mamíferos (Fujimiya et al., 2012; Kitazawa et al., 2007; Olsson et al., 2008), si bien, en 
vertebrados no mamíferos existe cierta controversia con respecto a este papel de la 
ghrelina, existiendo determinados estudios en los que se utilizan moléculas homólogas 
a esta hormona que muestran que no parece tener efecto sobre la motilidad intestinal 
(Kitazawa et al., 2012). Además, la ghrelina regula la secreción de enzimas gástricas 
(Warzecha et al., 2006) y pancreáticas (Kapica et al., 2006) en mamíferos.  
Existe una estrecha relación entre los niveles de glucosa en sangre y los de ghrelina. 
En este sentido, como se comentó en el apartado anterior, la glucosa es el factor más 
estudiado como regulador de los niveles plasmáticos de ghrelina (Overduin et al., 2005; 
Shiiya et al., 2002). Sin embargo, esta relación es bidireccional. Esto implica que la 
ghrelina es también responsable, al menos parcialmente, de la regulación de la 
glucemia. Actualmente, se ha demostrado el papel de la ghrelina en la regulación del 
metabolismo de la glucosa a través de su acción sobre la secreción de insulina en 
mamíferos. La ghrelina actúa inhibiendo la secreción de esta hormona (Dezaki et al., 
2004; Dezaki et al., 2007), promoviendo una hiperglucemia (Arosio et al., 2003; Cui et 
al., 2008; Wang et al., 2010). Esta inhibición de la insulina por parte de la ghrelina puede 
observarse igualmente en teleósteos (Cruz et al., 2010). En humanos se ha descrito que 
ambas hormonas, ghrelina e insulina, presentan perfiles de expresión opuestos, siendo el 
máximo de la ghrelina antes de la hora de la alimentación coincidiendo con los valores 
más bajos de concentración de insulina, perfiles que se invierten tras la ingesta de 
alimentos (Cummings et al., 2001). Por otro lado, la ghrelina es capaz de inhibir 
directamente las neuronas  hipotalámicas  sensibles  a  glucosa  en  mamíferos  (Chen  et  al., 
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2005). 
Con respecto al comportamiento de búsqueda de alimento e inicio de la ingesta 
relacionado con la acción de la ghrelina, se ha visto que esta hormona es un factor modulador 
del sistema serotoninérgico en mamíferos, que se ha descrito como regulador de este 
comportamiento en el hipocampo (Carlini et al., 2007). Así, el papel de la ghrelina sobre la 
ingesta a este nivel parece ser dependiente de la disponibilidad de serotonina ya que un 
tratamiento con un inhibidor selectivo de la recaptura de serotonina disminuye los efectos de 
la ghrelina sobre la ingesta en mamíferos (Carlini et al., 2007). En el núcleo paraventricular, el 
sistema endocannabinoide es uno de los moduladores de la ingesta que se ve modificado por 
acción de la ghrelina en mamíferos (Kola et al., 2008; van Thuijl et al., 2008).  
Además de su acción directamente relacionada con la ingesta, la ghrelina actúa 
estimulando la liberación de diversas hormonas. Entre ellas, la que inicialmente se relacionó 
con la ghrelina fue la hormona del crecimiento (GH; Hosoda et al., 2006; Kaiya et al., 2003a; 
Kaiya et al., 2003b; Kojima y Kangawa, 2005; van der Lely et al., 2004).  En la hipófisis la 
ghrelina actúa a través de sus receptores para estimular la liberación tanto de ésta hormona de 
manera dosis-dependiente en mamíferos en experimentos realizados in vitro e in vivo 
(Asakawa et al., 2001a; Date et al., 2000; Kojima et al., 1999; Wren et al., 2000), como de la 
prolactina (Benso et al., 2013; Lanfranco et al., 2010; Riley et al., 2002). Asimismo, se ha 
demostrado el mismo papel de la ghrelina en estudios realizados en vertebrados no 
mamíferos. En teleósteos, la ghrelina actúa directamente sobre la hipófisis para estimular la 
liberación de GH y prolactina (Chan y Cheng, 2004; Chan et al., 2004; Kaiya et al., 2003a; Kaiya 
et al., 2003b; Kaiya et al., 2003c; Shepherd et al., 2007; Unniappan y Peter, 2004). En anfibios, 
la ghrelina tiene un efecto directo, y también indirecto mediado por el nervio vago, sobre la 
estimulación de células somatotropas y lactotropas (Kaiya et al., 2001). En aves, la ghrelina 
estimula la liberación de GH tanto in vitro como in vivo (Baudet y Harvey, 2003). Además del 
papel de la ghrelina como estimulador de GH a nivel hipofisario, se han encontrado evidencias 
que demuestran que puede actuar también a nivel hipotalámico, concretamente en neuronas 
GHRH del núcleo arqueado (Briggs y Andrews, 2011). Asimismo se ha demostrado un efecto 
débil de la ghrelina como factor estimulador de hormona adrenocorticotropa (ACTH) y cortisol 
(Nagaya et al., 2001; Takaya et al., 2000). 
Inyecciones repetidas de acil-ghrelina en roedores provocan un aumento de peso en 
los animales al mismo tiempo que disminuyen el uso de las grasas (Tschöp et al., 2000), el 
descenso del consumo de oxígeno (Asakawa et al., 2001a) y la disminución de la termogénesis 
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del tejido adiposo pardo (Yasuda et al., 2003), siendo estos efectos independientes de la 
acción orexigénica de la hormona.  
Por último, se ha descrito que la ghrelina está implicada igualmente en la regulación 
del sistema cardiovascular (Kleinz et al., 2006; Wiley y Davenport, 2002), la inhibición de la 
apoptosis y la diferenciación de osteoblastos (Kim et al., 2005). 
Figura 7. Resumen de las acciones biológicas principales de la ghrelina en mamíferos y teleósteos. 
Esquema realizado aunando las diferentes acciones realizadas por la ghrelina presentes en la 
bibliografía. [1] Andrews et al., 2008; Briggs y Andrews, 2011; Currie et al., 2005; Funahashi et al., 2003; 
Gil-Campos et al., 2006; Goto et al., 2006; Kageyama et al., 2010; Kageyama et al., 2012; Kohno y Yada, 
2012; Kohno et al., 2003; Seoane et al., 2003; van den Top et al., 2004; Wang et al., 2014 [2] Abizaid et 
al., 2006; Naleid et al., 2005; Toshinai et al., 2003; Toshinai et al., 2006. [3] Carlini et al., 2007. [4] Kola et 
al., 2008; van Thuijl et al., 2008. [5] Date et al., 2002; Kojima et al., 1999; Matsuda et al., 2006; Miura et 
al., 2006; Miura et al., 2007; Rüter et al., 2003; Shepherd et al., 2007; Unniappan et al., 2004; Wang et 
al., 2002. [6] Asakawa et al., 2001a; Benso et al., 2013; Date et al., 2000; Kojima et al., 1999; Lanfranco 
et al., 2010; Riley et al., 2002; Wren et al., 2000. [7] Chan y Cheng, 2004; Chan et al., 2004; Kaiya et al., 
2003a; Kaiya et al., 2003b; Kaiya et al., 2003c; Shepherd et al., 2007; Unniappan y Peter, 2004. [8] 
Fujimiya et al., 2012. [9] Kitazawa et al., 2012; Olsson et al., 2008. [10] Dezaki et al., 2004; Dezaki et al., 
2007. [11] Cruz et al., 2010. [12] Kleinz et al., 2006; Wiley y Davenport, 2002. [13] Tschöp et al., 2000; 
Yasuda et al., 2003. 
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Ghrelina y sistema circadiano 
En los diferentes grupos de vertebrados, desde teleósteos hasta mamíferos, se han 
podido detectar niveles de ghrelina en localizaciones encefálicas y periféricas (Amole y 
Unniappan, 2009; Gualillo et al., 2001; Hattori et al., 2001; Jönsson, 2013; Kaiya et al., 2002; 
Kaiya et al., 2010; Kaiya et al., 2013b; Korbonits et al., 2001; Mori et al., 2000; Richards et al., 
2006; Saito et al., 2005b; Tanaka et al., 2001; Tena-Sempere et al., 2002; Unniappan et al., 
2002; van der Lely et al., 2004; Volante et al., 2002; Yabuki et al., 2006) que previamente se 
han relacionado con el sistema circadiano como el hipotálamo y el hígado entre otras 
(Albrecht, 2012; Feliciano et al., 2011; Hastings et al., 2007; Hastings et al., 2008; Kalsbeek et 
al., 2012; Kitchener et al., 2004; Nader et al., 2010; Nicolaides et al., 2014; Ota et al., 2012; 
Reppert and Weaver, 2002; Velarde et al., 2009).   
La ghrelina puede actuar como señal del sistema circadiano gracias a que es capaz de 
afectar directamente a los genes reloj del NSQ de mamíferos (Yannielli et al., 2007). Además, 
estudios recientes en algunos vertebrados incluyendo el carpín dorado, objeto de la presente 
Tesis, han demostrado el efecto de la ghrelina como facilitadora de la generación de la 
actividad anticipatoria al alimento y modificadora de la expresión de determinados genes reloj 
(LeSauter et al., 2009; Nisembaum et al., 2014b; Yannielli et al., 2007).  
Concretamente en este teleósteo, una inyección aguda de ghrelina es capaz de inducir 
la expresión de los genes gper1a y gper3 una hora después del tratamiento (Nisembaum et al., 
2014a), apoyando el papel de la ghrelina como señal de entrada del sistema circadiano en 
estos animales llevándonos a plantearla como candidata para ser considerada una señal que 
comunica los diferentes osciladores que componen el sistema circadiano en los peces 
teleósteos.  
2.2.2. Glucocorticoides 
Los glucocorticoides son hormonas esteroideas secretadas por la glándula adrenal, 
específicamente por las células esteroidogénicas que constituyen el sistema de respuesta al 
estrés. Estímulos amenazadores medioambientales generan un incremento de los niveles 
circulantes de glucocorticoides mediante la activación del eje hipotálamo-hipófisis-adrenal. Los 
glucocorticoides interactúan con receptores intracelulares en las células diana y, entonces, 
regulan diversos procesos fisiológicos relacionados principalmente con metabolismo y la 
respuesta al estrés, entre otros (Aluru y Vijayan, 2009; Dickmeis, 2009).  
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Formación, transporte y metabolismo de glucocorticoides 
La síntesis de glucocorticoides se inicia mediante la activación por parte de la ACTH de 
los receptores de melanocortina tipo 2 (MC2R) acoplados a proteínas G (Dores y Liang, 2014; 
Veo et al., 2011). 
Los precursores de los glucocorticoides son los ésteres de colesterol que pueden ser 
captados de la circulación o sintetizados de novo por las células a partir de acetato (figura I.8). 
En la circulación, el colesterol no esterificado circula unido a las lipoproteínas sanguíneas que 
se captan gracias a receptores para las lipoproteínas de baja densidad (LDL) y receptores 
de Scavenger clase B, tipo I (conocidos como SR-BI) que tienen las células 
esteroidogénicas principalmente localizadas en la adrenal de mamíferos (Azhar et al., 2003). 
En el caso de los teleósteos, las células esteroidogénicas, denominadas células interrenales, 
se distribuyen por la región conocida como “cabeza del riñón” o riñón cefálico, que se 
encuentra cerca de las células cromafines facilitando un posible control paracrino de la 
liberación de estas hormonas (Mommsen et al., 1999; Reid et al., 1996). 
En el interior de estas células, los ésteres de colesterol se almacenan en forma de 
gotas lipídicas que son diana de lipasas que rompen el enlace éster y liberan colesterol al 
citoplasma (Sewer y Waterman, 2003). Una vez libre, será transportado por diversas proteínas, 
entre las que se encuentra la proteína StAR, hasta la membrana interna mitocondrial (Lin et al., 
1995; Sewer et al., 2007; Stocco, 2000a; Stocco, 2000b). Aquí, la enzima citocromo P450scc 
escinde los seis carbonos terminales de la cadena lateral del colesterol, generando 
pregnenolona (Strushkevich et al., 2011), que abandona la mitocondria y se transforma en 
progesterona en el retículo endoplásmico por acción de la 3β-hidroxiesteroide 
deshidrogenasa. A continuación, mediante hidroxilaciones adicionales dependientes de NADP 
producen metabolitos intermediarios que finalmente rinden los esteroides adrenales 
característicos de cada especie. En el caso del cortisol, principal glucocorticoide en teleósteos, 
es la enzima 11β-hidroxilasa la encargada de realizar la última transformación que sucede en la 
mitocondria (Alsop y Vijayan, 2009; Payne y Hales, 2004; Sewer et al., 2007). 
Como toda molécula esteroide, los glucocorticoides son lipófilos e hidrófobos siendo 
transportados en sangre mayoritariamente unidos a proteínas transportadoras principalmente 
la transcortina o globulina fijadora de corticosteroides y, en menor proporción, una α-
2globulina y seroalbúmina, en forma biológicamente inactiva (Henley y Lightman, 2011; Lin et 
al., 2010; Perogamvros et al., 2012). Este cortisol plasmático es una reserva que puede 
disociarse rápidamente de sus proteínas transportadoras quedando como cortisol libre 
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(Hadley, 1997). Esta pequeña fracción de cortisol libre (aproximadamente el 6% del cortisol 
total) puede viajar libremente siendo biológicamente activo.  
Figura I.8. Enzimas, su localización celular, sustratos y productos en la esteroidogénesis. Los círculos 
blancos indican los cambios en la estructura molecular comparada con sus precursores. Modificado de 
(Richfield y Häggström, 2014).
Los glucocorticoides son catabolizados principalmente en el hígado donde entran 
mediante difusión pasiva o con ayuda de una proteína transportadora de baja afinidad (Alléra 
y Wildt, 1992; Vijayan et al., 1997), aunque también puede metabolizarse en el riñón y en los 
órganos diana. Inicialmente, se producen una serie de reducciones que los transforman en 
tetrahidroconjugados (Ackermann et al., 1999; McNeilly et al., 2010; Truscott, 1979). A 
continuación, se esterifican con sulfatos y/o se conjugan con ácido glucorónico para 
transformarse en compuestos hidrosolubles que no son reconocidos por las proteínas 
transportadoras plasmáticas y que se eliminan por la bilis (Idler y Truscott, 1972; Vijayan y 
Leatherland, 1990), la orina (Idler y Truscott, 1972) y, en el caso de los teleósteos también por 
las branquias (Cravedi et al., 1993). 
Receptores de glucocorticoides 
Como se comentó previamente, los glucocorticoides secretados van a atravesar las 
membranas celulares bien mediante un mecanismo de difusión pasiva, bien mediante la ayuda 
de una proteína transportadora de baja afinidad (Alléra y Wildt, 1992; Vijayan et al., 1997) y 
van a unirse a receptores intracelulares específicos, controlando de esta manera multitud de 
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procesos fisiológicos que van a permitir al organismo resistir a las situaciones de estrés. 
En anfibios, reptiles y mamíferos se conoce la existencia de dos tipos de receptores a 
los que se pueden unir los glucocorticoides, el receptor tipo I (receptor de mineralocorticoides, 
MR) y el receptor tipo II (receptor de glucocorticoides, GR), ambos miembros de la familia de 
receptores nucleares (Mangelsdorf et al., 1995; Mehi et al., 1987; Robinson-Rechavi et al., 
2003). En teleósteos existen al menos dos genes del GR (GR1 y GR2), como resultado de su 
duplicación genómica (Bury et al., 2003; Jaillon et al., 2004), postulándose que su existencia 
puede ser la responsable de una mayor plasticidad en la respuesta al estrés en estos animales 
(Bury y Sturm, 2007).  
Estos receptores en ausencia de esteroides se encuentran secuestrados por un 
conjunto de chaperonas, incluyendo las proteínas de choque térmico, HSP-90 (Pratt, 1997). Al 
llegar los glucocorticoides, se produce un cambio conformacional en el receptor que hace que 
se disocie el complejo chaperonas-receptor para permitir la formación del complejo receptor- 
ligando y así activarse (Nicolaides et al., 2010). Una vez formado este complejo, se dimeriza y 
transloca al núcleo para ejercer su acción como factor de transcripción modulando diversos
genes vía activación o inhibición de la transcripción (Nader et al., 2010; Nicolaides et al., 2010). 
Alternativamente, en lugar de formar homodímeros, el complejo receptor-glucocorticoide 
puede asociarse con otros factores de transcripción como NF-ĸB (factor nuclear potenciador 
de las cadenas ligeras kappa de las células B activadas) y STAT5 (proteína transductora de señal 
y activadora de la transcripción) y modificar el efecto de éstos sobre sus genes dianas 
(Chrousos y Kino, 2005; Nicolaides et al., 2010; Nicolaides et al., 2014). Esto último se 
denomina transrrepresión génica. 
Los receptores MR y GR varían en su afinidad por los glucocorticoides, siendo la 
afinidad por corticosterona de los primeros del orden de 10 veces superior a la de los segundos 
en mamíferos. Así, la alta afinidad de los MR se activa a bajas concentraciones de 
glucocorticoides, es decir, en condiciones de no estrés, estarán activos y en el núcleo. Por su 
parte, los GR serán activados en condiciones de alta concentración de dichas moléculas, por lo 
que solamente se encontrarán en el núcleo en condiciones de estrés (Kitchener et al., 2004; 
Reul y de Kloet, 1985; Reul y de Kloet, 1986; Spencer et al., 1993). En el caso de los peces 
teleósteos, la carencia de una producción significativa de aldosterona hace que el cortisol
sea el responsable de las acciones gluco- y mineralocorticoide (Prunet et al., 2006). 
Asimismo, en teleósteos, el subtipo GR1 muestra una mayor afinidad por el cortisol, siendo 
sensible a niveles propios de peces no estresados, mientras que es el receptor GR2 el 
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responsable de la respuesta a niveles elevados de cortisol en sangre (Bury y Sturm, 2007; 
Prunet et al., 2006; Sturm et al., 2005). Por su parte, el MR de teleósteos es sensible también a 
un mineralocorticoide circulante que aparece en algunas especies, la 11-desoxicorticosterona 
(Sturm et al., 2005) y que por tanto sería el equivalente funcional de la aldosterona de los 
tetrápodos. 
Ambos receptores se distribuyen de manera diferente en el organismo. En el 
cerebro de mamíferos, los GRs se encuentran ampliamente distribuidos, localizados 
en neuronas y glía principalmente en el hipocampo y en las neuronas parvocelulares, 
mientras que los MRs solamente aparecen en el hipocampo, la corteza prefrontal y la 
amígdala (Reul y de Kloet, 1985; Reul y de Kloet, 1986), estructuras relacionadas con el 
aprendizaje y la memoria. En teleósteos, tanto los GRs como el MR muestran una 
distribución bastante amplia en el cerebro. Los GR se expresan en el cerebro completo y 
la pineal de la tilapia (Oreochromis mossambicus, Benyassi et al., 2001; Nikaido et al., 
2010), el bulbo olfatorio, telencéfalo, diencéfalo y techo óptico de la trucha arcoíris 
(Teitsma et al., 1998). Los GRs y MR están presentes en la carpa común (Cyprinus 
carpio) en el encéfalo (Stolte et al., 2008). En la periferia, en todos los vertebrados 
estudiados, el GR está más ampliamente distribuido (Nikaido et al., 2010) que el MR que 
está centralizado en órganos específicos como algunas partes del cerebro, páncreas, 
glándulas salivares, gónadas, hígado, glándula tiroidea, riñón y corazón (Greenwood et al., 
2003; Lombès et al., 1992; Moguilewsky y Raynaud, 1980; Oka et al., 2013; Sasano et al., 
1992). Por otro lado, es de especial relevancia la presencia de ambos receptores en todos 
los vertebrados en las localizaciones clave del eje hipotálamo-hipófisis-adrenal donde la 
densidad de los dos es especialmente alta (Hügin-Flores et al., 2004; Stolte et al., 2008; 
Teitsma et al., 1998). 
Por otro lado, los glucocorticoides son capaces de ejercer sus acciones de manera más 
rápida a través de receptores de membrana en teleósteos y mamíferos (Borski, 2000; Orchinik 
et al., 1991). Así, por ejemplo, los efectos rápidos observados en la retroalimentación negativa 
de estas hormonas a nivel hipotalámico e hipofisario parecen estar reguladas a través de estos 
receptores (Spiga et al., 2011a). Esta vía de actuación de los glucocorticoides está 
ampliamente estudiada en anfibios donde se ha propuesto la existencia de uno o varios 
receptores de membrana acoplados a proteínas G responsables de los efectos rápidos de los 
glucocorticoides (Evans et al., 2000; Tasker et al., 2006). Concretamente, se ha postulado 
para este grupo de vertebrados la posibilidad de que el efecto a corto plazo de los 
glucocorticoides a través de estos receptores de membrana pueda estar mediado por la 
liberación de endocannabinoides (Tasker et al., 2006). 
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En la figura I.9 se resume el mecanismo de acción de los glucocorticoides tanto vía sus 
receptores intracelulares como a través de los receptores de membrana descritos en 
determinados grupos. 
Figura I.9. Mecanismo de acción de los glucocorticoides. La naturaleza lipofílica de los glucocorticoides 
facilita su entrada por difusión a través de las membranas celulares uniéndose a receptores 
intracelulares que al dimerizar se translocan al núcleo donde modulan la transcripción de determinados 
genes que presentan en sus promotores cajas GRE (elementos de respuesta a glucocorticoides) u otros 
TFRE (elementos de respuesta a factores de transcripción). Asimismo, existen efectos modulados por 
glucocorticoides que suceden de manera rápida y parecen ser el resultado de la unión de los 
glucocorticoides a receptores específicos de membrana. Modificado de de Kloet et al., 2005 y 
Nicolaides et al., 2010. 
Regulación de la secreción, eje hipotálamo-hipófisis-adrenal 
El patrón de secreción de los glucocorticoides está regulado por multitud de factores. 
El estimulador inmediato es la liberación de la ACTH de la hipófisis anterior, que a su vez se ve 
liberada por acción de la hormona liberadora de corticotropina (CRH). Este eje que incluye el 
hipotálamo, la hipófisis y la glándula adrenal forma un clásico bucle de retroalimentación 
negativa. Así, los glucocorticoides actúan a tres niveles para autorregular sus propios niveles 
plasmáticos. En primer lugar, en el hipofisario, inhibe la síntesis de ACTH actuando 
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directamente sobre el promotor de su gen y su liberación al bloquear la acción estimuladora 
de la CRH sobre las células corticotropas (Doyon et al., 2006). Además, bloquea la síntesis y 
liberación de CRH  hipotalámico (Dallman et al., 1987; Krieger, 1982).  
Acciones biológicas 
Los glucocorticoides regulan multitud de funciones fisiológicas (figura I.10). Su 
principal función en vertebrados consiste en el mantenimiento de la homeostasis entre 
situaciones basales y situaciones de estrés, así como regular la respuesta al estrés (Mommsen 
et al., 1999; Wendelaar Bonga, 1997), considerando como estrés cualquier situación que 
implique una activación del eje hipotálamo-hipófisis-adrenal/interrenal (HPA/I) (Cockrem, 
2013). En respuesta a una situación estresante, se estimula el eje HPA/I y como consecuencia 
los niveles de glucocorticoides en plasma van a aumentar a los pocos minutos (Pickering y 
Pottinger, 1987; Wendelaar Bonga, 1997) y van a mantenerse elevados un tiempo variable 
dependiendo de la duración del agente estresante (Cockrem, 2013).  
Los glucocorticoides intervienen en el metabolismo de la glucosa, las grasas y las 
proteínas (Cherrington, 1999; Macfarlane et al., 2008; Munck et al., 1984). Para ello, regulan el 
metabolismo primario favoreciendo la gluconeogénesis en el hígado (Mommsen et al., 1999; 
Yabaluri y Bashyam, 2010), y evitando la captura de glucosa por el músculo y el tejido adiposo 
(Galon et al., 2002; Kuo et al., 2015; Mommsen et al., 1999), lo que a largo plazo implica una 
situación de hiperglucemia y resistencia a la insulina que se puede ver agravada por
un descenso de los receptores de insulina presentes en el hígado (Caro y Amatruda, 
1982). Asimismo, el metabolismo de proteínas en músculo esquelético se traduce en un 
incremento de los niveles de aminoácidos libres en sangre que se utilizan igualmente en el 
hígado como sustrato de la gluconeogénesis (Kuo et al., 2013), al igual que el glicerol obtenido 
de la lipolisis en el tejido adiposo (Divertie et al., 1991). En el páncreas, los 
glucocorticoides inhiben la liberación de insulina e inducen la secreción de glucagón en 
mamíferos (Rafacho et al., 2014). Las acciones de los glucocorticoides a nivel de metabolismo 
han sido ampliamente estudiadas y se describen con detalle en la revisión escrita por 
Mommsen y colaboradores (1999). Entre los resultados más relevantes descritos en esta 
revisión destaca que en multitud de teleósteos se ha detectado un incremento de la glucosa 
en sangre (Mommsen et al., 1999), si bien se han detectado algunas excepciones donde un 
incremento de los glucocorticoides plasmáticos conlleva un descenso de la glucosa en 
sangre (Mommsen et al., 1999). Igualmente, la cantidad de glucógeno en hígado y músculo 
también puede modificarse en ambos sentidos (incremento disminución) dependiendo de las 
especies y, en algunos casos, en la misma especie dependiendo de los estudios (Mommsen et 
al., 1999). 
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Otra de sus acciones genómicas es la de ejercer funciones antiinflamatorias e 
inmunosupresoras (Chrousos, 1995; Coutinho y Chapman, 2011). Para ello, en mamíferos, 
aumentan la concentración de neutrófilos (Dhabhar et al., 1995; Ottaway y Husband, 1994) en 
sangre disminuyendo el número de linfocitos por apoptosis (Wyllie, 1980) y su distribución 
(McEwen et al., 1997; Planey and Litwack, 2000) llegando incluso a modificar entre el 15 y el 
20% del transcriptoma de los leucocitos humanos (Galon et al., 2002). En teleósteos, los 
glucocorticoides reducen la proliferación de leucocitos (Espelid et al., 1996; Weyts et al., 1999) 
que a su vez se infiltran en el timo, la cabeza del riñón, la piel y las branquias en condiciones de 
estrés (Balm y Pottinger, 1993; Iger et al., 1995; Maule y Schreck, 1990; Peters et al., 1991). 
Estas hormonas inhiben la transcripción de genes que codifican para citoquinas y quimoquinas 
proinflamatorias, moléculas de adhesión celular y enzimas clave relacionadas con la iniciación 
o el mantenimiento de la respuesta inflamatoria (Aluru y Vijayan, 2009; Barnes, 1998; Perretti
y Ahluwalia, 2000; Smoak y Cidlowski, 2004). 
Los glucocorticoides actúan en el sistema reproductor mediante su interacción con el 
eje hipotálamo-hipófisis-gonadal. En mamíferos, se ha descrito la importancia de la presencia 
de un pico de dichas hormonas en el feto para inducir el parto (Wada, 2008). En anfibios y 
reptiles, se ha detectado un aumento de los niveles plasmáticos de corticosterona en la época 
de reproducción (Moore y Jessop, 2003). En peces, reptiles y aves se ha detectado un aumento 
de la concentración plasmática de glucocorticoides en el embrión previa al momento de la 
eclosión, así como durante la incubación de los huevos y la puesta en los parentales (Wada, 
2008).  
Además, estas hormonas están relacionadas con la metamorfosis de anfibios. 
Este proceso fisiológico depende principalmente de las hormonas tiroideas, sin embargo, 
se ha demostrado que un tratamiento combinado de T3 y T4 con cortisol aumenta la 
velocidad de la metamorfosis (Brown y Kim, 1995; de Jesus et al., 1990; Galton, 1990; 
Krug et al., 1983). Asimismo, se ha visto que la corticosterona tiene un pico de concentración 
que coincide con el clímax de la metamorfosis (Kulkarni y Buchholz, 2014). 
Asimismo, los glucocorticoides están implicados en la esmoltificación, proceso que 
prepara los peces anádromos para su transición de agua dulce a agua salada. Dentro de los 
cambios fisiológicos necesarios en estos peces, el cortisol es el encargado de regular la 
actividad de la ATPasa Na-K y del transporte de iones en las branquias y el intestino (Franklin 
et al., 1992; Ura et al., 1997).  
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Por otro lado, en mamíferos son responsables de mantener el tono cardiovascular 
(Galon et al., 2002) y pueden afectar al estado de ánimo y funciones cognitivas (de Kloet, 2000; 
McEwen, 2007).  
Además de las acciones  genómicas, las últimas décadas se está descubriendo que los 
glucocorticoides pueden ejercer su efecto también a nivel no genómico. En este sentido, estas 
hormonas actúan en la cascada de señalización dependiente de calcio (Evans et al., 
2000; Tasker et al., 2006). En el caso de los peces teleósteos, se han relacionado las 
acciones no-genómicas del cortisol con la regulación osmótica ya que se ha descrito un 
bloqueo de la liberación de prolactina sucedida como consecuencia de una 
exposición a un medio hiposmótico (Borski et al., 1991). 
Figura I.10. Resumen de las acciones biológicas principales de los glucocorticoides en vertebrados. 
Esquema realizado aunando las diferentes acciones realizadas por la ghrelina presentes en la 
bibliografía. [1] Caro y Amatruda, 1982; Mommsen et al., 1999; Rafacho et al., 2014. [2] Divertie et al., 
1991; Galon et al., 2002; Kuo et al., 2013; Kuo et al., 2015; Mommsen et al., 1999; Yabaluri and 
Bashyam, 2010. [3] Wada, 2008. [4] Moore y Jessop, 2003. [5] Brown y Kim, 1995; de Jesus et al., 1990; 
Galton, 1990; Krug et al., 1983; Kulkarni y Buchholz, 2014. [6] Wada, 2008. [7] Dhabhar et al., 1995; 
Ottaway y Husband, 1994; Wyllie, 1980. [8] Aluru y Vijayan, 2009; Barnes, 1998; Espelid et al., 1996; 
Perretti y Ahluwalia, 2000; Smoak y Cidlowski, 2004; Weyts et al., 1999. [9] Franklin et al., 1992; Ura et 
al., 1997. [10] Borski et al., 1991. [11] Galon et al., 2002. [12] de Kloet, 2000; McEwen, 2007. 
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Ritmicidad circadiana de glucocorticoides y oscilador endógeno adrenal 
Actualmente existen multitud de estudios que demuestran ritmicidad circadiana de los 
niveles circulantes de glucocorticoides en condiciones basales (no estresantes) en algunos 
vertebrados desde peces hasta mamíferos (Chan y Callard, 1972; Dupont et al., 1979; Kalsbeek 
y Fliers, 2013; Lance y Lauren, 1984; López-Olmeda et al., 2013; Nader et al., 2010; Ota et al., 
2012; Pancak y Taylor, 1983; Smoak y Cidlowski, 2004; Thurmond et al., 1986; Westerhof et al., 
1994) que parecen estar regulados por osciladores centrales y periféricos (Kalsbeek et al., 
2012; Nader et al., 2010) y que persisten en condiciones de curso libre (Kalsbeek et al., 2012; 
Moore and Eichler, 1972; Oster et al., 2006). Esta ritmicidad se basa en la presencia de niveles 
más altos de cortisol o corticosterona circulantes durante el comienzo de la fase de actividad 
de los animales (Haus, 2007). Además, en mamíferos, se ha demostrado que este ritmo 
circadiano se encuentra bajo el control del núcleo supraquiasmático (NSQ) ya que, en ausencia 
de éste, se pierde la ritmicidad (Abe et al., 1979). También se ha demostrado que las células
esteroidogénicas tienen diferente sensibilidad a ACTH dependiendo de la hora del día, efecto 
que parece estar mediado por el NSQ en mamíferos (Oster et al., 2006; Ulrich-Lai et al., 2006).  
El reciente descubrimiento del oscilador endógeno adrenal (Chung et al., 
2011; Kalsbeek et al., 2012; Nicolaides et al., 2014; Ota et al., 2012; Son et al., 2011) 
sugiere que puede existir un control local del ritmo de glucocorticoides. En este 
sentido, se han demostrado ritmos tanto circadianos como ultradianos en muchos de los 
componentes del eje además de los glucocorticoides, como la ACTH, el CRF en mamíferos 
(Henley y Lightman, 2011; Spiga et al., 2011b; Walker et al., 2010). 
En peces, al igual que en mamíferos, se ha descrito la presencia de ritmos circadianos 
de los niveles circulantes de ACTH en carpín dorado y fluctuaciones diarias de cortisol en varias 
especies entre las que se encuentran el fundúlido Fundulus grandis (Garcia y Meier, 
1973), trucha arcoíris (Rance et al., 1982), la trucha común (Salmo trutta; Pickering y Pottinger, 
1983), la carpa común (Cyprinus carpio; Kühn et al., 1986), el salmón atlántico (Thorpe et al., 
1987), la lubina (Cerdá-Reverter et al., 1998), el dentón común (Dentex dentex; Pavlidis et al., 
1999), el keta o salmón chum (Oncorhynchus keta; Saito et al., 2004); el pez gato (Ictalurus 
punctatus; Small, 2005). 
La existencia de ritmicidad en los glucocorticoides, así como el descubrimiento del 
oscilador endógeno adrenal parecen evidenciar que el ritmo circadiano de 
glucocorticoides podría estar envuelto en el mantenimiento del ajuste, sincronización, 
funcionamiento del 
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sistema circadiano, actuando como señal sincronizadora. 
3. EL CARPÍN DORADO: CARACTERÍSTICAS DE LA ESPECIE.
El carpín o carpa dorada, Carassius auratus, es un teleósteo de agua dulce 
perteneciente al orden Cipriniformes, Familia Ciprinidae, Subfamilia Ciprininae. Esta especie se 
considera una de las especies de peces pioneras en ser domesticadas y criadas en cautividad, 
siendo originaria de China, donde su cultivo comenzó hace más de mil años. Gracias a una gran 
cantidad de cruzamientos selectivos que comenzaron ya en el siglo XII, se han obtenido 
diversidad de variedades de estos animales. El carpín llegó a Europa desde Japón 
aproximadamente en el siglo XVII y en la actualidad se cría como pez ornamental. 
Morfológicamente presenta el cuerpo macizo, con la aleta dorsal de base amplia con 
espinas óseas y, a diferencias de otras carpas, no tiene barbillones bucales. Originalmente de 
color pardo amarillento o verdoso con reflejos blanco-plateados por los costados y el vientre. 
Los adultos suelen medir entre 10 y 20 cm, pero pueden llegar hasta unos 45 cm como 
máximo. Su crecimiento por lo general es rápido, aunque viene determinado por la cantidad 
de alimento que pueda obtener de su hábitat. 
Prefiere hábitats eutróficos, de aguas poco profundas en lagunas y ríos de corriente 
lenta, con fondos blandos y ricos en vegetación, temperaturas suaves o frías (entre 15°C y 
23°C) y pH próximos a la neutralidad (7,0 – 7,5) (Kottelat y Freyhof, 2007). Durante el invierno 
permanecen casi completamente enterrados en el barro, limitando su actividad hasta la 
llegada de la primavera. Se adaptan con facilidad a condiciones extremas tanto de 
temperatura como de oxígeno, especialmente si han sido criados bajo esas condiciones (Muus 
y Dahlström, 1981). 
El C. auratus es un animal omnívoro y bentónico. En cuanto a su comportamiento 
alimentario, se caracteriza por nadar de forma constante buscando y persiguiendo su comida. 
Fotografía I.1. Ejemplar adulto de carpín dorado (Carassius auratus). 
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En su hábitat natural se alimenta fundamentalmente de pequeños crustáceos, moluscos, 
gusanos, larvas de insectos y plantas acuáticas (Muus y Dahlström, 1981). En condiciones de 
laboratorio, selecciona principalmente para su dieta carbohidratos, seguido de grasas y 
proteínas (Sánchez-Vázquez et al., 1998). 
Es una especie ampliamente utilizada en investigación, ya que por su tamaño son 
fácilmente manejables y no requieren cuidados excesivos para su mantenimiento. Además, se 
pueden obtener fácilmente de proveedores comerciales y muestran una rápida adaptación a 
las condiciones de laboratorio (Kottelat y Freyhof, 2007). 
Con respecto a su genética, el carpín es una especie con una gran variabilidad que se 
traduce en la existencia de múltiples subespecies (C. a. birgeri, C. a. gibelio, C. a. grandoculis y 
C. a. langsdorfii) que presentan, entre otras cosas diferente poliploidía (Takada et al., 2010). 
Entre ellos, el carpín dorado (Carassius auratus auratus) es una especie doméstica ornamental 
que ha sido producida mediante selección artificial y que se ha diseminado por el mundo 
(Takada et al., 2010). Esta especie, como en otros teleósteos, presenta una gran cantidad de 
genes duplicados como consecuencia de la denominada “duplicación genómica específica de 
peces” descrita como 3R (Taylor et al., 2001, figura I.11). Las copias de un mismo gen val inicio 
de la duplicación mantenían unos elementos reguladores y una secuencia de aminoácidos 
idénticos. Sin embargo, a lo largo de la evolución, o bien se han eliminado copias redundantes 
innecesarias de un gen (Lynch y Conery, 2000) o bien las diferentes copias de un mismo gen 
han ido cambiando para especializarse en otras funciones en ocasiones complementarias 
(Force et al., 1999; Sidow, 1996). En el caso de los genes reloj en teleósteos se ha descrito la 
presencia de un mayor número de genes tanto de la familia period como de la chryptochrome 
(Cahill, 2002; Kobayashi et al., 2000; Wang, 2008a; Wang, 2008b; Wang, 2009), como se ha 
descrito previamente en la presente introducción.  
Hasta el desarrollo de la presente Tesis Doctoral, nuestro grupo de investigación ha 
descrito en el carpín dorado tres genes pertenecientes a la familia period (gper1a, gper2a y 
gper3) y tres de la familia chryptochrome (gcry1a, gcry2a y gcry3) (Velarde et al., 2009), así 
como un gen del bucle positivo (gbmal1a; Nisembaum et al., 2014b). Igualmente, en los 
últimos años, nuestro grupo ha estudiado la regulación de los diferentes genes reloj clonados 
hasta el momento tanto por sincronizadores externos como el ciclo luz oscuridad o el ciclo 
ayuno-ingesta (Azpeleta et al., 2012; Feliciano et al., 2011; Nisembaum et al., 2012; Tinoco et 
al., 2014; Velarde et al., 2009) como por sincronizadores  internos como la orexina y la ghrelina 
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(Nisembaum et al., 2014a; Nisembaum et al., 2014b) en diferentes osciladores endógenos 
centrales y periféricos de este teleósteo.  
Figura I.11. Diagrama esquemático de la evolución genética en vertebrados. Las duplicaciones 
genómicas son indicadas con las estrellas amarillas y los fenómenos de poliploidización con las estrellas 
naranjas. Este esquema es una traducción y simplificación del esquema de Kaiya et al., 2013 donde se 
muestra la evolución de los genes del receptor de ghrelina y sirve como ejemplificación del aumento del 
número de genes en el carpín.  
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OBJETIVOS 

En la actualidad, se considera que el sistema circadiano de vertebrados está formado 
por una red de osciladores endógenos localizados por todo el organismo, que se comunicarían 
entre sí mediante multitud de señales de tipo neural y hormonal. Estos osciladores se 
reconocen por presentar la maquinaria molecular responsable de las oscilaciones rítmicas 
diarias, es decir, los denominados genes reloj. Si bien existen gran cantidad de estudios que 
sitúan la expresión de estos genes reloj en diferentes localizaciones centrales y periféricas en 
vertebrados por PCR, los estudios de imagen que muestran la distribución anatómica concreta 
son muy escasos y mayoritariamente se han realizado en los mamíferos. En nuestro grupo de 
investigación se ha estudiado ampliamente la localización y funcionalidad de los osciladores 
endógenos que constituyen el sistema circadiano en teleósteos (utilizando como modelo el 
carpín dorado), mediante técnicas de PCR cuantitativa en tiempo real, demostrándose la 
existencia de ritmos diarios de genes reloj, en localizaciones encefálicas y periféricas 
bajo diferentes condiciones ambientales. Hasta la fecha, no existe información sobre la 
distribución anatómica de dichos osciladores en el carpín y al inicio de la presente Tesis 
Doctoral apenas existían estudios en otros teleósteos. El interés en esta área se ha visto 
demostrado muy recientemente con la aparición de trabajos centrados en el estudio 
anatómico de los osciladores circadianos encefálicos en teleósteos. Sin embargo, todos ellos 
están limitados al estudio del sistema circadiano en el encéfalo sin entrar en el estudio de 
localizaciones periféricas.  
Asimismo, la conexión entre el sistema circadiano y el sistema endocrino es un tema 
de gran relevancia en la actualidad. Desde que se conoce que existen una gran cantidad de 
osciladores en el organismo, el interés se ha centrado en analizar cómo se realiza la 
comunicación entre estos diferentes osciladores endógenos para, en definitiva, producir 
respuestas temporales coordinadas. En este sentido, algunas señales hormonales parecen 
especialmente relevantes en la regulación del funcionamiento molecular de los osciladores 
endógenos dado su carácter pulsátil, siendo candidatas a actuar como mediadores de la 
comunicación dentro del sistema circadiano. En los últimos años en mamíferos se ha 
propuesto que los glucocorticoides podrían ser una de estas señales que “sincronizaría” 
relojes periféricos. Más recientemente se han señalado algunas hormonas relacionadas 
con el balance energético y la regulación de la ingesta como posibles mediadoras de la 
comunicación entre el metabolismo y el sistema circadiano.  
Como principal responsable del metabolismo energético, en los últimos años el hígado 
se ha considerado un elemento clave en dentro del sistema circadiano de mamíferos. Este 
órgano parece contener un oscilador especialmente sensible tanto a las condiciones 
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ambientales, como al estado energético del animal, considerándose un importante nexo de 
unión entre los sistemas circadiano y endocrino. No obstante, en la actualidad, apenas existe 
información que muestre la comunicación que pueda existir entre este oscilador hepático y el 
resto del sistema circadiano en peces teleósteos, ni qué hormonas pueden influir en su 
funcionamiento. 
Por todo lo anteriormente expuesto, y partiendo de la hipótesis de que el balance 
energético ha de influir sobre el sistema circadiano probablemente a través del sistema 
endocrino, el objetivo general de la presente Tesis Doctoral es avanzar en el conocimiento 
sobre la relación entre el sistema circadiano y el sistema endocrino (en concreto ghrelina y 
cortisol), tanto a nivel anatómico (localización de los elementos de los dos sistemas), como 
funcional (efectos de las hormonas sobre los genes reloj). Además se ha centrado la atención 
en el oscilador hepático como nexo entre los sistemas metabólico, endocrino y circadiano.  
Para alcanzar este objetivo general se han perseguido los siguientes objetivos 
específicos: 
 Distribución anatómica de la expresión gen reloj gper1b y análisis de su perfil diario de
expresión. A pesar de ser el gen reloj más conservado de los parálogos per1a y per1b en los
teleósteos, al comienzo de la presente Tesis Doctoral no se había clonado este gen reloj del
carpín. Así, el primer objetivo fue clonar parcialmente el ARNm del gen gper1b y a
continuación analizar su distribución anatómica en localizaciones centrales y periféricas, así
como su perfil de expresión diario en presencia de los zeitgebers ciclo luz/oscuridad y ciclo
ingesta-ayuno.
 Distribución anatómica del sistema ghrelinérgico. Estudios in vivo previos de nuestro grupo
de investigación parecen indicar que la ghrelina actúa como señal reguladora de la
expresión de genes reloj en el carpín, sin embargo, en la actualidad no hay evidencias que
pueden dar consistencia anatómica a dicha relación. Así, el objetivo fue analizar la posible
correlación anatómica entre los genes reloj y los genes del receptor de ghrelina, ghs-r1a, y
preproghrelina, así como del propio péptido maduro en localizaciones centrales y
periféricas del carpín dorado.
 Análisis del perfil diario de dos posibles señales sincronizadoras del sistema circadiano:
ghrelina y cortisol. Un requisito necesario para considerar una señal como posible
sincronizadora (input) del sistema circadiano es que presente ritmicidad diaria. Así, se
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estudió el perfil diario de expresión de los genes preproghrelina y ghs-r1a, así como de los 
niveles plasmáticos de cortisol en presencia de los zeitgebers ciclo luz/oscuridad y horario 
de alimentación fijado. 
 Estudio de la ghrelina y el cortisol como posibles señales moduladoras de los genes reloj en
el oscilador hepático.
 Análisis del efecto de la ghrelina, hormona de origen gastrointestinal, como moduladora
de la expresión de genes reloj en hígado del carpín y los sistemas de transducción
intracelulares. Una vez analizada la correlación anatómica entre el sistema ghrelinérgico
y los genes reloj y tras observar la presencia de un perfil diario en su expresión, se
estudió a la ghrelina como posible señal directa capaz de regular el oscilador hepático in
vitro. Teniendo en cuenta que la ghrelina ha sido previamente descrita como una de las
señales in vivo capaces de modular el oscilador hepático del carpín, el objetivo
específico de la presente Tesis Doctoral consistió en dilucidar si este efecto observado in
vivo sobre la expresión de genes reloj en hígado se produce de forma directa o es fruto
de una señalización indirecta. Asimismo, se analizó el mecanismo de transducción de la
señal desde que la ghrelina se une a su receptor de membrana hasta que se produce la
regulación de la transcripción de los genes reloj.
 Análisis del efecto de los glucocorticoides, hormona de origen interrenal, como
moduladores de la expresión de genes reloj en hígado del carpín. Los glucocorticoides
han sido estudiados como moduladores de la expresión de los genes reloj en el hígado
de mamíferos, demostrándose tanto una acción aguda sobre los niveles de mensajero
de los genes reloj, como una acción como sincronizadores de los ritmos de dichos genes
en el hígado. Principalmente, se ha descrito la acción directa sobre los genes de la
familia period, que presentan en su promotor un sitio de respuesta a glucocorticoides
(GRE). Sin embargo, al comienzo de la realización de la presente Tesis Doctoral no
existían datos del efecto de los glucocorticoides sobre el oscilador hepático de peces
teleósteos por lo que en el presente trabajo se decidió estudiar el efecto de los
glucocorticoides como moduladores de la expresión de genes reloj en el hígado del
carpín a corto plazo y como sincronizadores a más largo plazo mediante aproximaciones






At present, it is considered that the circadian system of vertebrates consists of a 
network of endogenous oscillators spread throughout the body, which are communicated with 
each other through numerous neural and hormonal signals. These oscillators are recognized by 
the molecular machinery responsible for daily rhythmic oscillations, the so-called clock genes. 
While there are many studies that have reported the expression of these clock genes in 
different central and peripheral locations in vertebrates by PCR, imaging studies showing 
specific anatomical distribution are scarce and are mostly performed in mammals. In our 
research group, the localization and functionality of the endogenous oscillators that constitute 
the circadian system in teleosts (using the goldfish as model) have been extensively studied by 
quantitative real-time PCR, demonstrating the existence of clock genes daily rhythms in the 
brain and peripheral tissues under different environmental conditions. Nevertheless, to date, 
no information is available on the anatomical distribution of these oscillators in goldfish and, 
at the beginning of this PhD thesis, this aspect had barely been studied in other teleosts. The 
interest in this area has increased during the last years, revealed by the publication of 
anatomical studies reporting the encephalic distribution of the circadian oscillators in teleosts. 
However, all these studied are limited to the study of the circadian system in the brain without 
deeping into the analysis of peripheral locations.  
Likewise, the connection between the circadian system and the endocrine system is a 
topic of great relevance nowadays. Since it is known that there are numerous oscillators 
distributed throughout the organism, it has been a growing interest on the analysis of how 
these oscillators can communicate with each other in order to ultimately produce temporary 
coordinated responses. In this regard, some hormonal signals appear to be particularly 
relevant in regulating the molecular functioning of endogenous oscillators due to their 
pulsatility, being candidates to act as mediators of the communication within the circadian 
system. In the last decades, glucocorticoids have been proposed as one of these signals able to 
"synchronize" peripheral clocks in mammals. Also, more recently, some hormones related to 
energy balance and food intake regulation have been point out as potential mediators of the 
communication between metabolism and the circadian system. 
As the main responsible for energy metabolism, the liver has been considered a key 
element in the mammalian circadian system in the recent years. This organ appears to contain 
an oscillator particularly sensitive to both environmental conditions and the energy status of 
the animal, and so is considered an important link between the circadian and the endocrine 
systems. However, at present, little information is available on the possible communication 
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between the liver oscillator and the rest of the circadian system in teleosts, and on which 
hormones can influence its functioning. 
For all the above, and on the assumption that energy balance influences the circadian 
system probably through the endocrine system, the overall objective of this PhD thesis was to 
delve into the knowledge of the connection between the circadian system and the endocrine 
system (ghrelin and cortisol specifically), both in anatomical (location of components of the 
two systems) and functional (effects of the hormones on clock genes) terms. Also, attention 
has been focused on the liver oscillator as a link between the metabolic, endocrine and 
circadian systems.  
To achieve this overall objective, the following specific objectives have been pursued: 
 Anatomic distribution of the clock gene gper1b expression and analysis of its daily 
expression profile. Despite being the most conservative clock gene among the per1a and 
per1b paralogs in teleosts, at the beginning of this doctoral thesis this clock gene had not 
been cloned in goldfish. Therefore, the first objective was to partially clone gper1b gene 
and then analyze its anatomical distribution in central and peripheral locations, as well as 
study its daily expression profile in the presence of both zeitgeber, light / dark cycle and 
feeding-fasting cycle.
 Anatomical distribution of ghrelinergic system. Previous in vivo studies of our research
group suggest that ghrelin acts as a regulatory signal that modulates clock genes expression
in goldfish, but no anatomical evidences are available to date to anatomically support this
relationship. Thus, the objective was to analyze the possible anatomical correlation
between clock genes and the ghrelin receptor, ghs-r1a, and preproghrelin genes, as well as
the mature peptide itself, in central and peripheral locations of the goldfish.
 Analysis of the daily profile of two possible synchronizing signals of the circadian system:
ghrelin and cortisol. A necessary requirement for a signal to be considered as a possible
synchronizing input of the circadian system is that it displays daily rhythmicity. Thus, the
daily expression profile of the preproghrelin and ghs-r1a genes was studied, as well as the
plasma levels of cortisol in the presence of light / dark cycle and scheduled feeding.
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 Study of ghrelin and cortisol as possible modulating signals of clock genes in the liver
oscillator.
 Analysis of the role of ghrelin, gastrointestinal hormone, as a modulator of clock genes
expression in the liver of the goldfish and of the intracellular transduction systems
involved. Once the anatomical correlation between the ghrelinergic system and the
clock genes was analyzed and after finding the presence of a daily profile in its
expression, ghrelin was studied as a possible direct signal capable of regulating the liver
oscillator in vitro. Given that ghrelin has been previously described as able to modulate
the goldfish hepatic oscillator in vivo, the specific objective of this PhD thesis was to
determine whether this in vivo effect on clock genes expression in liver is consequence
of a direct action or is produced by any indirect signaling. Moreover, we studied the
intracellular transduction mechanism involved in the transduction of ghrelin signaling
since it binds to its receptor in the membrane until the regulation of clock genes
transcription takes place.
 Analysis of the role of glucocorticoid, interrenal hormone, as modulators of clock genes
expression in the liver of the goldfish. Glucocorticoids have been studied as modulators
of clock genes expression in the mammalian liver and it has been demonstrated that
they exert an acute action on the expression levels of clock genes as well as act as
synchronizers of their rhythms in the liver. A direct action by these hormones has been
mainly described on period genes, which have a glucocorticoid response element (GRE)
in their promoter. However, at the beginning of this PhD thesis, no data was available on
the effects of glucocorticoids on the hepatic oscillator in teleosts, so we decided to study
the role of these hormones as a short-term modulators, as well as longer-term






Portada realizada por Ayelén M. Blanco
Capítulo 1 
Estudio anatómico del sistema circadiano del carpín (Carassius auratus): 
Distribución de gper1b, como componente del oscilador molecular y del 
sistema ghrelinérgico, como ejemplo de sistema señalizador del tiempo, 
en localizaciones centrales y periféricas del carpín. 
1.1.  Distribución anatómica y perfil diario de expresión del gen gper1b en 
cerebro y estructuras periféricas del carpín (Carassius auratus). 
Anatomical distribution and daily profile of gper1b gene expression in brain and 
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1.2.   Distribución anatómica y perfil diario de expresión de ghrelina y el 
receptor de ghrelina GHS-R1 en cerebro y tracto gastrointestinal del 
carpín (Carassius auratus). 
Anatomical distribution and daily expression of ghrelin and ghs-r1 ghrelin receptor in 




En este primer capítulo de la presente Tesis Doctoral, se aborda el estudio anatómico 
del sistema circadiano del carpín dorado a nivel encefálico y periférico, seleccionando como 
localizaciones extraencefálicas la hipófisis, el hígado y el tracto gastrointestinal debido a su 
especial interés en el campo de la comunicación entre osciladores, ya que los tres están 
relacionados con la ingesta como señal sincronizadora así como por la experiencia previa del 
grupo de investigación.  
Asimismo, se investiga si estos osciladores (localizados como lugares de expresión de 
genes reloj) son diana de algunas hormonas, como la ghrelina recientemente asociado 
con una posible regulación del sistema circadiano (LeSauter et al., 2009; Nisembaum et al., 
2014b; Yannielli et al., 2007) y clásicamente conocido por su relevancia en el balance 
energético y la ingesta en vertebrados (Abizaid and Horvath, 2012; Delporte, 2013; Sato et al., 
2012). Por ello se aborda también en este capítulo el estudio anatómico y del patrón de 
expresión del sistema ghrelinérgico con el objeto de encontrar conexiones anatómicas 
entre ambos sistemas, el circadiano y el ghrelinérgico. 
Los resultados que componen el presente capítulo se obtuvieron con la colaboración 
del grupo de investigación del Dr. Olivier Kah en la Universidad de Rennes (Rennes, Francia) 
gracias a dos becas de estancias breves del Ministerio de Economía y Competitividad 
(convocatorias 2013 y 2014), donde se llevaron a cabo los estudios de hibridación in situ e 
inmunohistoquímica y del grupo de investigación del Dr. Suraj Unniappan en la Universidad de 
Saskatchewan (Saskatoon, Canadá) gracias a una estancia realizada por Ayelén M. Blanco, 
compañera predoctoral del grupo de investigación responsable de la presente Tesis, donde se 




1.1. Distribución anatómica y perfil diario de expresión del gen gper1b en 
cerebro y estructuras periféricas del carpín (Carassius auratus). 
Anatomical distribution and daily profile of gper1b gene expression in brain and peripheral 
structures of goldfish (Carassius auratus). Chronobiology International. (2015) 32(7): 889-902 
DISEÑOS EXPERIMENTALES 
1. Estudio de la localización anatómica del gen gper1b en cerebro, hipófisis, hígado e
intestino anterior del carpín.
En primer lugar se estudió la distribución anatómica de un componente del oscilador 
endógeno molecular, el gen reloj clonado en el marco de la presente Tesis Doctoral, gper1b y 
experimental descrito en la figura C1.1.  
Para el estudio anatómico del gen gper1b, se llevó a cabo el protocolo experimental 
descrito en la figura C1.1. Los peces se mantuvieron en condiciones de 12 horas de luz y 12 
horas de oscuridad (12L:12D) y se alimentaron diariamente a zeitgeber time (ZT) 2 
(considerando como ZT 0 el momento de encendido de las luces). El día del experimento los
peces se anestesiaron con fenoxietanol (1 ml/l) y se perfundieron con 
paraformaldehído al 4% a zeitgeber time (ZT) 8 , durante la fase luminosa del
fotociclo, y a ZT 22, durante la fase oscura, extrayéndose muestras de cerebro, 
hipófisis, hígado e intestino anterior. A continuación se llevó a cabo la hibridación in situ en 
todas las muestras con la sonda antisentido y sentido (control negativo) para el gen gper1b.  
Figura C1.1. Diseño experimental del experimento para el estudio de la distribución anatómica 
del gen gper1b en encéfalo y órganos periféricos del carpín. Se tomaron muestras de cerebro 
anterior, hipófisis, intestino anterior e hígado de carpines mantenidos en condiciones de 
aclimatación en ZT 2 (durante fase lumínica del fotociclo) y ZT 22 (durante fase oscura del 
fotociclo). La hibridación in situ se realizó mediante el uso de sondas sentido y antisentido de 919 
pb del gen gper1b. 
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2. Estudio del patrón diario de expresión del gen gper1b en cerebro, hipófisis, hígado e
intestino anterior del carpín.
Para el análisis del perfil diario de expresión del gen gper1b en las localizaciones donde 
se detectó señal de la sonda se realizó el protocolo descrito en la figura C1.2. Los animales se 
mantuvieron en condiciones de fotoperiodo 12L:12D y alimentación en ZT 2 durante 15
días. El día del experimento, los animales comieron con normalidad a ZT 2. Cada 4 h los 
peces se anestesiaron en MS-222 (0.175 g/l) y se sacrificaron para la obtención de las 
muestras de telencéfalo, techo óptico, cerebelo, hipotálamo, hipófisis, hígado e intestino 
anterior. Las muestras fueron rápidamente congeladas en nitrógeno líquido y conservadas a 
-80°C hasta su procesamiento. A continuación se llevó a cabo el análisis de la expresión génica
mediante PCR cuantitativa en tiempo real. 
Figura C1.2. Diseño experimental del experimento para el estudio de la expresión diaria 
del gen gper1b en encéfalo y órganos periféricos del carpín. Se tomaron muestras cada 
cuatro horas de telencéfalo, techo óptico, cerebelo, hipotálamo, hipófisis, intestino anterior 
e hígado de carpín para analizar la posible ritmicidad diaria de la expresión del gen gper1b 
mediante PCR cuantitativa en tiempo real. Se utilizaron fragmentos parciales de 158 y 168 
pb respectivamente para gper1b y el gen de referencia gβ-actina. 
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ORIGINAL ARTICLE
Anatomical distribution and daily profile of gper1b gene expression in
brain and peripheral structures of goldfish (Carassius auratus)
Aı´da Sa´nchez-Bretan˜o1, Marie-M. Gueguen2, Joel Cano-Nicolau2, Olivier Kah2,
A´ngel L. Alonso-Go´mez1, Marı´a J. Delgado1, and Esther Isorna1
1Departamento de Fisiologı´a (Fisiologı´a Animal II), Facultad de Biologı´a, Universidad Complutense de Madrid, Madrid,
Spain and 2Neuroendocrine Effects of Endocrine Disruptors, INSERM (Research Insititute for Health, Environment and
Occupation, IRSET, INSERM U1085), SFR Biosit Universite´ de Rennes 1, Rennes, France
The functional organization of the circadian system and the location of the main circadian oscillators vary through
phylogeny. Present study investigates by in situ hybridization the anatomical location of the clock gene gPer1b in
forebrain and midbrain, pituitary, and in two peripheral locations, the anterior intestine and liver, in a teleost fish,
the goldfish (Carassius auratus). Moreover, the daily expression profiles of this gene were also studied by quantitative
Real Time-PCR. Goldfish were maintained under a 12L–12D photoperiod and fed daily at 2 h after lights were switched
on. A wide distribution of gPer1b mRNA in goldfish brain and pituitary was found in telencephalon, some
hypothalamic nuclei (including the homologous to mammalian SCN), habenular nucleus, optic tectum, cerebellum
and torus longitudinalis. Moreover, gPer1b expression was observed, for the first time in teleosts, in the pituitary, liver
and anterior intestine. Day/night differences in gper1b mRNA abundance were found by in situ hybridization, with
higher signal at nighttime that correlates with the results obtained by RT-PCR, where a rhythmic gPer1b expression
was found in all tissues with acrophases at the end of the night. Amplitudes of gper1b rhythms vary among tissues,
being higher in liver and intestine than in the brain, maybe because different cues entrain clocks in these locations.
These results support the existence of functional clocks in many central and peripheral locations in goldfish
coordinated, ticking at the same time.
Keywords: Brain, circadian system, clock gene, in situ hybridization, intestine, liver, pituitary
INTRODUCTION
Cyclic environmental changes have led to the emer-
gence of the circadian system in all living organisms,
which provides them a mechanism to anticipate such
external changes. This circadian system in vertebrates is
composed of multiple coupled oscillators located
throughout the body, in both the central nervous
system and the peripheral tissues. These oscillators
can be entrained by different environmental signals
among which the circadian light/dark cycle is promin-
ent (Albrecht, 2012).
The oscillator’s machinery consists of interlocked
autoregulatory feedback loops of clock genes that are
well conserved through different groups of vertebrates
(Buhr & Takahashi, 2013; Hastings et al., 2007; Partch
et al., 2014) and invertebrates (Tomioka & Matsumoto,
2010). The positive limb of this loop is formed by the
heterodimer CLOCK-BMAL1 that allows the expression
of the genes from the families Per (Period) and Cry
(Cryptochrome) (that form the negative transcriptional
limb), with an oscillation close to 24 h. The heterodimer
PER-CRY, in turn, inhibits the transactivation of CLOCK-
BMAL1 (Buhr & Takahashi, 2013; Hastings et al., 2007;
Partch et al., 2014). In addition to this core loop, there
exists an auxiliary loop formed by Rev-erb and ROR
genes which stabilizes the core loop mainly by mod-
ulating Bmal1 gene expression (Partch et al., 2014).
In mammals, the expression of these clock genes has
been found in a variety of encephalic areas, including
the hypothalamic suprachiasmatic nucleus (SCN, Abe
et al., 2002; Amir et al., 2004; Gerstner et al., 2006; Shieh
et al., 2005) considered as the master circadian clock
(Albrecht, 2012; Partch et al., 2014). In addition, in
rodents, clock genes have also been found in other
hypothalamic nuclei (Abe et al., 2002; Gerstner et al.,
2006; Girotti et al., 2009; Shieh et al., 2005), some nuclei
of the limbic system (Amir et al., 2004; Namihira et al.,
1999; Wakamatsu et al., 2001), the pineal gland
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(Abe et al., 2002; Namihira et al., 1999), the serotoni-
nergic raphe nuclei that are directly connected to the
SCN (Abe et al., 2002), the cerebral cortex (Wakamatsu
et al., 2001), the cerebellum (Namihira et al., 1999),
retina (Garcı´a-Ferna´ndez et al., 2007) and some olfac-
tory related regions (Namihira et al., 1999; Wakamatsu
et al., 2001). Much less studied is the peripheral location
of clock genes being identified in rodents in pituitary
(Girotti et al., 2009), liver (Brown et al., 2002) and
intestine (Sla´dek et al., 2007).
In teleost fishes that represent half of the extant
vertebrate species, no central clock identical to that of
mammals has been identified so far. Despite the fact
that the SCN is neuroanatomically well defined in fish
(Rink & Wullimann, 2004), there is no evidence that
it acts as a major clock.Using RT-PCR, expression of
several clock genes were detected in some areas in the
brain of trout (Oncorhynchus mykiss, Mazurais et al.,
2000) zebrafish (Danio rerio, Moore & Whitmore, 2014;
Whitmore et al., 1998), Atlantic salmon (Salmo salar,
Davie et al., 2009), European seabass (Dicentrarchus
labrax, del Pozo et al., 2012), Senegal sole (Solea
senegalensis, Martı´n-Robles et al., 2012), threespot
wrasse (Halichoeres trimaculatus, Hur et al., 2012) and
goldfish (Velarde et al., 2009). In addition, clock genes
transcripts were identified in different peripheral tissues
including pituitary, heart, kidney, liver, testis, gills,
intestine, muscle, ovary and spleen in zebrafish
(Cermakian et al., 2000; Whitmore et al., 1998),
European seabass (del Pozo et al., 2012), Senegal
sole(Martı´n-Robles et al., 2012) and goldfish
(Nisembaum et al., 2012; Velarde et al., 2009).
However, there are very few studies dedicated to the
accurate localization of clock gene expression in fish
brain, and, to the best of our knowledge, none in
peripheral tissues. Such few studies include three teleost
species: zebrafish (several clock genes, Cermakian et al.,
2000; Moore & Whitmore, 2014; Weger et al., 2013;
Ziv et al., 2005); trout (clock gene, Mazurais et al., 2000)
and flounder (Paralichthys olivaceus; per2 gene,
Watanabe et al., 2012).
Among clock genes, the per family has particular
interest since their expression can be regulated, not only
by the dimer CLOCK-BMAL, but also by other signals
that entrain the molecular endogenous oscillators,
including light/dark cycle or metabolic factors (Mracek
et al., 2012; Nisembaum et al., 2014; Travnickova-
Bendova et al., 2002; Vallone et al., 2004; Yamamoto
et al., 2005). In mammals, three Period genes, Per1, Per2
and Per3 are documented (Hastings et al., 2007), while
teleost fishes can have up to 5 period genes most likely
resulting from the 3R teleost-specific genome duplica-
tion and divergent resolution of duplicated genes in
different teleost orders (Wang, 2008). The gene most
commonly retained by teleosts is per1b, whereas per1a
disappeared in some species over time.
As much is known on its physiology and behavior, the
goldfish is an interesting teleost species to study the
relationships between the endocrine and the circadian
systems (Nisembaum et al., 2014; Sa´nchez-Bretan˜o
et al., under review). Several clock genes, including
per1a, have been cloned in goldfish, and daily rhythms
in their expression have also been reported (Feliciano
et al., 2011; Nisembaum et al., 2012; Velarde et al., 2009).
However, the most preserved per1 gene in teleosts,
per1b, has not been cloned in goldfish to date, and
no information about its role in the functioning of
endogenous clocks in fish is currently available.
Moreover, as previously mentioned, there are scarce
data on clock gene location in fish brain, and none in
peripheral tissues. Thus, the objective of the present
study was to clone the clock gene per1b of goldfish in
order to investigate its anatomical location in the brain,
and peripheral locations (pituitary, liver and gut), as well
as to study its daily expression pattern in these organs.
MATERIAL AND METHODS
Animals, experimental designs and sampling
For in situ hybridization, 10 female goldfish (35 ± 2 g)
obtained from the IFR140 (INRA SCRIBE, Rennes) were
maintained in 60 L aquaria (n¼ 5 fish/aquarium) under
constantly filtered water (22 ± 1 C), and 12 h light: 12 h
darkness photoperiod (12L:12D). Fish were fed daily at
zeitgeber time 2 (ZT 2) with food pellets (1% body
weight, bw; Novo GranoMix, JBL, GmbH & Co.,
Neuhofen, Germany). Fish were maintained in acclima-
tion conditions during 20 days. On the day of the
experiment, goldfish were sacrificed at ZT 8 and ZT 22.
Fish were anesthetized with phenoxyethanol 1 ml/l (ICN
Biomedicals Inc., Irvine, CA), and perfused intracardia-
cally with 4% paraformaldehyde (Sigma, Steinheim,
Germany). Perfusion during darkness period was per-
formed under red dim light conditions. The brain,
pituitary, liver and the first portion of intestine after
the bulb (from now on named anterior intestine) were
removed and fixed overnight in 4% paraformaldehyde
diluted in 0.1 M sodium phosphate buffer with saline
(PBS, pH 7.4). Animal handling procedures comply with
International Standards for the Care and Use of
Laboratory Animals and were in accordance with the
Guidelines of the European Union Council (2010/63/
EU) for the use of research animals.
To study daily variation in gene expression, 42
goldfish (7 ± 2 g) obtained from a local supplier (ICA,
Spain) were maintained in a 60 L aquaria (n¼ 10 fish/
aquarium) under constantly filtered water (22 ± 1 C),
and 12L:12D photoperiod. Fish were fed daily at ZT 2
with a 1.5% bw of floating flakes (Bioflakes, Sera Pond,
Heidelberg, Germany). After an acclimation period (20
days), goldfish were sacrificed by decapitation at 4 h
intervals through a 24 h cycle (n¼ 6/time point) at ZT 4,
ZT 8, ZT 12, ZT 16, ZT 20, ZT 24, and ZT 4 of the
following day. On the day of the experiment fish were
fed as usually (ZT 2). Hypothalamus, cerebellum, telen-





















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
intestine were quickly collected under stereo binocular
microscope and immediatelyfrozen in liquid nitrogen.
Sampling during darkness period was performed under
red dim light conditions. Samples were maintained at
80 C until per1b expression was analyzed by quanti-
tative Real Time PCR (RT-qPCR). Animal handling
procedures comply with International Standards for
the Care and Use of Laboratory Animals and were in
accordance with the Spanish Directive 1201/2005 for the
use of research animals.
Molecular cloning of gper1b gene and riboprobe
synthesis
For the molecular cloning of gper1b gene, degenerated
primers were designed (Table 1). The reaction mixture
contained cDNA from goldfish retina, forward and
reverse primers (3 nM each), Taq DNA Polimerase and
its buffer (0.00125 U; Invitrogen), dNTPs (8 mM each)
and MgCl2 (72 mM). PCRs were performed in a total
volume of 25 ml. PCR conditions were set at 95 C for
3 min followed by 40 cycles of 95 for 10 s, 60 C for 30 s,
72 C for 1 min, and a final step of 72 C for 10 min. The
amplified products were run on an agarose gel and
purified using GenElute gel extraction kit (Sigma,
Steinheim, Germany). Purified PCR products were
ligated into pCR4-TOPO vector (Invitrogen,
Carlsbad, CA) and employed to transform Escherichia
coli JM109 cells (Promega, Madison, WI). Positive clones
were collected and plasmid DNA extraction was per-
formed using a routine miniprep protocol. Nucleotide
sequences were determined by sequencing the obtained
fragment of 919 bp using T7 and T3 primers (Secugen
SL, Madrid, Spain).
Phylogenetic analysis was performed by aligning the
goldfish gper1b sequence with those of other vertebrates
retrieved from GenBank (NCBI) and Ensembl Genome
using ClustalX ver. 2.1 (Dublin, Ireland). A phylogenetic
tree was constructed by the Neighbor-Joining method,
with 1000 replicates for the bootstrap test. The FigTree
v1.3.1 software (http://tree.bio.ed.ac.uk/software/fig-
tree/) was used for the graphical representation (S1).
The probes for hybridization studies were synthe-
sized from the fragment of 919 bp of gper1b (accession
number KP663726) inserted into pCR4-TOPO vector
(Invitrogen, Carlsbad, CA) obtained as described above.
Antisense and sense mRNA probes were obtained with
DIG RNA labeling MIX (Roche Diagnostic, Mannheim,
Germany) by in vitro transcription with T7 and T3
polymerases (Promega, Madison, WI, USA) and linear-
ized with SpeI and NotI. To confirm the specificity of the
gper1b probes, parallel series of slides were always
hybridized with the correspondent sense RNA probes.
In situ hybridization
The samples of brain, pituitary, liver and anterior
intestine maintained in 4% paraformaldehyde overnight
were dehydrated, embedded in paraffin and sectioned at
6 mm. In the case of brain, transverse sections were
mounted onto poly-L-Lysine-coated slides. The protocol
for ISH was performed as previously described (Escobar
et al., 2013) with slight modifications. Paraffin sections
were deparaffinized with OTTIX Plus (DiaPath,
Martinengo, Italy) and rehydrated through a series of
graded ethanol (100-30%). Sections were then washed
with 0.85% NaCl and PBS before postfixation in
Antigenfix (DiaPath, Martinengo, Italy) for 20 min.
After washing in PBS, sections were treated for 5 min
at 37 C with proteinase K (2 mg/ml, Sigma, Steinheim,
Germany) diluted in PBS, and fixed in 4% paraformal-
dehyde for 15 min. Sections were rinsed twice in 2x
standard saline citrate (SSC). Hybridization was per-
formed at 65 C overnight in a humidified chamber
using 100 ml hybridization buffer (50% deionized for-
mamide; 2 SSC; 5 Denhardt’s solution; 50 mg/ml of
yeast tRNA; 4 mM EDTA; 2.5% dextran sulfate) contain-
ing the DIG-labeled probe (3 mg/ml). After hybridization,
slides were washed in 2 SSC at 65 C (2 30 min), 2
SSC/50% formamide at 65 C (2 30 min), 0.2 SSC
(1 15 min) and 0.1 SSC (1 15 min) at room tem-
perature. Slides were next washed in 100 mM Tris-HCl
(pH 7.5) containing 150 mM NaCl for 10 min, then
washed in the same buffer containing 0.1% Triton and
0.5% of skimmed milk powder (2  30 min), and
incubated overnight at room temperature with anti-
digoxigenin alkaline phosphatase Fab fragments
(1:2000; Roche Pharma, Mannheim, Germany). On the
next day, slides were incubated for 4–5 h with an HNPP
(2-hydroxy-3-naphtoic acid-20-phenylanilide phos-
phate)/FastRED detection kit (Roche Pharma,
Mannheim, Germany), according to the manufacturer’s
instructions. Finally, slides were coverslipped
with Vechashield mounting medium containing
TABLE 1. Accession numbers of the genes of interest and primers sequences employed in quantitative
qRT-PCR studies.
Target gene Accesion number Primer sequences 50 ! 30 Product (pb)
Primers for cloning
gper1b KP663726 Forward CAGTGGCTCGAATGAGCACC 919
Reverse TARTCHCGAGARCARCGCAC
Primers for qRT-PCR
gper1b KP663726 Forward CTCGCAGCTCCACAAACCTA 159
Reverse CACAACAGCTGCAGAGGAAAT
-actin AB039726 Forward CAGGGAGTGATGGTTGGCA 168
Reverse AACACGCAGCTCGTTGTAGA




















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
40,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI; Vector
Laboratories, Burlingame, CA). Fluorescent histological
sections were analyzed with the aid of an ApoTome
microscope and AxioVision software (both Carl Zeiss
Microimaging GmbH, Jena, Germany). Samples were
analyzed with a blind protocol in which the experimen-
tal group (ZT 8 or ZT 22) was unknown. Plates were
assembled using Photoshop CS6 (Mountain View, CA).
Real time PCR
Daily variations in gper1b transcription were measured
by quantitative RT-PCR, using goldfish g-actin as
reference gene. Specific primers are shown in Table 1.
Total RNA extraction (TRI Reagent method, Sigma
Chemical, Madrid, Spain), DNase treatment (Promega,
Madison, WI), cDNA synthesis (Superscript Reverse
Transcriptase, Invitrogen, Carlsbad, CA) and RT-qPCR
reactions (iTaqTM SYBR Green Supermix in a
CFX96TM Real-Time System, Biorad Laboratories,
Hercules, CA) were carried out as previously described
(Nisembaum et al., 2014), with minor modifications.
The integrity of the obtained RNA was analyzed on a 1%
agarose denaturing electrophoresis gel. PCR reactions
were developed in a final volume of 10 ml and 1ml of
cDNA was employed in each. Conditions employed
were 30 sec at 95 C and 40 cycles consisting of 5 sec at
95 C and 30 s at 60 C. Calibration curves were made
with serial dilutions of cDNA (analyzed by triplicate) and
exhibited efficiencies around 100%. Experimental sam-
ples were analyzed in duplicate. Negative controls
included replacement of cDNA by water and the use of
non-retrotranscribed total RNA. The specificity of the
amplification was confirmed by the melting tempera-
ture of PCR products (measured at the end of all
reactions) and by the size in an agarose gel. The relative
mRNA expression was determined by the DDCt method
(Livak & Schmittgen, 2001).
Data analysis
A one-way analysis of variance (ANOVA) followed by the
Student–Newman–Keuls (SNK) post-hoc test was per-
formed for analyzing differences in gper1b abundance
among the different time points studied. When it was
necessary, data were transformed to logarithmic or
square root scale to adequate them to a normal
distribution. A probability level of p50.05 was con-
sidered statistically significant.
Moreover, daily rhythms in gper1b expression were
determined by fitting the data to a sinusoidal function
by the least squares method described by Duggleby
(1981). The formula used was f(t)¼M+Acos(t/12’),
where f(t) was the gene expression level at a given time,
the mesor (M) is the mean value, A is the sinusoidal
amplitude of oscillation, t is time in hours, and ’ is the
acrophase (time of peak expression). Non-linear regres-
sion allows the estimation of M, A, and ’, and their
standard error (SE), being the SE based on the residual
sum of squares in the least-squares fit (Duggleby, 1981).
Significance of cosinor analysis was defined by the
noise/signal of amplitude (A) calculated from the ratio
SE(A)/A (Feliciano et al., 2011; Nisembaum et al., 2012).
Expression was considered to display a daily rhythm if it
had both. p50.05 by ANOVA and SE(A)/A50.3 by
cosinor analysis.
RESULTS
Molecular cloning of gper1b gene
The cloning strategy described in the ‘‘Materials and
Methods’’ section allowed obtaining a 919 bp partial
sequence, and a translated 282 aa sequence was
deduced (it includes a stop codon in the 840 bp).
Goldfish per1b deduced protein showed high-identity/
homology with other teleost fish per1bas cavefish 82%
(Phreatichthys andruzzii, ADL62689.1) and zebrafish
81% (AAI63718.1), while the homologywith per1a from
goldfish (ABU93788.1) and zebrafish (AAI63543.1) is 60%
and 51%,respectively. The constructedphylogenetic tree
confirms that the partial sequence cloned correspond to
per1b gene orthologue (S1).
Distribution of gper1b expressing cells in goldfish
brain, pituitary, liver and anterior intestine
The labeling generated by the gper1b antisense ribop-
robe was consistently observed surrounding the nucleus
of cells (Figure 1A, C–D), while the sense riboprobes
yielded no signal (Figure 1B), supporting the specificity
of the obtained signal under the stringent conditions
employed. Only some blood cells exhibited autofluor-
escence with sense and antisense riboprobes
(Figure 1A–B, D). In general, labeled cells were located
in the brain parenchyma and cells in the outer limit
of the brain do not show gper1b expression in any
case (Figure 1D, 2A–B).
In all animals, the brain showed a widespread
distribution of gper1b mRNA in many regions
(Figure 2). In the telencephalon, gper1b expressing
cells were found in both pallial (mostly in Dm) and
subpallial areas (Figure 2A–B, G), in the nucleus taeniae
and in the entopeduncular nucleus (Figure 2B, G). In the
diencephalon, gper1b signal can be observed in the
preoptic region, notably in the anterior periventricu-
lar preoptic nucleus as well as in the magnocellular
preoptic nucleus, the posterior periventricular nucleus
(Figure 2B, G) and, interestingly, in the anterior peri-
ventricular nucleus (NAPv), which is considered as the
homologous to the mammalian SCN (Figure 2B, G).
However, in this latter structure the labeling did not
appear to be much stronger than in other brain regions,
whatever the time of sampling. There were also numer-
ous gper1b expressing cells in the habenular nuclei
(Figure 2C, H), in nuclei of the mediobasal hypothal-
amus, such as the posterior part of the lateral tuberal
nucleus, and the nuclei of the lateral and posterior
recessi and in the lateral portion of the preglomerular





















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
goldfish mesencephalon, a very prominent population
of gper1b expressing cells was found in the periven-
tricular gray zone of the optic tectum and in the torus
longitudinalis, and also in the metencephalon in the
valvula cerebelli (Figure 2E, I).
In peripheral organs, gper1b transcripts were
detected in both the pars distalis and the pars
intermedia of the pituitary, in many cells of the liver
and in the mucose, submucose and to a lesser extent
in the muscular layers of the anterior intestine (S2).
Daily variations of gper1b expression
Our in situ hybridization study investigated the possible
fluctuations of gper1b mRNA expression at two different
times of light/dark cycle. It was clear that the highest
levels were found during the night in almost all locations
(Figures 3 and 4, Table 2, S3). In the telencephalon and
the pituitaryno evident or slight day–night differences
were found in a blind-experiment assay (Table 2, S4).
In that respect, in the habenular nuclei (Figure 3A, B)
and in the torus longitudinalis (Figure 3C, D), the in situ
hybridization signal of gper1b appeared clearly higher
during the night (ZT22) than during daytime (ZT8). Day-
night differences were even higher in the periventricular
gray zone of the optic tectum (Figure 3E, F) and in the
valvula cerebelli (Figure 3G, H), where there is almost no
presence of the transcripts during the day while in the
night the signal became obvious. In the hypothalamus,
differences between nocturnal and diurnal gper1b signal
can be observed in almost all the nuclei that showed
gper1b (Figure 4, S3). Of particular interest is the fact
that in the NAPv that is considered as the homologous
to mammalian SCN, gper1b transcripts were only found
during the dark period, but not with higher mRNA
abundance that other hypothalamic nuclei (Figure 4).
In the pituitary, gper1b expression was also increased
during the scotophase in the pars distalis (Figure 5A, B)
and also in pars intermedia (Figure 5C, D), but with less
difference between day and night levels of expression.
Finally, in all layers of the anterior intestine in which
gper1b expressing cells were found, the nocturnal
expression was higher than diurnal one (Figure 5E, F),
which was also the case of the liver (Figure 5G, H).
The daily profiles of gper1b expression obtained by
qRT-PCR in the different goldfish brain regions (Figure
6) and peripheral locations (Figure 7) were in good
accordance with the results obtained by in situ hybrid-
ization. All the brain regions analyzed presented daily
gper1b significant expression rhythms (p50.05 by
ANOVA and SE(A)/A50.3) with maximum values at the
end of the scotophase and the beginning of the light
phase (Figure 6). The parameters defining such 24 h
FIGURE 1. Specificity of the gper1b mRNA riboprobe. (A, B) Preoptic recess area showing antisense (arrowheads) and sense riboprobes
staining, respectively. NPO preoptic nucleus, including parvocellular and magnocellular part; NPP preoptic periventricular nucleus. (C)
Examples of telencephalic nucleus surrounded by gper1b mRNA riboprobes (arrowheads). Dm medial portion of the dorsal telencephalon.
(D) Telencephalic outer layer showing gper1b positive (arrowheads) and negative cells (asterisk). #: Blood cells with unspecific staining.




















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
FIGURE 2. Distribution of gper1b expressing cells in the brain of goldfish. (A–F) Representative sections of gper1b positive structures. (G, H,
I) Schematic representation of gper1b expressing cells on representative sections taken from the Carassius auratus forebrain atlas (Peter &
Gill, 1975; G corresponds to A, B; H corresponds to C, D; I corresponds to E, F). C cerebellum; CM mamillary bodies; Dc central portion of
the dorsal telencephalon; Dd dorsal portion of the dorsal telencephalon; Dld dorsal part of the lateral portion of the dorsal telencephalon;
Dlv ventral part of the lateral portion of the dorsal telencephalon; Dm medial part of the dorsal portion of the telencephalon; NAPv anterior
periventricular nucleus; NAT anterior tuberal nucleus; NE entopeduncular nucleus; NH habenular nucleus; NLTp posterior part of the
lateral tuberal nucleus; NPGl lateral portion of the preglomerular nucleus; NPO preoptic nucleus; NPP Preoptic periventricular nucleus;
NPPv posterior periventricular nucleus; NRL nucleus of the lateral recess; NT taenia nucleus; OT optic tract; OTec optic tectum; TL torus
longitudinalis; Vd dorsal portion of the ventral telencephalon; Vl, lateral portion of the ventral telencephalon; Vp postcommissural portion





















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
rhythms obtained with the cosinor analysis are shown in
Table 3. The acrophases of the rhythms were around ZT
20–23, while more variations in the amplitude can be
observed, with the lowest values in telencephalon and
the highest in the liver (Figures 6 and 7, Table 3). The
acrophase of gper1b expression rhythms occurs around
the same time of light/dark cycle, close to the lights on
in the brain (cerebellum, hypothalamus, optic tectum
FIGURE 3. Day/night expression of gper1b in the brain of goldfish. Expression of gper1b mRNA at daytime (ZT8, figures on the left) and
nighttime (ZT22, figures on the right) in the habenular nucleus (A, B), torus longitudinalis (C, D), periventricular gray zone of the optic
tectum (E, F) and the valvula cerebelli (G, H). C, cerebellum; NH, habenular nuclei; Otec, optic tectum; TL, torus longitudinalis.




















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
and telencephalon, Figure 6, Table 3), and at the second
half of scotophase in the peripheral tissues (pituitary,
anterior intestine and liver, Figure 7, Table 3).
Remarkably, the amplitudes of gper1b expression were
much higher (5 times) in the liver and anterior intestine
than in the different studied areas of the goldfish brain
(Figure 7, Table 3). Moreover, the lowest amplitudes of
gper1b expression rhythms were observed in the pitu-
itary and telencephalon (Figures 6 and 7, Table 3), in
accordance to the in situ hybridization results where the
day/night differences were weaker or not apparent
(Figure 5A, D, Table 2, S4)
DISCUSSION
The present study reports a detailed description of the
central and peripheral sites of gper1b expression in the
goldfish, as well as quantification over a dark/light cycle
of the mRNA transcripts in both the brain and some
peripheral organs. The data clearly show that gper1b is
widely expressed in many cells of the goldfish, either in
the brain or in the periphery, and that gper1b transcripts
exhibit daily rhythmicity throughout the 24-h light/dark
cycle in all the tissues examined, with high values late in
the dark phase.
Detailed reports on the sites of expression of clock
genes are very limited and accurate information is so far
limited to zebrafish, flounder and rainbow trout
(Mazurais et al., 2000; Moore & Whitmore, 2014;
Watanabe et al., 2012; Weger et al., 2013). In zebrafish,
several studies demonstrated the wide expression of
clock, per1b, per2, cry1, bmal1 and per3 in many brain
regions of the forebrain and midbrain. This is lined with
the regions exhibiting rhythmic luciferase activity under
the regulation of a minimal promoter with four E-boxes
in a transgenic model of zebrafish (Weger et al., 2013). In
the rainbow trout, clock is also expressed in many
regions with the highest expression in the pretectal area,
the optic tectum and the cerebellum, although clock
transcripts were also evidenced in the preoptic area and
the periventricular mediobasal hypothalamus (Mazurais
et al., 2000). That general distribution matches well with
the data obtained in the present study regarding gper1b
expression in goldfish.
Interestingly, up to now, no master clock has been
evidenced in the brain of fish (Weger et al., 2013).
Indeed, contrasting with mammals in which the SCN is
TABLE 2. Day/night differences in gper1b expression in goldfish




Dorsal part (Vd) +++ +++
Lateral part (Vl) + +
Postcommisural part (Vp) + +
Ventral part (Vv) ++++ ++++
Pallium
Central part (Dc) ++ ++
Dorsal part (Dd) ++ ++
Medial part (Dm) +++ ++++
Amygdala
Nucleus Taeniae (NT) + +
Basal Ganglia
Entopeduncular nucleus (NE) ++ ++
DIENCEPHALON
Habenula (NH) + +++
Mamillare body (CM) ++ ++
Hypothalamus
Anterior periventricular nucleus (NAPv) – +++
Anterior tuberal nucleus (NAT) + +
Lateral tuberal nucleus, posterior part (NLTp) + ++++
Lateral recess nucleus (NRL) ++ +++
Magnocellular preoptic nucleus (NPO) ++ ++++
Periventricular preoptic nucleus (NPP) ++ ++
Periventricular posterior nucleus (NPPv) /+ ++++
Preglomerular nucleus, lateral part (NPGl) ++ +++
MESENCEPHALON
Torus longitudinalis (TL) ++ ++++
Optic tectum (OTec) /+ +++
METENCEPHALON
Valvula cerebelli (C) /+ +++
Scale: – no expression; –/+ very low expression; + low expression;
++ moderate expression, +++ high expression; ++++ very high
expression.
FIGURE 4. Day/night expression of gper1b in hypothalamic nucleus considered as the homologous to the mammalian SCN, NAPv, and in
NPO of goldfish. Expression of gper1b mRNA at daytime (ZT8, figures on the left) and nighttime (ZT22, figures on the right). NAPv, anterior





















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
clearly a central clock that controls second order
peripheral oscillators and drives many circadian activ-
ities (Albrecht, 2012), the brain of fishes does not
appear to possess a functionally equivalent structure
(Noche et al., 2011; Weger et al., 2013). Even if it is
known that fish do possess a brain structure that
is anatomically equivalent to the SCN that receives
afferents from the retina (Fraley & Sharma, 1984;
FIGURE 5. Day/night expression of gper1b in peripheral locations of goldfish. Expression of gper1b mRNA at daytime (ZT8) and nighttime
(ZT22) in pars intermedia of the pituitary (A, B), pars distalis of the pituitary (C, D), the mucose, submucose and muscular layers of the
anterior intestine (E, F) and the liver (G, H). LIV, liver; M, mucose; Mus, muscular layer; PD, pars distalis; PI, pars intermedia; SM,
submucose.




















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
Springer & Mednick, 1984, 1985), till now it has not been
demonstrated that it works as a master clock. Indeed,
rhythmic melatonin release is maintained in fish lacking
the ventral brain (Noche et al., 2011), what could be
explained because the pineal in fish posses an endogen-
ous clock (Falco´n, 1999). In goldfish, the nucleus
homologous to mammalian SCN, NAPv, exhibits
gper1b expression, but the amount of messengers did
not appear to exceed that observed in many surround-
ing structures as reported in zebrafish (Moore &
Whitmore, 2014; Weger et al., 2013) and clock in rainbow
trout (Mazurais et al., 2000). The role of the different
encephalic nuclei that express gper1b that have been
here described, as well as the role of the pineal gland in
goldfish circadian organization remain to be elucidated.
The nature of gper1b-expressing cells has to be studied
in order to understand the role of endogenous clocks in
these tissues (most of them neuroendocrine or endo-
crine tissues). Moreover, it would be interesting to
investigate if gper1b-expressing cells are at time target of
hormonal signals (melatonin, cortisol) that could syn-
chronize endogenous clocks.
While gper1b mRNAs were found in many brain
regions, surprisingly, in goldfish it did not seem to be
particularly expressed in the pretectal region, an
area that receives abundant afferents from the ret-
ina, but also shows considerable variation in teleosts
(Fraley & Sharma, 1984; Springer & Mednick, 1984,
1985). This lack of expression correlates well with the
observation in zebrafish that per3 was not expressed in
the pretectal area. This is in contrast with the situation
in rainbow trout showing that one of the nuclei
exhibiting highest clock expression is the posterior
pretectal nucleus, a plesiomorphic structure that exists
only in fish lacking a glomerulosus nucleus, such as
salmonids (Mazurais et al., 2000).
In teleost, the habenula is connected to the pineal
gland (Falco´n, 1999; Ya´n˜ez et al., 2009), which is one of
the most established circadian oscillators in teleosts
(Falco´n, 1999). The first report that showed circadian
clock genes rhythmicity in habenular nuclei was the
study of Watanabe et al. (2012) in the flounder. More
recently, Weger et al. (2013) have reported clock genes
rhythms in this brain area of zebrafish. Present results in
goldfish confirm a relevant presence of clock genes
(gper1b) in the habenula of fish. These nuclei have been
demonstrated to have circadian firing rhythms and
photic responsiveness in rodents (Zhao & Rusak, 2005),
to show clock genes rhythmicity (Guilding et al., 2010)
and to be connected directly to the retina and the SCN
in mammals (Qu et al., 1996).
In the present study, the torus longitudinalis, the
periventricular gray zone of the optic tectum and the
valvula cerebelli of goldfish show differential light/dark
FIGURE 6. Daily profiles of gper1b expression in brain of goldfish. The ZT 0 was defined as the time of the lights on. Data obtained by qRT-
PCR are shown as the mean ± SEM (n¼ 6) in relative units (DDCt method). When significant (ANOVA p50.05), differences among groups
(SNK test) are indicated by different letters. The sinusoidallines represent the periodic sinusoidal functions determined by the least squares





















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
gper1b expression in agreement with recent results
obtained in zebrafish that also showed similar circadian
differences in clock genes expression in these areas
(Moore & Whitmore, 2014; Weger et al., 2013). In the
rainbow trout, clock is expressed in cells of the periven-
tricular gray zone of the optic tectum (Mazurais et al.,
2000). In addition, these areas have been reported to be
intercommunicated and to be connected with the retina
(Folgueira et al., 2007; Mazurais et al., 2000; Ya´n˜ez et al.,
2009), and then, being able to receive photoperiodic
information.
The mapping obtained for gper1b gene in goldfish
match well with targets for different peptides and
hormones that are candidates to modulate the clock in
teleosts. Thus, melatonin receptors are co-expressed
with clock mRNAs in some brain regions in trout
(Mazurais et al., 2000), and probably also co-expressed
with gper1b in goldfish, as an outcome of comparing
present results with the previous reported melatonin
receptor distribution by binding assay in the brain of
this species (Iigo et al., 1994). The torus longitudinalis,
the optic tectum and the valvula cerebelli possess orexin
receptors in goldfish (Facciolo et al., 2010, 2012), and the
orexinergic system modulates clock gene expression in
this teleost (Nisembaum et al., 2014). Besides, some of
the locations that express gper1b gene in goldfish are
reported to be part of the NPY system (Vecino et al.,
1994), which has been related to circadian regulation
(Weber & Rea, 1997).
Studies using imaging techniques to analyze clock
genes distribution in the peripheral oscillators are scarce
in vertebrates (Garcı´a-Ferna´ndez et al., 2007; Girotti
et al., 2009; Sla´dek et al., 2007), and nothing is known in
fish. The in situ hybridization in peripheral locations
(pituitary, liver and anterior intestine) of goldfish
showed a huge presence of gper1b transcripts. In the
pituitary a wide distribution of gper1b transcripts occurs
in both, pars intermedia and pars distalis. In mammals,
it has been proposed that adenohypophyseal cells are
able to measure time, as far as they contain the
molecular machinery of the clock (Abe et al., 2002). It
is known that the majority of the hypophyseal hormones
show a circadian expression pattern and are regulated
by photoperiod and melatonin in teleosts (Ayson &
Takemura, 2006; Falco´n, 1999). Moreover, it has been
proposed that circadian clocks in endocrine glands
could play a significant role in altering these glands
sensitivity to specific stimuli through the day (Kalsbeek
& Fliers, 2013). The knowledge of the different cell types
that express clock genes might be useful to dilucidate
the regulation of daily rhythms in pituitary hormones.
Similarly, to investigate which cells express gper1b in
the liver and the intestine could help to understand the
cross-talking between the endocrine digestive tissues
FIGURE 7. Daily profiles of gper1b expression in peripheral tissues
of goldfish. The ZT 0 was defined as the time of the lights on. Data
obtained by qRT-PCR are shown as the mean ± SEM (n¼ 6) in
relative units (DDCt method). When significant (ANOVA p50.05),
differences among groups (SNK test) are indicated by different
letters. The sinusoidal lines represent the periodic sinusoidal
functions determined by the least squares method. *Significant
cosinor analysis.
TABLE 3. Parameters defining the clock gene expression rhythms





Telencephalon 22.6 ± 0.5 1.1 ± 0.2
Hypothalamus 23.3 ± 0.3 7.5 ± 0.7
Cerebellum 0.1 ± 0.4 19.8 ± 2.4
Optic tectum 23.4 ± 0.4 31.3 ± 3.9
Pituitary 20.5 ± 0.5 5.2 ± 0.8
Liver 20.2 ± 0.4 119.4 ± 14.4
Anterior intestine 21.1 ± 0.4 103.3 ± 13.3
All parameters from sinusoidal function are expressed as the
value ± SE. Rhythms were significant in all studied tissues
(cosinor analysis SE (A)/(A)50.3, and ANOVA, p50.05).




















































1.1. Distribución anatómica y perfil diario de gper1b
and circadian system. Present data demonstrate, for the
first time in fish, a wide gper1b presence in the liver and
the anterior intestine by in situ hybridization. This clock
gene is expressed in almost all the hepatic cells. The cell
types that are gper1b-positive in the anterior intestine
(in the mucose, submucose and to a lesser extent in the
muscular layer) remained unsolved, and further studies
co-localizing clock genes and gastrointestinal peptides
are required. These results obtained by in situ hybrid-
ization in peripheral (and also central) structures, also
highlight an interesting issue yet unsolved. In zebrafish,
a variety of cell lines from peripheral tissues show
circadian clock genes rhythmicity in vitro (Whitmore
et al., 1998). The presence of a clock molecular machin-
ery is probable ubiquitous, but the highly different
abundance of gper1b gene in different locations of the
organism (at least in goldfish) suggest that maybe not all
the cells act as endogenous circadian clocks under
physiological in vivo conditions.
The acrophase of gper1b at the end of the dark phase
in both central and peripheral tissues of goldfish
coincides with the previously reported for gper1a
in this same species (Nisembaum et al., 2012). This
anticipation to light arrival is a common feature for per1
expression in most studied fish species, as zebrafish
brain and peripheral tissues (Pando et al., 2001), brain
and liver of reef fish (Park et al., 2007) and Atlantic
salmon (Huang et al., 2010). Moreover in goldfish
central and peripheral tissues, gper1a also anticipates
food arrival under constant light and scheduled feeding
(Feliciano et al., 2011; Nisembaum et al., 2012).
However, peripheral tissues are more sensitive to
feeding cues in goldfish (Feliciano et al., 2011;
Nisembaum et al., 2012), as it occurs in mammals
(Albrecht, 2012). This higher sensitivity to food signals
could explain the striking results obtained for the
amplitudes of gper1b rhythms in the liver and anterior
intestine, which are much higher than in the rest of the
tissues analyzed. Nevertheless, in situ hybridization
results show strong day/night differences in gper1b
expression in some hypothalamic nuclei, as NAPv,
NLTp, NPPv or NPGl (Figure 2), that could be masked
in the 24 h rhythm observed by RT-qPCR due to the use
of the whole hypothalamus (all the nuclei, with or
without gper1b rhythm, are analyzed together). In fact,
the regions of the brain with higher amplitudes match
with the most homogenous regions (cerebellum and
optic tectum).
The acrophases of gper1b daily expression rhythms in
brain and peripheral locations are coincident in time, or
slightly advanced in the peripheral tissues, suggesting
that endogenous clocks are in phase at these locations.
If the circadian system functions in a hierarchical
manner, in fish, as in mammals, is to date under
debate, as till now a master clock has not been found in
these vertebrates. The gper1b rhythm observed in
peripheral goldfish tissues may well not be the result
of the synchronizing action of a master clock located in
central areas. In this sense, in zebrafish is well known
that all the cells are directly light-sensitive on in vitro
culture (Whitmore et al., 1998), supporting a non-central
dependent synchronization to light of peripheral clocks.
In goldfish a direct light sensitivity of peripheral tissues
is not probably (Nisembaum et al., 2012), however other
signals could act as endogenous cues for peripheral
oscillators. In this sense, a hormonal modulation of
clock genes in some tissues of goldfish has been recently
reported (Nisembaum et al., 2014). However, nowadays
the mechanism by which hormones modifies endogen-
ous oscillators is unknown. Present work is the first
approximation to identify if cells that are targets for
these hormones are the same that have the molecular
machinery of the clock.
Taken together, the present results further document
the presence of numerous central and peripheral sites
(particularly the liver and the intestine) of per1b
expression that exhibits daily rhythms with the highest
expression during the night. How is organized the
complex circadian system in fish remains unknown,
but what seems clear from this study and others
previous is that the nucleus anatomically homologous
to mammalian SCN is not (in contrast to mammals) the
master clock in fish. This is not really surprising given
that the SCN progressively emerged during evolution in
parallel with the loss of direct sensitivity of pinealocytes
(Falco´n, 1999). If higher amplitudes of gper1b rhythms
in liver and anterior intestine could reflect an inde-
pendent synchronization of central and peripheral
oscillators remain unknown.
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Anatomical distribution and circadian daily profile of gper1b gene expression in brain 
and peripheral structures of goldfish 
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S1. Phylogenetic analysis of goldfish per1b. Only partial peptide sequences aligned with 
goldfish sequences were used to generate the dendrogram. Tree was generated by de 
Neighbor-Joining method using ClustalX ver. 2.1. Brach length is proportional to evolutionary 
distance. Bar on the left-top indicates 0.1 distance (10 changes every 100 amino acids). 
Number in branches indicates the robustness of each internal node after 1000 bootstrap 
repetitions. “Accession number for each species is given with the species name”. In case of 
nucleotide sequences, they are translated to corresponding amino acids. Accession numbers: 
Carassius auratus Per1a, ABU93788.1; Carassius auratus Per2a ABU93787.1; Carassius auratus 
Per3, ABU93789.1; Danio rerio Per1a, AAI63543.1; Danio rerio Per1b, AAI63718.1; Danio rerio 
Per2a, AAI63549.1; Danio rerio Per3, AAI62472.1; Gasterosteus aculeatus Per2b, 
ENSGACP00000007489 Ensembl batabase; Ictalurus punctatus Per1b, JT416004.1; Ictalurus 
punctatus Per2b, JT467119.1; Phreatichthys andruzzii Per1b, ADL62689.1; Pimephales 
promelas Per1b, DT281771.1 and DT112397.1. 
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S2. Distribution of gper1b expressing cells in peripheral locations of goldfish. (A) 
Representative section of gper1b expressing cells in the pituitary. (B) Representative section of 
gper1b positive cells in the liver. (C) Representative section of gper1b expression in the 
anterior intestine layers. LIV, liver; M, mucose; Mus, muscular layer; PD, pars distalis; PI, pars 
intermedia; SM, submucose.  
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S3. Day/night expression of gper1b in the hypothalamus of goldfish. Expression of gper1b 
mRNA at daytime (ZT8, figures on the left) and nighttime, in the absence of light (ZT22, figures 
on the right) in the lateral portion of the preglomerular nucleus (A, B), the posterior part of the 
lateral tuberal nucleus (C, D), the nucleus of the lateral recess (E, F), the posterior 
periventricular nucleus (G, H), the preoptic nucleus and the anterior periventricular nucleus (I, 
J). NLTp posterior part of the lateral tuberal nucleus; NPGl lateral portion of the preglomerular 
nucleus; NPPv posterior periventricular nucleus; NRL nucleus of the lateral recess. 
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S4. Day/night expression of gper1b in the telencephalon of goldfish. Expression of gper1b 
mRNA at daytime (ZT8; A, C) and at nighttime (ZT22; B, D). Dl, lateral portion of the dorsal 
telencephalon; Dm medial portion of the dorsal telencephalon. 
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1.2.   Distribución anatómica y perfil diario de expresión de ghrelina y el receptor de 
ghrelina GHS-R1 en cerebro y tracto gastrointestinal del carpín (Carassius 
auratus). 
Anatomical distribution and daily expression of ghrelin and ghs-r1 ghrelin receptor in brain 
and gastrointestinal tract of goldfish (Carassius auratus). (2015) PLOS One. 10(10):e0141043 
DISEÑOS EXPERIMENTALES 
1. Estudio de la distribución anatómica de los genes del receptor de la ghrelina ghs-r1a y
preproghrelina, así como del propio péptido en cerebro y tracto gastrointestinal del
carpín.
Para el estudio anatómico del sistema ghrelinérgico del carpín, los animales se 
aclimataron durante 15 días. Los animales permanecieron en ayunas 48 h antes del 
experimento. El día del experimento los peces se anestesiaron con fenoxietanol (1 ml/l) y se 
fijaron con paraformaldehído al 4% a ZT 2 extrayéndose muestras de cerebro, y varias partes 
del intestino proximal descrito por Arcamone et al., 2009 (esófago, bulbo intestinal, bucle en 
“J” e intestino anterior). A continuación se llevó a cabo la hibridación in situ en todas las 
muestras con la sonda antisentido y sentido (control negativo) para los genes ghs-r1a y 
preproghrelina. Además, en una parte de las muestras se analizó la distribución anatómica de 
la propia ghrelina mediante inmunohistoquímica realizada con un anticuerpo primario 
específico anti- ghrelina humana previamente utilizado con éxito con el carpín (Kerbel and 
Unniappan, 2012) (Figura C1.3).  
Figura C1.3. Diseño experimental del experimento para el estudio de la distribución anatómica de los 
genes preproghrelina  y ghs-r1a y del péptido de ghrelina en encéfalo y órganos periféricos del carpín. 
Se tomaron muestras de cerebro anterior, esófago, bulbo intestinal, bucle en “J”, intestino anterior e 
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hígado de carpines mantenidos en condiciones de aclimatación en ayunas durante 48 h en ZT 2 (durante 
fase lumínica del fotociclo. La hibridación in situ se realizó mediante el uso de sondas sentido y 
antisentido de 979 pb del gen ghs-r1a y de 366 pb del gen preproghrelina. La inmunohistoquímica se 
realizó mediante el uso de anticuerpos monoclonales contra ghrelina preparados en conejo que se 
revelaron con el anticuerpo secundario Alexa 488 cabra anti-conejo. 
2. Estudio del patrón diario de expresión de los genes del receptor de la ghrelina ghs-r1a y
preproghrelina en cerebro y tracto gastrointestinal del carpín.
Para el análisis del perfil diario de expresión de los genes de la ghrelina y su receptor 1, 
se realizó el protocolo descrito en la figura C1.4. Los animales se mantuvieron en condiciones 
de aclimatación con alimentación a ZT 4 durante 15 días. El día del experimento, los animales 
comieron con normalidad a ZT 4. Cada 4 h los peces se anestesiaron en MS-222 (0.175 g/l) y se 
sacrificaron para la obtención de las muestras de cerebro anterior (telencéfalo y diencéfalo sin 
hipotálamo), hipotálamo y cerebro posterior (mesencéfalo y rombencéfalo) e intestino 
proximal (incluyendo esófago, bulbo intestinal, bucle en “J”  e intestino anterior). Las muestras 
fueron rápidamente congeladas en nitrógeno líquido y consevadas a -80°C hasta su 
procesamiento. A continuación se llevó a cabo el análisis de la expresión génica mediante PCR 
cuantitativa en tiempo real. 
Figura C1.4. Diseño experimental del experimento para el estudio de la expresión diaria del gen 
gper1b en encéfalo y tracto gastrointestinal del carpín. Se tomaron muestras cada cuatro horas de 
telencéfalo, techo óptico, cerebelo, hipotálamo, hipófisis, intestino anterior e hígado de carpín para 
analizar la posible ritmicidad diaria de la expresión del gen gper1b mediante PCR cuantitativa en tiempo 
real. Se utilizaron fragmentos parciales para preprogherelina y ghs-r1 y los genes de referencia gβ-
actina, 18S y EF1α. 
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Abstract
Ghrelin is a gut-brain peptide hormone, which binds to the growth hormone secretagogue
receptor (GHS-R) to regulate a wide variety of biological processes in fish. Despite these
prominent physiological roles, no studies have reported the anatomical distribution of pre-
proghrelin transcripts using in situ hybridization in a non-mammalian vertebrate, and its
mapping within the different encephalic areas remains unknown. Similarly, no information is
available on the possible 24-h variations in the expression of preproghrelin and its receptor
in any vertebrate species. The first aim of this study was to investigate the anatomical distri-
bution of ghrelin and GHS-R1a ghrelin receptor subtype in brain and gastrointestinal tract of
goldfish (Carassius auratus) using immunohistochemistry and in situ hybridization. Our sec-
ond aim was to characterize possible daily variations of preproghrelin and ghs-r1mRNA
expression in central and peripheral tissues using real-time reverse transcription-quantita-
tive PCR. Results show ghrelin expression and immunoreactivity in the gastrointestinal
tract, with the most abundant signal observed in the mucosal epithelium. These are in
agreement with previous findings on mucosal cells as the primary synthesizing site of ghre-
lin in goldfish. Ghrelin receptor was observed mainly in the hypothalamus with low expres-
sion in telencephalon, pineal and cerebellum, and in the same gastrointestinal areas as
ghrelin. Daily rhythms in mRNA expression were found for preproghrelin and ghs-r1 in
hypothalamus and pituitary with the acrophase occurring at nighttime. Preproghrelin, but
not ghs-r1a, displayed a similar daily expression rhythm in the gastrointestinal tract with an
amplitude 3-fold higher than the rest of tissues. Together, these results described for the
first time in fish the mapping of preproghrelin and ghrelin receptor ghs-r1a in brain and gas-
trointestinal tract of goldfish, and provide the first evidence for a daily regulation of both
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genes expression in such locations, suggesting a possible connection between the ghreli-
nergic and circadian systems in teleosts.
Introduction
Ghrelin, a peptide hormone mainly synthesized by the gut, was originally purified in 1999 by
Kojima and colleagues [1]. The main site for the synthesis of ghrelin in all the vertebrates so far
studied is the stomach or its equivalent [2], although gene expression of ghrelin by PCR shows
a widespread tissue distribution, with low expression levels in peripheral tissues (apart from
stomach) and brain in both mammals [3,4] and fish [5–7]. Imaging techniques have reported
the presence of ghrelin gene and peptide in the brain [8] and gastrointestinal tract [9–12] of
mammals. Similarly, ghrelin peptide has been localized by immunohistochemistry in the hypo-
thalamus of goldfish [13] and in the gastrointestinal tract of goldfish (Carassius auratus) [14],
sea bass (Dicentrarchus labrax) [14], zebrafish (Danio rerio) [15], and rainbow trout (Oncor-
hynchus mykiss) [16]. However, no studies to date have reported the anatomical distribution of
the preproghrelin transcripts using in situ hybridization in a non-mammalian vertebrate, and
its mapping within the different encephalic areas remains unknown.
Ghrelin is suggested to have a key role in energy balance regulation by promoting food
intake, carbohydrate utilization and adiposity [17,18], and other physiological processes
[19,20]. A unique aspect of this peptide is the presence of a posttranslational acyl modification
catalysed by a recently discovered member of the membrane-bound O-acyltransferase family,
named ghrelin O-acyl transferase [21,22]. This modification is essential for most of the bioac-
tivity of the peptide, enabling the binding to its receptor, the G protein-coupled growth hor-
mone secretagogue receptor (GHS-R). In contrast to mammals and other tetrapods with only
one GHS-R gene, ancestral teleost underwent a genome duplication, and two paralog genes
(GHS-R1 and GHS-R2) have been identified in otophysi teleosts [23]. Particularly, goldfish has
experienced a tetraploidization, and four subtypes of GHS-Rs have been described and charac-
terized in this teleost, named GHS-R1a1, GHS-R1a2, GHS-R2a1, and GHS-R2a2 [23]. In addi-
tion, each one of these receptor subtypes presents a type ‘b’ isoform obtained by alternative
mRNA splicing. Among all of these different GHS-R, the GHS-R1a has been widely studied in
vertebrates in terms of structure, tissue abundance, mechanism of action, dynamics and regula-
tion, and seems to be involved in many of the physiological actions of ghrelin [3,24,25]. Never-
theless, little information is available about its anatomical location and distribution. In this
sense, GHS-R1a has been localized in the mammalian brain [26–28], but no neuroanatomic
mapping using imaging techniques has been performed in the brain of non-mammalian verte-
brates. Among fishes, the distribution of ghrelin receptor in the gastrointestinal tract has been
described only in zebrafish [15].
Most behaviour and physiology of living organisms follow daily rhythms due to the pres-
ence of endogenous clocks that synchronize biological processes to the 24-h light/dark cycle,
enabling them to anticipate periodic changes in the environment. A growing interest in the
relationships between energy balance and the circadian system has occurred in the last years.
In fact, daily oscillations have been found in fish for many hormones involved in food intake
regulation and metabolism, including neuropeptide Y (NPY) [29] and leptin [30]. In relation
with the ghrelinergic system, only one study carried out in humans described the 24-h secre-
tion profile of ghrelin, showing a circadian oscillation of this peptide with higher levels of
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circulating ghrelin during the night [31]. However, no information is available about the possi-
ble 24-h variations in the expression of this hormone and its receptor in vertebrates.
Goldfish is a member of the teleostean Cyprinidae family and has been widely used for
studying the hormonal regulation of feeding in fish [32,33]. The biological activities of ghrelin
have been previously examined in this teleost, [34–37] but, despite the growing interest and
importance of the ghrelinergic system, no studies have reported a brain mapping of the
elements composing this system in fish, and nothing is known about its possible rhythmic
expression. Therefore, the aim of the present study was first, to investigate the anatomical dis-
tribution of ghrelin and the ghrelin receptor subtype GHS-R1a in the brain and gastrointestinal
tract of goldfish by using immunohistochemistry and in situ hybridization techniques. We also
characterized the daily profile of preproghrelin and ghs-r1mRNA expression in both central
and peripheral tissues using RT-qPCR.
Material and Methods
Ethics statement
All procedures carried out in France were conducted in accordance with the guidelines of Ethi-
cal Committee at our institutions (University of Rennes 1, CNRS and INSERM) and in accor-
dance with European Union regulations concerning the protection of experimental animals
(Directive 86/609/EEC). The protocols were approved by the Ethical Committee CREEA
(Comité Rennais d'Ethique en matière d'Expérimentation Animale) and performed under the
supervision of authorized investigators (Permit number: EEA B-35-040). The study conducted
in Canada strictly followed the regulations of the Canadian Council for Animal Care and were
approved by the University of Saskatchewan Animal Research Ethics Board (Protocol # 2012–
0082). The euthanasia was performed by deep anesthesia and all efforts were made to minimize
suffering.
Animals, experimental designs and sampling
For the anatomical studies, goldfish (2.0 ± 0.5 g) obtained from a local supplier (Rennes,
France) were maintained in 60 l aquaria with filtered and aerated fresh water (22 ± 1°C) under
a 12 h light: 12 h darkness (12L:12D) photoperiod (lights on at 9 AM). Fish were daily fed at
zeitgeber time 2 (ZT-2, or 11 AM, as ZT-0 corresponds to lights-on) with food pellets (1% body
weight; Novo GranoMix, JBL, GmbH & Co., Neuhofen, Germany). Goldfish were fasted for
48 h, and at ZT-2 of the experimental day were anesthetized with phenoxyethanol 1 ml/l (ICN
Biomedicals Inc., Irvine, CA, USA) and sacrificed. Then, fish were immersed overnight in 4%
paraformaldehyde diluted in 0.1 M sodium phosphate buffer with saline (PBS, pH 7.4). The fol-
lowing day, the brain and the gastrointestinal tract (esophagus, intestinal bulb, j-loop and ante-
rior intestine) were removed and post-fixed 3 h in the same solution. Then, the samples were
cryoprotected with 30% sucrose (MP Biomedical, LLC, Illkirch, France) overnight, included in
the frozen section medium Richard-Allan ScientificTM Neg-50 (Thermo Shandon Scientific,
Cheshir, UK) and stored at -80°C.
For the study of daily changes in gene expression, goldfish (22 ± 8 g) obtained from a com-
mercial supplier (Aquatic Imports, Calgary, Alberta, Canada) were maintained in 200 L
aquaria with filtered and aerated fresh water (21 ± 2°C). Fish were maintained under a
12L:12D photoperiod (lights on at 7 AM) and daily fed at ZT-4 with a commercial pellet diet
(1% body weight; Martin Profishent, Ontario, Canada). The day of the experiment, fish were
sacrificed in 4 h intervals (6 fish/sampling time) throughout a complete 24-h cycle beginning at
ZT-0. Fish were randomly collected from two different tanks (21 fish/tank). Food was offered
as scheduled the day of the experiment. Once sacrificed, samples of forebrain (including
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telencephalon and diencephalon without hypothalamus), hypothalamus, hindbrain (including
mesencephalon and rombencephalon), pituitary and gastrointestinal tract (including esopha-
gus, intestinal bulb, j-loop and anterior intestine) were collected and immediately frozen in liq-
uid nitrogen. Sampling during darkness was conducted under dim red lighting.
Molecular cloning of preproghrelin and ghs-r1a genes of goldfish and
riboprobe synthesis
For the molecular cloning of preproghrelin and ghs-r1a genes, specific primers (Table 1) were
designed based on the goldfish sequences (GenBank accession numbers AF454389.1 for pre-
proghrelin, AB504275.1 for ghs-r1a1, and AB504276.1 for ghs-r1a2) and were purchased from
Sigma (Sigma-Aldrich, Steinheim, Germany). To clone preproghrelin gene (366 bp), the reac-
tion mixture contained cDNA from goldfish gastrointestinal tract, GoTaq1 Green MasterMix
(Promega, Madison, WI, USA), and forward and reverse primers (3 nM each). To clone ghs-
r1a gene (979 bp), the reaction mixture contained cDNA from goldfish gastrointestinal tract,
Taq DNA Polymerase with its buffer (0.00125 U; Invitrogen), dNTPs (10 mM each), MgCl2
(6 mM), and forward and reverse primers (3 nM each). These primers were able to distinguish
between the ghs-r1a and ghs-r1b splicing variants, but unable to distinctly identify ghs-r1a1
and ghs-r1a2 subtypes. PCRs were performed in a total volume of 25 μl. PCR conditions were
set at 95°C for 3 min followed by 40 cycles of 95°C for 10 sec, 60°C for 30 sec and 72°C for 1
min, and a final extension step of 72°C for 10 min. The amplified products were run on an aga-
rose gel and purified using PCR clean-up gel extraction (MACHEREY-NAGEL GmbH & Co.,
Düren, Germany) for preproghrelin gene and GenElute gel extraction kit (Sigma, Steinheim,
Germany) for ghs-r1a gene. Purified preproghrelin and ghs-r1a PCR products were ligated into
pCR1II- TOPO1 (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) or pCR™4-TOPO1 (Invitrogen, Carls-
bad, CA, USA) vectors, respectively, and employed to transform Escherichia coli One Shot
TOP10 cells (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) or JM109 cells (Promega, Madison, WI, USA),
respectively. Positive clones were collected and plasmid DNA extraction was performed by
using a routine miniprep protocol. Plasmids with the insert were linearized with SpeI and NotI.
Table 1. Accession numbers of genes and primer sequences used in this study.
Target gene GenBank Accession number Primer sequences 5’ ! 3’ Product (bp) Application
preproghrelin AF454389.1 F GCAGCCATTCAGAGTGTTGT 366 Riboprobe synthesis
R CAGAATTCAAGTGGCGAATC
F ATTCAGAGTGTTGTCGTA 103 RT-qPCR
R AGGAAAGAGCACATAAGA
ghs-r1a AB504275 (ghs-r1a1) AB504276 (ghs-r1a2) F GAACCGGTCCAACTGTTCCT 979 Riboprobe synthesis
R AAGTTTGCAAGCTGCCATCC
ghs-r1 AB504275 (ghs-r1a1) AB504276 (ghs-r1a2) F ATTCGAGCACCCGGTCAACA 207 RT-qPCR
R TCCAGGGGCATGCAGAGAAA
β-actin AB039726.2 F CTACTGGTATTGTGATGGACT 579 RT-qPCR
R TCCAGACAGAGTATTTGCGCT
elongation factor 1α AB056104 F CCCTGGCCACAGAGATTTCA 101 RT-qPCR
R CAGCCTCGAACTCACCAACA
18s FJ710820.1 F GGATGCCCTTAACTGGGTGT 206 RT-qPCR
R CTAGCGGCGCAATACGAATG
F: forward, R: reverse
doi:10.1371/journal.pone.0141043.t001
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Antisense and sense mRNA probes were obtained with DIG RNA labeling MIX (Roche Diag-
nostic, Mannheim, Germany) by in vitro transcription with T7 and SP6 RNA polymerases
(Promega, Madison, WI, USA) for preproghrelin gene, and with T7 and T3 RNA polymerases
(Promega, Madison, WI, USA) for ghs-r1a gene probes. The specificity of the probes was con-
firmed with parallel series of slides hybridized with the correspondent sense RNA probes.
Localization of preproghrelin and ghs-r1a by in situ hybridization (ISH)
The presence and anatomical distribution of preproghrelin and ghs-r1a transcripts in the brain
and gastrointestinal tract of goldfish were studied by in situ hybridization. For this purpose,
samples obtained as described earlier were embedded in TissueTek and sectioned at 8-μm
thickness using a cryostat. Transverse sections were mounted onto superfrost slides (Thermo
scientific, Braunschweig, Germany). The protocol for ISH was performed as previously
described [38] with minor modifications. In brief, cryostat sections were washed in PBS two
times during 10 min before post-fixation in Antigenfix (DiaPath, Martinengo, Italy) for 20
min. After washing in PBS, sections were treated for 5 min at 37°C with proteinase K (2 μg/ml,
Sigma, Steinheim, Germany) diluted in PBS, and fixed in 4% paraformaldehyde for 15 min.
Sections were rinsed twice in 2X standard saline citrate (SSC). Hybridization was performed at
65°C overnight in a humidified chamber using 100 μl hybridization buffer (50% deionized
formamide; 2x SSC; 5x Denhardt's solution; 50 μg/ml of yeast tRNA; 4 mM EDTA; 2.5% dex-
tran sulfate) containing the DIG-labeled probe (3 μg/ml). After hybridization, slides were
washed in 2x SSC at 65°C (2x30 min), 2x SSC/50% formamide at 65°C (2x30 min), 0.2x SSC
(1x15 min) and 0.1x SSC (1x15 min) at room temperature. Slides were next washed in 100 mM
Tris-HCl (pH 7.5) containing 150 mMNaCl for 10 min, then washed in the same buffer con-
taining 0.1% Triton and 0.5% of skimmed milk powder (2x30 min), and incubated overnight at
room temperature with anti-digoxigenin alkaline phosphatase Fab fragments (1:2,000; Roche
Pharma, Mannheim, Germany). The next day, slides were incubated for 4.5 h with an HNPP
(2-hydroxy-3-naphtoic acid -20-phenylanilide phosphate)/FastRED detection kit (Roche
Pharma, Mannheim, Germany), according to the manufacturer's instructions. Finally, Vecha-
shield mounting medium containing 40,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI; Vector Laborato-
ries, Burlingame, CA, USA) was applied and coverslips were placed. Slides were observed with
an epifluorescence microscope (Olympus Provis, equipped with a DP71 digital camera).
Images were processed with either the Olympus Analysis or Zeiss Cell software. Micrographs
were generated in the “TIFF” format and adjusted linearly for light and contrast before being
assembled on plates using Photoshop CS6.
Localization of ghrelin by immunohistochemistry (IHC)
Immunohistochemical staining of goldfish brain and gastrointestinal tract samples was used to
study the anatomical distribution of ghrelin. The immunohistochemistry study was carried out
as previously described [39]. Briefly, the above described cryostat sections were washed twice
in 0.1M PBS and incubated twice in PBS containing 0.2% Triton and 0.5% of skimmed milk
powder (45 min at room temperature). After overnight incubation with primary monoclonal
antibody (mouse anti human ghrelin 1:200; ab57222, Abcam, Cambridge, MA, USA), previ-
ously used in goldfish by Kerbel and Unniappan [13], sections were washed three times in
0.2% Triton PBS and subsequently incubated with rabbit antimouse Alexa Fluor 488 (1:400;
Invitrogen Molecular Probes, Eugene, OR, USA) for 2 hours at room temperature. A separate
set of negative control slides were only treated with the secondary antibody (S1 Fig). After
washing in PBS, slides were coverslipped with Vectashield containing DAPI and observed with
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an epifluorescence microscope (Olympus Provis, equipped with a DP71 digital camera). Imag-
ing processing was conducted as described previously for ISH.
Analysis of daily preproghrelin and ghs-r1mRNA expression by RT-
qPCR
The possible 24-h rhythmic expression of preproghrelin and ghs-r1 in the brain and gastrointes-
tinal tract of goldfish was studied using Real-time or Reverse Transcription-quantitative PCRs
(RT-qPCR). Total RNA from forebrain, hypothalamus, hindbrain, pituitary and gastrointesti-
nal tract was isolated using TRIzol RNA isolation reagent (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA).
RNA purity was validated by optical density absorption ratio (260/280 nm) using a NanoDrop
2000c (Thermo, Vantaa, Finland). Then, an aliquot of 1 μg of total RNA was reverse tran-
scribed into cDNA in a 20 μl reaction volume using iScript cDNA synthesis kit (BioRad, Her-
cules, USA) according to the manufacturer’s instructions. The RT reactions condition
consisted in 25°C for 5 min, an extension of 30 min at 42°C and a denaturalization step at 85°C
for 5 min, and were carried out in a T100 Thermal Cycler (BioRad, Hercules, USA).
RT-qPCRs were performed using iQ SYBR Green Supermix (BioRad, Hercules, USA). The
specific primer sequences used for target genes preproghrelin and ghs-r1, and reference genes
β-actin (accession number AB039726.2), elongation factor 1α (EF1α; accession number
AB056104) and 18s (accession number FJ710820.1) were ordered to IDT (Ontario, Canada)
and are shown in Table 1. Primers used for quantifying ghrelin receptor were designed on the
exon 1 (common for ghs-r1a and ghs-r1b splicing variants) and in a region conserved between
the ghs-r1a1 and ghs-r1a2 sequences, so PCR products correspond to the sum of all ghs-r1
mRNA isoforms mentioned. Genes were amplified in duplicated qPCR runs using a 96-well
plate loaded with 1 μL of cDNA and 500 nM of each forward and reverse primer in a final vol-
ume of 20 μL. Each PCR run included a standard curve for the corresponding gene made of
two replicates of three serial dilution points and water controls to ensure that the reagents were
not contaminated. RT-qPCR cycling conditions consisted of a ramp of 95°C for 5 min, 35
cycles of 95°C for 30 sec, 56.6°C/60°C (preproghrelin and ghs-r1, respectively) for 30 sec and
73°C for 30 sec, and a final step of 95°C for 10 min. A melting curve was systematically moni-
tored (temperature gradient at 0.5°C/5 sec from 65 to 95°C) at the end of each run to confirm
the specificity of the amplification reaction. In addition, PCR products were electrophoresed
on a 1% agarose gel, and single bands for each gene were purified using GenElute™ Gel Extrac-
tion Kit (Sigma-Aldrich, Madrid, Spain) and sequenced (Secugen, Madrid, Spain). The effi-
ciency of the amplification for all studied genes was around 100%. All runs were performed
using a CFX Connect Real-time System (BioRad, Hercules, USA). The 2-ΔΔCt method [40]
was used to determine the relative mRNA expression, assigning the relative value of ‘1’ to the
sampling time with the lowest expression values.
Statistics
Analysis of mRNA relative abundance among time points was conducted using one-way
ANOVA followed by post-hoc Student-Newman-Keuls multiple comparison test. All analyses
were carried out using SigmaStat 12.0 statistics package. In addition, to evaluate rhythmicity of
gene expression, cosinor analysis was performed by fitting periodic sinusoidal functions to the
expression values for the genes across the seven time points. The formula used was f(t) = M+
Acos(tπ/12−P), where f(t) is the gene expression level in a given time, the mesor (M) is the
mean value, A is the sinusoidal amplitude of oscillation, t is time in hours andP is the acro-
phase (time of peak expression). Non-linear regression allows the estimation of M, A, and
P, and their standard error (SE) [41]. Significance of cosinor analysis was tested using the
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zero-amplitude test, which indicates if the sinusoidal amplitude differs from 0 with a given
probability [42]. The time series data were considered to display a significant 24-h rhythm
when p<0.05 by ANOVA, and p<0.005 by the zero-amplitude test with cosinor analysis.
Results
Brain and gastrointestinal distribution of preproghrelin, ghrelin and ghs-
r1a in goldfish
The preproghrelin and ghs-r1amRNAs were observed surrounding the nucleus of the cells (A,
B, D, E in S1 Fig), while the sense riboprobes yielded no signal (C, F in S1 Fig), supporting the
specificity of the obtained signal under the conditions employed. Only some blood cells show
unspecific labeling in both sense and antisense riboprobes (C, F in S1 Fig). For the immunohis-
tochemical analysis, specific signal of the peptide is observed at the cytoplasm level in the gas-
trointestinal tract cells (G in S1 Fig) and no staining was observed in the control sections
stained only with the secondary antibody (H in S1 Fig).
Preproghrelin mRNA expression and ghrelin were found by ISH and IHC in the mucosal
and submucosal layers of all the sections analyzed from the esophagus to the anterior intestine
(Fig 1). Preproghrelin transcripts were widely expressed along the esophagus (Fig 1A), while in
the intestinal bulb, j-loop and anterior intestine, signal of preproghrelin probes was mainly
located in the most basal cells of the mucosal epithelium and in the submucosal layer, with
lower expression in the muscular layer (Fig 1C, 1E and 1G). Ghrelin-like immunoreactivity (ir)
was higher in cells of the submucosal layer in the esophagus, intestinal bulb and j-loop, while
in the anterior intestine, it was predominant in cells of the mucosal layer although still detected
in the submucosa (Fig 1B, 1D, 1F and 1H). Ghrelin-like ir was also observed in the muscular
layer of the gastrointestinal tract (Fig 1D and 1H). Preproghrelin mRNA expression and ghrelin
were undetected in goldfish brain neither by ISH nor by IHC.
The goldfish brain showed widespread distribution of ghs-r1amRNA (Figs 2–5). Expression
of ghs-r1a gene within the telencephalon was found in almost all the different areas in the pal-
lial and subpallial regions (Figs 2A, 2B, 2C and 3). In the hypothalamus, ghs-r1a expressing
cells were detected in the nucleus of the posterior recess (Figs 2D and 4D), the preoptic region,
specifically in the periventricular preoptic nucleus (Figs 2B and 4A), and in the nucleus of the
lateral recess (Figs 2D, 4E and 4G), with the highest levels of signal observed in the anterior
periventricular nucleus (homologous to the mammalian suprachiasmatic nucleus) and in the
magnocellular area of the preoptic nucleus (Figs 2B, 2C, 4B and 4C). The ghs-r1a expression
showed a specific pattern in the nucleus of the lateral recess: it was found only in the lateral
area of the most anterior part (Figs 2D and 4E), but it extends to the medial area (Figs 2E and
4F) until ghs-r1amRNA surrounds completely this nucleus in posterior sections (Figs 2F and
4G). There were ghs-r1a expressing cells in the pineal gland and in the habenular nuclei (Figs
2D, 5A and 5B). Ghs-r1a transcripts were also detected in the torus longitudinalis (Figs 2F and
5C) and the highest expression was observed in the valvula of the cerebellum of the metenceph-
alon (Figs 2F and 5D).
The ghs-r1a expression along the gastrointestinal tract of goldfish is shown in Fig 6. A wide
distribution was observed in esophagus (Fig 6A), whereas in the intestinal bulb (Fig 6B), j-loop
(Fig 6C) and anterior intestine (Fig 6D), ghs-r1a expression was observed only in most apical
cells of the mucosal epithelium and in the submucosal layer.
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Daily expression of preproghrelin and ghs-r1 ghrelin receptor in goldfish
The daily pattern of preproghrelin expression in goldfish forebrain, hypothalamus, hindbrain,
pituitary and gastrointestinal tract during a 12L:12D photocycle is shown in Fig 7. Statistical
analysis (ANOVA and cosinor) showed that preproghrelin transcripts displayed significant
rhythmic oscillations as a function of the 24-h cycle in hypothalamus (Fig 7B), pituitary (Fig
7D) and gastrointestinal tract (Fig 7E), with acrophases at nighttime. The acrophases in hypo-
thalamus and gastrointestinal tract were advanced around 3–4 h as compared to pituitary
(Table 2). The amplitude of preproghrelin daily rhythm was 3-fold higher in gastrointestinal
tract compared to the hypothalamus and pituitary. No significant differences throughout the
24-h cycle were detected in preproghrelin expression in the forebrain and hindbrain.
The quantitative analysis of ghs-r1 daily expression demonstrates the existence of a 24-h
rhythmic profile in the hypothalamus and pituitary, with higher abundance of transcripts dur-
ing the dark phase of the daily photocycle (Fig 8). In both tissues, the acrophase and amplitude
of ghs-r1 daily rhythms were similar to those found for preproghrelin (Table 2). Expression of
Fig 1. Transversal representative sections of goldfish gastrointestinal tract showing preproghrelin positive cells identified by in situ hybridization
(left panel) and ghrelin immunoreactive cells detected by immunohistochemistry (right panel). (A, B) Esophagus. (C, D) Intestinal bulb. (E, F) j-loop.
(G, H) Anterior intestine. M, mucose; Mus, muscular layer; SM, submucose. Scale bars are indicated in each image.
doi:10.1371/journal.pone.0141043.g001
Fig 2. Schematic representation of ghs-r1a expressing cells in antero-posterior (A to F) transversal
sections of goldfish brain [Carassius auratus Forebrain Atlas [43]]. The brain areas shown in the
transversal sections are indicated with a schematic representation in the upper part of each image. Intensity of
signal is represented by density of red dots. Dc, central portion of the dorsal telencephalon; Dd, dorsal portion of
the dorsal telencephalon; Dl, lateral portion of the dorsal telencephalon; Dld, dorsal part of the lateral portion of
the dorsal telencephalon; Dlv ventral part of the lateral portion of the dorsal telencephalon; Dm, medial portion
of the dorsal telencephalon; NAPv, anterior periventricular nucleus; NH habenular nucleus; NPO, preoptic
nucleus; NPP, periventricular preoptic nucleus; NRL, lateral recess nucleus; NRP, posterior recess nucleus;
OT, optic tract; P, pineal; TL, torus longitudinalis; Vc, valvula of the cerebellum; Vd, dorsal portion of the ventral
telencephalon; Vl, lateral portion of the ventral telencephalon; Vp, postcommissural portion of the ventral
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ghs-r1 was not significantly modified throughout the 24-h cycle in goldfish forebrain, hind-
brain and gastrointestinal tract.
Discussion
The ghrelinergic system is a key regulator of numerous physiological processes, particularly
metabolism and reproduction in fish. The brain and gastrointestinal tract are sources of ghre-
lin, and are major contributors to the endocrine regulation of both, metabolism and reproduc-
tion. However, two critically missing information on ghrelin biology are cellular localization of
ghrelin transcripts and ghrelin, and the circadian profile of ghrelin in fish tissues. The novel
results of this research address both of these paucities in fish ghrelin literature. This study
shows for the first time the detailed neuroanatomical distribution of ghrelin and ghs-r1 in a
non-mammal, and the existence of a daily rhythmic expression of preproghrelin and ghs-r1 in
the hypothalamus, pituitary, and gastrointestinal tract of goldfish.
Several studies using RT-PCR reported a wide expression of preproghrelinmRNA in the
brain of fish [5–7] and mammals [3], but its anatomical distribution in discrete encephalic
areas remains to be described. Present data support such a broad expression of preproghrelin in
the goldfish brain by RT-qPCR analyses, but it was undetectable by in situ hybridization and
immunohistochemical analysis. A possible explanation for these discrepancies might lie on the
Fig 3. Transversal representative sections of goldfish telencephalon showing ghs-r1a positive cells detected by in situ hybridization. (A, B)
Overview of telencephalon. (C) Lateral portion of the dorsal telencephalon. (D) Ventral portion of the ventral telencephalon (arrowheads indicate riboprobe
signaling). (E) Example of telencephalic nucleus surrounded by ghs-r1amRNA riboprobe (arrowhead). Dc, central portion of the dorsal telencephalon; Dd,
dorsal portion of the dorsal telencephalon; Dl, lateral portion of the dorsal telencephalon; Dm, medial portion of the dorsal telencephalon; Vd, dorsal portion of
the ventral telencephalon; Vv, ventral portion of the ventral telencephalon. Scale bars are indicated in each image.
doi:10.1371/journal.pone.0141043.g003
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different age and body weight of fish used for both studies. Thus, it is possible that ghrelin tran-
script levels in small and immature fish are considerably lower than in big and mature fish, and
so be undetected by less sensitive techniques such as ISH and IHC. Furthermore, this is in
contrast to a recent study using imaging techniques in which preproghrelin was detected in
goldfish hypothalamus [13] by IHC. Again, the reproductive stage and metabolic status of fish
used in both experiments were significantly different (1.5–2.5 g vs 10–20 g) and so might be
influencing in the different results observed in one study and the other. This may indicate that
Fig 4. Transversal representative sections of goldfish hypothalamus showing ghs-r1a positive cells detected by in situ hybridization. (A)
Periventricular preoptic nucleus. (B) Preoptic recess. (C) Preoptic nucleus. (D) Posterior recess nucleus. E, F, G. Lateral recess nucleus. NAPv, anterior
periventricular nucleus; NPO, preoptic nucleus; NPP, periventricular preoptic nucleus; NRL, lateral recess nucleus; NRP, posterior recess nucleus; OT, optic
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detecting ghrelin transcripts in goldfish brain using imaging techniques requires delicate
refinement of the techniques used, including higher concentrations of probes/antibodies, lon-
ger incubation times, etc.
In the gastrointestinal tract, preproghrelinmRNA expression and ghrelin are found by in
situ hybridization and immunohistochemistry, respectively, with a similar intense signal in all
the studied sections. The strong signal detected for preproghrelinmRNA expression and ghre-
lin-like immunoreactivity in proximal sections of the gastrointestinal tract is in accordance
with previous studies on the enteric location of this hormone in other vertebrates, where ghre-
lin was predominantly detected in the anterior part of the gastrointestinal tract. In this respect,
ghrelin immunoreactivity decreased from the small to the large intestine was observed in
rodents [9], and several studies have reported the stomach as the portion of the intestine with
more ghrelin-immunoreactive cells in mammals [1,9,11,12]. Also, in chickens, ghrelin immu-
noreactive cells were found in the proventriculus and in the small intestine [44]. Finally, in fish,
ghrelin immunostaining was predominantly found in the stomach of rainbow trout [16] and
sea bass [14], and in the proximal intestine of goldfish [14]. Then, the location of this peptide
in the gastrointestinal tract is highly conserved through phylogeny. Furthermore, results from
our study show that ghrelin-like immunoreactivity within the gastrointestinal sections is
most abundant in the mucosa, which is consistent with previous observations in both mam-
mals [9–12] and fish [14–16]. This observation, together with the fact that preproghrelin
Fig 5. Transversal representative sections of goldfish pineal (A), habenula (B), torus longitudinalis (C) and valvula of the cerebellum (D) showing
ghs-r1a positive cells detected by in situ hybridization. NH habenular nucleus; P, pineal; TL, torus longitudinalis; Vc, valvula cerebelli. Scale bars are
indicated in each image.
doi:10.1371/journal.pone.0141043.g005
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mRNA was found in the same locations than the peptide, support the mucosal cells as the pri-
mary synthesizing site of ghrelin in goldfish.
A second integral component in the ghrelinergic system is its receptor. Our results show
that ghs-r1a gene is widely expressed in the goldfish brain, from telencephalon to the cerebel-
lum. This is consistent with a previous study describing the expression of the same gene in
goldfish brain areas by RT-q PCR, in which expression of ghs-r1a1 and ghs-r1a2 was predomi-
nantly observed in telencephalon, diencephalon and vagal lobe [23]. In addition, rich expres-
sion of ghs-r1a is detected in the present study in specific hypothalamic nucleus, such as the
lateral recess nucleus, in agreement with the well known orexigenic role of the ghrelinergic sys-
tem. An interesting observation derived from the present study is that encephalic areas where
ghs-r1a expression is predominant are known to contain cells that also express other appetite-
regulating hormones. For instance, all hypothalamic nuclei expressing ghs-r1a, and even some
extrahypothalamic locations where ghs-r1 was found, including the valvula cerebelli, the habe-
nula, the pineal gland and the torus longitudinalis, all have been previously related with the
orexinergic system in zebrafish [45,46]. Similarly, we report here an important expression of
ghs-r1a in the periventricular preoptic nucleus, the anterior part of the periventricular nucleus,
the preoptic nucleus and the nucleus of the lateral recess, areas that take part of the NPY system
in the European seabass [47] and goldfish [48]. Indeed, a colocalization of the ghrelin receptor
and NPY in the hypothalamic arcuate nucleus of the rat, a key nucleus involved in food intake
regulation, has been previously reported [28]. This co-expression of both ghrelin receptor and
Fig 6. Transversal representative sections of goldfish gastrointestinal tract showing ghs-r1a positive cells detected by in situ hybridization. (A)
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Fig 7. Relative expression of preproghrelin in goldfish forebrain (A), hypothalamus (B), hindbrain (C),
pituitary (D) and gastrointestinal tract (E) during a 24-h light/dark cycle.Relative mRNA amounts were
quantified by RT-qPCR. Data are expressed as mean ± SEM (n = 6/time point). The grey area indicates the
dark phase of the daily photocycle, and the arrow indicates the scheduled feeding time (ZT-4). Dashed lines
represent the periodic sinusoidal functions determined by the cosinor analysis when a significant rhythm was
detected. Different letters indicate significant differences by ANOVA and post-hoc SNK test (p<0.05).
doi:10.1371/journal.pone.0141043.g007
132
Capítulo 1.  
1.2. Distribución anatómica y perfil diario de ghrelina y su receptor ghs-r1a
appetite-regulating neuropeptides in feeding-related specific brain areas, as well as the
reported physiological interactions among the ghrelinergic system and other orexigenic agents
[49–51], support the cross-talking between ghrelin and other orexigenic agents in the feeding
regulation.
In the gastrointestinal tract, ghs-r1a gene was found mainly in the mucosal epithelium of all
the areas studied, matching the expression of preproghrelin gene. However, interestingly, the
expression of the receptor was highest in the most apical cells of mucosal folds, while highest
levels of the prepropeptide were observed in the most basal cells of this epithelium. Ghrelin
receptor immunoreactivity in the gastrointestinal tract has only been reported in zebrafish by
Olsson and co-workers [15], who described the presence of the receptor in numerous endo-
crine cells of the mucosa and in the muscle layers along the entire intestine. This important
presence of ghrelin receptors in the muscle layers of the zebrafish gut was suggested to be
related with motility functions of ghrelin in this teleost [15]. In the present study, ghs-r1a
expressing cells in the muscle layer were only observed in the esophagus, but not in the intesti-
nal bulb, j-loop and anterior intestine. In fact, it is to note that ghrelin was ineffective on gut
motility in rainbow trout and goldfish [52], which is consistent with present results on the
absence of ghrelin receptors in the muscle layers of goldfish gastrointestinal tract, but in con-
trast with results on zebrafish [15]. Together, here we show the brain-gut mapping of ghrelin
and its receptor, two main components of the ghrelinergic system, in goldfish. GOAT, the
third peptide in this hormonal system, is yet to be identified in goldfish and future studies war-
rant its localization.
Previous research [53] shows ghrelin is a multifunctional peptide in fish, and our current
results show extensive, yet cell specific localization of ghrelin and its receptor in goldfish tis-
sues. Is there a daily pattern of expression for ghrelin and GHS-R in goldfish? In fact, recent
studies in this teleost show that some food intake regulatory hormones, such as NPY [29] and
leptin [30], display daily oscillations in response to the 24-h light/dark cycle, suggesting a rela-
tionship between the orexigenic system and circadian organization. Such a relationship
between ghrelin and the circadian system has been pointed out in mammals, where the stom-
ach ghrelin-secreting cells were described to contain the machinery that constitutes a food
entrainable oscillator [54]. However, no studies to date have analyzed daily changes in expres-
sion of preproghelin and its receptors in any vertebrate group. Our results demonstrate daily
Table 2. Parameters defining the expression rhythms of preproghrelin and ghs-r1 in goldfish.
Mesor Amplitude Acrophase
Preproghrelin
Hypothalamus 2.7 ± 0.3 1.2 ± 0.4 16.3 ± 1.3
[0.1, 2.3]
Pituitary 2.2 ± 0.2 1.0 ± 0.3 20.0 ± 1.2
[0.2, 1.8]
Gastrointestinal tract 3.9 ± 0.5 3.3 ± 0.8 17.4 ± 0.8
[1.1, 5.5]
ghs-r1
Hypothalamus 1.5 ± 0.2 0.9 ± 0.2 16.9 ± 0.9
[0.4, 1.4]
Pituitary 2.7 ± 0.3 1.4 ± 0.5 19.4 ± 1.2
[0.1, 2.7]
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rhythms of preproghrelin and ghs-r1 expression in hypothalamus and pituitary of goldfish
maintained under scheduled photoperiod and feeding regime. Considering the key role played
by the hypothalamus in the functional organization of the circadian system [55], the existence
of daily rhythms in the hypothalamic ghrelinergic system supports such interplay between
ghrelin and the circadian system. Moreover, it is important to note that a high expression of
ghs-r1a was detected in specific hypothalamic nucleus related with the circadian organization,
such as the anterior periventricular nucleus, which is homologous to the mammalian suprachi-
asmatic nucleus, the master clock regulating circadian functions in these vertebrates [56]. In
the periphery, the daily expression pattern found for preproghrelin, but not for ghs-r1 in the
gastrointestinal tract, might suggest that the daily regulation of ghrelin-related genes in periph-
eral organs is exerted only on bioactive peptide synthesis, without effect on its receptors. It is
also interesting that the amplitude of the preproghrelin expression rhythm is nearly 3-fold
higher in the gastrointestinal tract compared to hypothalamus and pituitary. This strength in
rhythmicity reinforces the proposal that ghrelin might be an important output of the intestinal
oscillator.
Present results revealed a major finding regarding the nocturnal acrophase of the preprogh-
relin and ghs-r1 expression rhythms in both central and peripheral locations. The biological
significance of preproghrelin and ghs-r1 transcripts peaking during the night remains to be elu-
cidated, although it could be related with any of the wide variety of physiological functions that
ghrelin is known to exert apart from feeding regulation in non-mammalian vertebrates, i.e.
growth, reproduction, immunity [53]. Interestingly, two main observations are to note for a
possible crosstalking between the ghrelinergic and the circadian systems. On one hand, the
24-h ghrelinergic expression profile overlaps the one described for melatonin, a key component
of the circadian system in vertebrates [57]. On the other, the rhythms are also in phase with the
daily rhythms of the negative loop clock genes of the clock molecular machinery (gper1a,
gper1b, gper3 and gcry3 in the hypothalamus [58,59] and gut [60,61] of goldfish), and are in
antiphase with the genes of the positive loop (clock1a and bmal1 in rainbow trout [62] and
senegale sole [63]). Aditionally, ghrelin was found to induce the expression of some per and cry
genes, but not bmal1a, in goldfish central and peripheral tissues [37]. The possible connection
between the ghrelinergic system with negative elements of the circadian molecular machinery,
such as per, is also supported by the similar anatomical distribution reported in present study
for ghs-r1a gene in brain, and the one previously reported for gper1b gene in goldfish main-
tained under the same environmental conditions [59]. All these parallelisms clearly suggest a
connection between the ghrelinergic system and clock genes expression, although further stud-
ies are required to demonstrate the specific implication of ghrelin in this function.
In summary, present results demonstrate that preproghrelin, ghrelin and ghrelin receptor
ghs-r1a are widely expressed in the goldfish brain and gastrointestinal tract, and show for the
first time a rhythmical pattern of expression in hypothalamus, pituitary and gastrointestinal
tract of goldfish. These rhythmic patterns indicate an important connection between the ghre-
linergic system and the circadian system of teleosts, and suggest that ghrelin might be acting
alternatively as an input/output of the food entrainable oscillator.
Fig 8. Relative expression of ghs-r1 in goldfish forebrain (A), hypothalamus (B), hindbrain (C),
pituitary (D) and gastrointestinal tract (E) during a 24-h light/dark cycle.Relative mRNA amounts were
quantified by RT-qPCR. Data are expressed as mean ± SEM (n = 6/time point). The grey area indicates the
dark phase of the daily photocycle, and the arrow indicates the scheduled feeding time (ZT-4). Dashed lines
represent the periodic sinusoidal functions determined by the cosinor analysis when a significant rhythm was
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Supporting Information
S1 Fig. Specificity of preproghrelin and ghs-r1a mRNA riboprobes and the antibody anti-
human ghrelin. A, B. Anterior intestine showing preproghrelin antisense riboprobes signaling
(arrowheads) surrounding the nucleus. C. Anterior intestine showing preproghrelin sense
riboprobes staining. D, E. Telencephalon showing ghs-r1a antisense riboprobes signaling
(arrowheads) staining. F. Telencephalon showing ghs-r1a sense riboprobes staining. G.
Antibody anti- human ghrelin cytoplasmic signal (arrowheads) in the anterior intestine. H.
Control anterior intestine without the primary antibody, incubated only with the secondary
one. #: Blood cells with unspecific staining.
(PDF)
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1.2. Distribución anatómica y perfil diario de ghrelina y su receptor ghs-r1a
S1. Fig. Specificity of preproghrelin and ghs-r1a mRNA riboprobes and the antibody anti-
human ghrelin. A, B. Anterior intestine showing preproghrelin antisense riboprobes signaling 
(arrowheads) surrounding the nucleus. C. Anterior intestine showing preproghrelin sense 
riboprobes staining. D, E. Telencephalon showing ghs-r1a antisense riboprobes signaling 
(arrowheads) staining. F. Telencephalon showing ghs-r1a sense riboprobes staining. G. 
Antibody anti- human ghrelin cytoplasmic signal (arrowheads) in the anterior intestine. H. 
Control anterior intestine without the primary antibody, incubated only with the secondary 
one. #: Blood cells with unspecific staining. 
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Capítulo 2 
El hígado como oscilador endógeno en el carpín (Carassius auratus): 
Señales hormonales que modifican genes reloj en el hígado del carpín. 
2.1. La ghrelina como reguladora de genes reloj en el hígado cultivado del 
carpín. 
Role of ghrelin as modulator of clock genes expression in the liver of goldfish (Carassius 
auratus) in vitro: actions via PLC-PKC and AC-PKA pathways. Enviado a Journal of 
Experimental Biology 
2.2. Glucocorticoides como reguladores de genes reloj en el hígado 
cultivado del carpín. 
A) Performing a hepatic timing signal: glucocorticoids induce gper1a and gper1b
expression and repress gclock1a and gbmal1a in the liver of goldfish. Journal of
Comparative Physiology. Part B. (2015) 186(1): 73-82
B) Clock genes expression in liver of goldfish in vivo, in vitro and synchronization by
         glucocorticoids.  En preparación para enviar a Journal of Comparative Physiology. Part B.
2.3. El oscilador hepático en carpín dorado. Modificaciones por el
ciclo luz oscuridad, el horario de alimentación y hormonas. 
The liver as a component of the circadian system: integrating a network of signals. 
General and Comparative Endocrinology (2015) 221: 213–216. 

RESUMEN 
El segundo capítulo está dedicado a la investigación de las señales hormonales como 
vías de entrada del sistema circadiano del carpín, centrándose en la ghrelina y los 
glucocorticoides. Así, el presente capítulo consta de tres partes. La primera de ellas dedicada al 
efecto de la ghrelina como modulador de genes reloj en hígado in vitro como ejemplo de vía 
de señalización relacionada con la regulación de la ingesta y el metabolismo energético. La 
segunda dedicada al análisis del efecto de los glucocorticoides como moduladores de los genes 
reloj en carpín debido a que su papel como vía de salida del oscilador está muy 
bien caracterizada en vertebrados, ya que es el primer paso para conocer cómo el estrés 
puede afectar al sistema circadiano, afectando por tanto a la homeostasis temporal. Y una 
tercera parte dedicada a la realización de una revisión exhaustiva de la información disponible 
hasta la actualidad de la regulación del oscilador hepático del carpín dorado recogiendo 
todas las señales de entrada al oscilador estudiadas hasta el momento. 
1. Estudio de la ghrelina como modulador de los genes reloj en el hígado del carpín.
Estudios previos realizados por nuestro grupo de investigación recientemente han 
puesto de manifiesto una regulación de los genes reloj en el hígado del carpín una hora 
después de haber sido tratados con ghrelina (Nisembaum et al., 2014b). Además, resultados
previos de la presente Tesis Doctoral muestran un perfil rítmico de la expresión tanto de la 
propia ghrelina como de su receptor en el hipotálamo, y de ésta en su principal lugar de 
síntesis, el tracto gastrointestinal. Así pues nos preguntamos si es la ghrelina en sí misma una 
señal directamente reconocida por el hígado capaz de modificar su oscilador molecular.   
2. Estudio de los glucocorticoides como moduladores de los genes reloj en el hígado del carpín.
2.1. A corto plazo.
Recientemente se ha estudiado el efecto de los glucocorticoides sobre el oscilador 
hepático en mamíferos describiéndose la sensibilidad de dichos genes, especialmente los 
representantes de la familia per a las oscilaciones de los niveles de estas hormonas. En esta 
parte de la Tesis estudiamos si los glucocorticoides, principal señal de estrés en vertebrados, es 
capaz de modular la expresión de genes reloj también en el carpín, tanto in vivo, como in vitro. 
2.2 A largo plazo. Sincronización por glucocorticoides. 
A continuación nos preguntamos en primer lugar si existe ritmicidad diaria en los 
niveles de cortisol endógenos del carpín dorado y, de ser así, si los glucocorticoides podrían 
considerarse una entrada del sistema circadiano capaz no solo de una modificación puntual del 
oscilador hepático sino también de una resincronización del mismo tras una exposición a 
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Role of ghrelin as modulator of clock genes expression in the liver of goldfish (Carassius 
auratus) in vitro: actions via PLC-PKC and AC-PKA pathways. Enviado a Journal of 
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DISEÑOS EXPERIMENTALES 
1. Presencia de receptores de ghrelina en el hígado del carpín.
Con el fin de averiguar si la ghrelina actuaba directamente sobre el hígado del carpín 
para modular los genes reloj, el primer paso fue demostrar la presencia de receptores 
específicos para esta hormona. Para ello, los animales permanecieron en ayunas 48 h. El día 
del experimento, se anestesiaron con fenoxietanol (1 ml/l) y se fijaron con paraformaldehído al 
4% a ZT 2 (considerándose ZT 0 el momento del encendido de las luces) extrayéndose 
muestras de hígado. A continuación se llevó a cabo la hibridación in situ en todas las muestras 
con la sonda antisentido y sentido (control negativo) para el tránscrito ghs-r1a (Figura C2.1). 
Figura C2.1. Diseño experimental para el estudio de la distribución de ghs-r1a en el hígado del 
carpín. Se tomaron muestras de hígado de carpines mantenidos en condiciones de aclimatación 
en ayunas durante 48 h en ZT 2. La hibridación in situ se realizó mediante el uso de sondas 
sentido y antisentido de 979 pb de ghs-r1a.  
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2. Efecto de la ghrelina como modulador de los genes reloj en hígado in vitro y de la vía de
señalización intracelular implicada.
Se estudió, la acción directa de la ghrelina sobre la expresión de genes reloj en el 
hígado del carpín, así como los efectos de un antagonista de la hormona. En la figura C.2.2 se 
muestra un esquema de los fármacos empleados en este estudio en el que cada letra indica 
dónde afectan en la cascada de señalización cada uno de los diferentes fármacos que se han 
empleado. Los diseños experimentales concretos con cada fármaco se detallan a continuación 
en el texto y en los siguientes esquemas. En todos los casos los animales se mantuvieron bajo 
condiciones de fotoperiodo 12L:12D y alimentación a ZT 2. El día del experimento, los animales 
se sacrificaron a ZT 2 (en ayunas) para proceder a la extracción del hígado y comenzar los 
cultivos. En todos los caso se dejó el tejido preincubando para su estabilización 2 horas antes 
de comenzar los tratamientos. A lo largo de todos los experimentos de cultivos, se utiliza el 
término CT (circadian time) como  equivalente al horario en ZT pero en ausencia de señales 
sincronizadoras, es decir, CT 0 corresponde con ZT 0 (considerándose CT 0 el momento del 
encendido de las luces antes del sacrificio de los animales). 
Figura C2.2. Estudio de la ghrelina como modulador de los genes reloj del hígado de carpín en cultivo. 
Cada letra indica dónde afectan en la cascada de señalización los diferentes fármacos que se han 
empleado. a: Estudio concentración-respuesta con ghrelina. b: Empleo de un antagonista de ghrelina 
([D-Lys3] GRPH-6). c: Inhibidor de la PLC (U73122). d: Empleo de un inhibidor y un activador de la PKC 
(Cheleritrina y PMA, respectivamente). e: Inhibidor de la PKA (H89). f: Empleo de un activador de la 
adenilato ciclasa (forskolin).  
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 Experimento concentración-respuesta de ghrelina-17.
Los hígados se cultivaron en presencia o ausencia de ghrelina (0,1, 1 y 10 nM) durante 
1 o 4 h (Figura C2.2.a, Figura C2.3). 
Figura C2.3. Diseño experimental para el estudio de la curva concentración-respuesta de ghrelina en 
hígados cultivados de carpín. Los hígados se preincubaron 2 h en presencia de medio control para 
estabilizar el tejido tras la extracción. Posteriormente se cambió el medio por medio control o 
suplementado con ghrelina (0,1, 1 o 10 nM) y se mantuvieron en estas condiciones 1 o 4 h. Se 
considera CT 0 el momento del encendido de las luces antes del sacrificio de los animales. 
 Estudio de la implicación de los receptores de ghrelina GHS-R1a en la acción de la
hormona sobre la expresión de los genes reloj.
Los hígados se cultivaron en presencia o ausencia de un antagonista de ghrelina 
([D-Lys3]-GRPH-6; 1, 10 y 100 nM) durante 15 min, tras lo cual se añadió medio de cultivo
control o suplementado con ghrelina a una concentración de 10 nM y se cultivaron 
durante 1 o 4 h (Figura C2.2.b y C2.4). 
Figura C2.4. Diseño experimental para el estudiar cómo afecta la presencia de un antagonista de 
ghrelina al efecto de la hormona sobre los genes reloj en hígado cultivado. Tras la preincubación de 2 h 
para estabilizar el tejido tras la extracción, se incuban 15 min las muestras en presencia o ausencia del 
antagonista de los receptores de ghrelina, [D-Lys-3]-GHRP-6 (1, 10 o 100 nM) y, posteriormente se 
añade a cada grupo medio control o suplementado con ghrelina 10 nM y se incuban durante 1 o 4 h. Se 
considera CT 0 el momento del encendido de las luces antes del sacrificio de los animales. 
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 Estudio de la posible vía de transducción intracelular responsable de la modulación de los
genes reloj por acción de la ghrelina.
Además para estudiar las posibles vías de transducción implicadas en la modulación de 
genes reloj debida a la ghrelina mediante aproximaciones in vitro, se emplearon diversos 
fármacos activadores o inhibidores de las vías PLC-PKC y AC-PKA. 
1) Estudio de la vía PLC-PKC.
Se estudió el efecto de una inhibición de la PLC, (U73122; 1-10 μM) o de la PKC
(Cheleritrina; 1 y 5 μM). En ambos ensayos, se incubó durante 15 minutos con el inhibidor 
correspondiente y a continuación se añadió medio de cultivo control o suplementado con 
ghrelina (10 nM) y se incubó durante 1 h (experimentos con U73122 y cheleritrina) ó 4 h 
(experimento con U73122) como se observa en la figura C2.5. Asimismo, se estudió el efecto 
de la activación de la PKC en la expresión de genes reloj mediante el uso de un activador de la 
PKC (Forbol miristato) a diferentes concentraciones (50 o 200 nM) que se añadió a hígados 
previamente incubados en presencia o ausencia de cheleritrina (1 o 5 μM) y se cultivaron 
durante 1 h (Figura C2.5). 
Figura C2.5. Experimentos para el estudio de la posible implicación de la vía PLC-PKC como 
transductora del efecto de la ghrelina sobre los genes reloj en hígado en cultivo. Tras la preincubación 
de 2 h para estabilizar el tejido tras la extracción, se incuban 15 min las muestras en presencia o 
ausencia del inhibidor de la PLC, U73122 (1 o 10 μM) o del inhibidor de la PKC, cheleritrina (1 o 5 μM) y, 
posteriormente se añade a cada grupo medio control, suplementado con ghrelina (10 nM) o con forbol 
miristato (50 o 200 nM) y se incuban durante 1 o 4 h (solamente en el caso del estudio del efecto del 
U73122). Se considera CT 0 el momento del encendido de las luces antes del sacrificio de los animales. 
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2) Estudio de la vía AMPc-PKA.
Se cultivó hígado en presencia o ausencia de un inhibidor de la PKA (H89) a diferentes
concentraciones (50 o 200 μM) durante 15 minutos tras los cuales se añadió a las muestras 
medio control o en presencia de ghrelina (10 nM) y se incubaron durante 1 h (Figura C2.5). 
Asimismo, se estudió el efecto del forskolin, activador de la AC. Para ello, se incubaron las 
muestras en ausencia o presencia de H89 (50 o 200 μM) tras lo cual se añadió medio control o 
medio suplementado con forskolin (10 μM) y se incubaron durante 1 h (Figura C2.6). 
Figura C2.6. Experimentos para el estudio de la posible implicación de la vía AMPc-PKA como 
transductora del efecto de la ghrelina sobre los genes reloj en hígado en cultivo. Tras la preincubación 
de 2 h para estabilizar el tejido tras la extracción, se incuban 15 min las muestras en presencia o 
ausencia del inhibidor de la PKA, H89 (50 o 200 nM) y, posteriormente se añade a cada grupo medio 
control, suplementado con ghrelina (10 nM) o con forskolin (10 μM) y se incuban durante 1 h. Se 
considera CT 0 el momento del encendido de las luces antes del sacrificio de los animales. 
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Role of ghrelin as modulator of clock genes expression in the liver of goldfish 
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SUMMARY 
Liver is the most important link between the 
circadian system and metabolism, which works as 
an oscillator regulated by different 
endogenous signals. Ghrelin is an orexigenic 
peptide synthesized in the gastrointestinal tract in 
vertebrates that acts through specific 
membrane receptors, being GHS-R1a the most 
studied. The objectives of the present study 
were first, to study the presence of ghrelin 
receptors in the liver of goldfish, and second to 
investigate the ghrelin signaling pathway in the 
regulation of clock genes expression in the 
hepatic oscillator in goldfish by in vitro 
approaches. Ghrelin receptor transcript, ghs-r1a, is 
present in the majority of the hepatic cells. In 
cultured liver ghrelin induces the expression of the 
positive (gbmal1a, gclock1a) and negative
elements (gper1a, gper1b, gper2a, gper3) of
the main loop of the molecular clock machinery as
well as grev-erbα from the auxiliary loop.
Moreover, this effect is completely blocked by the 
preincubation with an antagonist of ghrelin 
receptor, [D-Lys
3
]-GHRP-6. Incubation of liver 
with a PLC inhibitor (U73122), a PKC activator 
(phorbol 12-myristate 13-acetate) and a PKC 
inhibitor (chelerythrine chloride) demonstrate 
that the PLC-PKC pathway mediates such 
ghrelin actions. In addition, studies with an AC 
activator (forskolin) and a PKA inhibitor (H89) 
show that gbmal1a and grev-erb are also 
induced by a ghrelin-evoked cAMP rise in the 
cells. Taken together, present results show for the 
first time in vertebrates a direct action of ghrelin 
on hepatic clock genes, supporting the role of this 
hormone as a temporal messenger. 
Key words: ghrelin, ghrelin receptor, clock 
genes, PLC, PKC, cAMP, adenylyl cyclase, 




The circadian system controls physiological 
rhythms that let organisms to anticipate cyclic 
environmental changes. In vertebrates, these 
endogenous timing system is formed by 
multiple coupled central and peripheral 
oscillators that are entrained by environmental 
cues (Albrecht, 2012; Tsang et al., 2014). The 
molecular basis of these oscillators is well 
conserved among vertebrates (Dunlap, 1999; 
Panda et al., 2002) and consists of interlocked 
autoregulatory feedback loops of the known as 
clock genes. The positive limb of the main loop 
includes clock and bmal1 genes (Circadian 
Locomotor Output Cycles Kaput, and Brain and 
Muscle ARNT-Like 1, respectively). They form 
the heterodimer CLOCK-BMAL1 that activates 
the transcription of the negative elements, Per 
(Period) and Cry (Cryptochrome) clock genes, 
whose protein products inhibit CLOCK-
BMAL1 transactivation (Hastings et al., 2007; 
Nader et al., 2010; Schibler et al., 2015). This 
main auto-regulatory loop is stabilized by an 
auxiliary loop formed by Rev-erb (V-erbA-
related protein EAR-1) and Ror (Retinoic acid 
related orphan receptor) genes, which mainly 
modulates Bmal1 expression (Nader et al., 
2010; Schibler et al., 2015). 
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The fact that, besides the light-dark, feeding 
cycle may act as a potent synchronizer of 
locomotor activity daily rhythms in vertebrates 
(including teleost species) is well known since 
time ago (Bechtold, 2008; Madrid et al., 2001; 
Mistlberger, 2011; Sánchez-Vázquez and 
Madrid, 2001; Spieler, 1992; Stephan, 2002). 
However, which food related signal(s) entrains 
the molecular clocks of the circadian system 
(known as Food Entrained Oscillators, FEOs) 
remains unknown. In mammals, the different 
oscillators of the circadian system respond with 
different sensitivities to feeding inputs, being 
the liver one of the most sensitive peripheral 
oscillators (Albrecht, 2012; Damiola et al., 
2000; Reddy et al., 2007; Schibler et al., 2015; 
Schmutz et al., 2012; Sujino et al., 2012). In 
teleosts, the scarce studies available to date, 
including goldfish (Carassius auratus), suggest 
that as in mammals, the liver acts as an 
oscillator that can be synchronized by 
photoperiod and feeding schedule (del Pozo et 
al., 2012; Feliciano et al., 2011; López-Olmeda 
et al., 2010; Martín-Robles et al., 2011; 
Sánchez-Bretaño et al., 2015a and 2015b; 
Tinoco et al., 2014; Vera et al., 2013). 
Moreover, it is highly sensitive to feeding 
cycles and food related signals (del Pozo et al., 
2012; Feliciano et al., 2011; López-Olmeda et 
al., 2010; Vera et al., 2013; Sánchez-Bretaño et 
al. 2015b).  
Ghrelin is a peripheral orexigenic peptide 
hormone involved in energy balance by 
promoting food intake, carbohydrate utilization 
and adiposity (Abizaid and Horvath, 2012; 
Delporte, 2013), although it also exerts a wide 
variety of physiological functions in the 
organism (Delporte, 2013; Sato et al., 2012). 
This hormone has a daily rhythm in the mice 
stomach ghrelin expression (LeSauter et al., 
2009), rat hypothalamus and plasma (Bodosi et 
al., 2004; Patton et al., 2014). and it is also 
rhythmically expressed in the hypothalamus, 
pituitary and anterior intestine of goldfish 
(Sánchez-Bretaño et al., 2015c). Such hormonal 
rhythms have been related mainly with feeding-
fasting rhythms, and in fact ghrelin is 
considered an output of the FEOs that could 
drives Food Anticipatory Activity (FAA, 
LeSauter et al., 2009; Nisembaum et al., 2014b; 
Patton et al., 2014). Moreover, it has been 
proposed that this hormone could also act as an 
input of circadian clocks, signalling feeding-
fasting rhythms. However, to date there are few 
evidences that support such role of ghrelin. In 
mouse, it is able to phase advance or delay the 
rhythm of spontaneous firing and clock gene 
expression in vivo and in cultured mouse 
suprachiasmatic nuclei (Yannielli et al., 2007; 
Zhou et al., 2014). On the other hand, in 
goldfish, ghrelin induces per gene expression in 
hypothalamus and liver 1 hour after an 
intraperitoneal administration (Nisembaum et 
al., 2014b).  
Ghrelin action is mediated by G-protein coupled 
receptors known as growth hormone 
secretagogue receptors (GHS-R), or also ghrelin 
receptors (Kaiya et al., 2013; Kojima et al., 
1999a). In otophysi teleosts, two paralog ghs-r 
genes have been identified (GHS-R1 and GHS-
R2), which has been tetraploidized in cyprininae 
resulting in the presence of four subtypes of 
receptors in goldfish (GHS-R1a1, GHS-R1a2, 
GHS-R2a1 and GHS-R2a2, Kaiya et al., 2010). 
Among the different GHS-R, GHS-R1a seems 
to be involved in many of the physiological 
actions of ghrelin (Gnanapavan et al., 2002; 
Kaiya et al., 2013; Yin et al., 2014). This 
receptor is mainly couple to the phospholipase 
C (PLC)- protein kinase C (PKC) pathway 
(Kojima et al., 1999b; Yin et al., 2014), but it 
acts also via other intracellular molecular 
pathways, including the adenylyl cyclase (AC)- 
protein kinase A (PKA) pathway (Kohno et al., 
2003). Recently the anatomical distribution of 
the GHS-R1a expression in forebrain and gut of 
goldfish has been described (Sánchez-Bretaño et 
al., 2015c). Such distribution coincides with the 
location of the clock gene per1b (Sánchez-
Bretaño et al., 2015a; Sánchez-Bretaño et al., 
2015c), giving an anatomical support for a 
putative role of ghrelin as an input of circadian 
clocks in this species. 
Then, because the special relevance in the 
synchronization of the liver to feeding inputs in 
mammals and fish , and the role of ghrelin as a 
signal of feeding-fasting cycles, the aim of the 
present study was to investigate if ghrelin 
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Firstly, we have reported the expression of the 
ghrelin receptor GHS-R1a by in situ studies in 
the liver of this species. Secondly, we have 
demonstrated that ghrelin affects clock genes 
expression (gper1a, gper1b, gper2a, gper3, 
gbmal1a, gclock1a and grev-erb) in this organ 
in vitro in a concentration-response dependent 
way, and that the ghrelin antagonist [D-Lys3]-
GHRP-6 counteracts this effect. Finally, we 
have investigated which is the intracellular 
pathway (PKA and PKC) through which ghrelin 
exerts clock genes regulation on the goldfish 
hepatic clock, providing by first time in any 
vertebrate, a molecular mechanism by which 
ghrelin acts as an input of the circadian clocks. 
MATERIAL AND METHODS 
Animals, sampling and culture conditions  
For the anatomical experiments, goldfish (2.0 ± 
0.5 g; n=7) obtained from a local supplier 
(Rennes, France) were maintained in 60 l 
aquaria with filtered and aerated fresh water (22 
± 1°C) under a 12 h light: 12 h darkness 
(12L:12D) photoperiod (lights on at 9 AM). 
Fish were daily fed at 11 AM (zeitgeber time, 
ZT 2) with food pellets (1% body weight (b.w.); 
Novo GranoMix, JBL, GmbH & Co., Neuhofen, 
Germany). Goldfish (48 h fasted) were 
anesthetized at ZT 2 with phenoxyethanol 1 ml/l 
(ICN Biomedicals Inc., Irvine, CA, USA) and 
sacrificed. Then, the whole fish was immersed 
overnight in 4% paraformaldehyde diluted in 
0.1 M phosphate buffer saline (PBS, pH 7.4). 
The following day, the liver was removed and 
post-fixed 3 h in the same solution. Then, the 
samples were cryoprotected overnight with 30% 
sucrose (MP Biomedical, LLC, Illkirch, 
France), included in the frozen section medium 
Richard-Allan Scientific
TM
 Neg-50 (Thermo 
Shandon Scientific, Cheshir, UK) and stored at -
80°C. Fish handling procedures complied with 
International Standards for the Care and Use of 
Laboratory Animals and were in accordance 
with the Guidelines of the European Union 
Council (2010/63/EU) for the use of research 
animals.  
For culture studies, goldfish (7.2 ± 0.5 g) 
obtained from a local supplier (Madrid, Spain), 
were maintained in 60 l aquaria with filtered 
and aerated fresh water (22 ± 1°C) under a 12 h 
light: 12 h darkness (12L:12D) photoperiod 
(lights on at 8 AM). Fish were daily fed at ZT 2 
with food pellets (1% b.w.; Bioflakes, Sera 
Pond, Heidelberg, Germany). The day of the 
experiment non-fed goldfish were anesthetized 
in MS-222 (0.175 g/l, Sigma Aldrich, CA, 
USA) at ZT=2. Then, they were sacrificed and 
liver was quickly sampled and distributed in 
different wells (15 mg liver/well) in sterile 
culture 24-well multidish plates. Liver cultures 
were performed as previously described 
(Sánchez-Bretaño et al., 2015d). Only one 
portion of liver from each fish was employed in 
each experimental group (n=6 fish/group). Liver 
portions were always preincubated during 2 h in 
1 ml of Dulbecco’s Modified Eagle Medium, 
DMEM (15 mg liver/ml/well). Then, medium 
was replaced by 1 ml of fresh DMEM 
containing the respective vehicle (control 
groups) or containing the corresponding drug 
(treated groups). Incubation time vary according 
to the experiments. The liver cultures were 
performed under constant dim light and 
temperature (21 ± 1ºC) conditions. At the end of 
the culture time, liver samples were collected, 
quickly frozen in liquid nitrogen and maintained 
at -80°C until clock gene expression was 
quantified. 
Localization of ghs-r1a gene in the liver of 
goldfish by in situ hybridization (ISH) 
The probes for hybridization studies were 
synthesized from plasmids (pCR™4-TOPO® 
vector; Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) 
containing a 979 bp of goldfish ghs-r1a that 
have been previously obtained (Sánchez-
Bretaño et al., 2015c). This probe targets a 
common fragment of goldfish ghs-r1a1 and 
ghs-r1a2 (accession numbers AB504275.1 and 
AB504276.1). Plasmids with the insert were 
linearized with SpeI and NotI. Antisense and 
sense mRNA probes were obtained with DIG 
RNA labeling MIX (Roche Diagnostic, 
Mannheim, Germany) by in vitro transcription 
with T7 and T3 RNA polymerases (Promega, 
Madison, WI, USA). The specificity of the 
probes was confirmed with parallel series of 
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Liver obtained and stored at above described 
was included in TissueTek and sectioned at 8 
μm using a cryostat. Sections were mounted 
onto superfrost slides. The protocol for ISH was 
performed as previously described (Escobar et 
al, 2013) with minor modifications. In brief, 
cryostat sections were washed in PBS two times 
during 10 min before postfixation in Antigenfix 
(DiaPath, Martinengo, Italy) for 20 min. After 
washing in PBS, sections were treated for 5 min 
at 37°C with proteinase K (2 μg/ml, Sigma, 
Steinheim, Germany) diluted in PBS, and fixed 
in 4% paraformaldehyde for 15 min. Sections 
were rinsed twice in 2x standard saline citrate 
(SSC). Hybridization was performed at 65°C 
overnight in a humidified chamber using 100 μl 
hybridization buffer (50% deionized 
formamide; 2x SSC; 5x Denhardt's solution; 50 
μg/ml of yeast tRNA; 4 mM EDTA; 2.5% 
dextran sulfate) containing the DIG-labeled 
probe (3 μg/ml). After hybridization, slides were 
washed in 2x SSC at 65°C (2x30 min), 2x 
SSC/50% formamide at 65°C (2x30 min), 0.2x 
SSC (1x15 min) and 0.1x SSC (1x15 min) at 
room temperature. Slides were next washed in 
100 mM Tris-HCl (pH 7.5) containing 150 mM 
NaCl for 10 min, then washed in the same 
buffer containing 0.1% Triton and 0.5% of 
skimmed milk powder (2x30 min), and 
incubated overnight at room temperature with 
anti-digoxigenin alkaline phosphatase Fab 
fragments (1:2,000; Roche Pharma, Mannheim, 
Germany). On the next day, slides were 
incubated for 4.5 h with an HNPP (2-hydroxy-
3-naphtoic acid -2′-phenylanilide 
phosphate)/FastRED detection kit (Roche 
Pharma, Mannheim, Germany), according to the 
manufacturer's instructions. Finally, slides were 
coverslipped with Vechashield mounting 
medium containing 4′,6-diamidino-2-
phenylindole (DAPI; Vector Laboratories, 
Burlingame, CA, USA). Slides were observed 
with an epifluorescence microscope (Olympus 
Provis, equipped with a DP71 digital camera). 
Images were processed with either the Olympus 
Analysis or Zeiss Cell software. Micrographs 
were generated in the “TIFF” format and 
adjusted linearly for light and contrast before 
being assembled on plates using Photoshop 
CS6. 
Drugs  
Stock solutions were prepared and stored at 4ºC 
until used. The 17–aminoacid isoform of 
goldfish ghrelin 
(GTS(Octanoyl)FLSPAQKPQGRRPP; 
Bachem, Bubendorf, Switzerland) and the PKA 
inhibitor H89 (Sigma Aldrich, CA, USA) were 
prepared in stilled water at 2 and 15 mM 
concentrations, respectively. Stock solutions of 
the PLC inhibitor U73122 (Tocris Bioscience, 
Bristol, UK), the ghrelin antagonist [D-Lys
3
]-
GHRP-6 (Bachem, Bubendorf, Switzerland) and 
the AC activator forskolin (Sigma Aldrich, CA, 
USA) were prepared in absolute ethanol at 1, 10 
and 15 mM concentrations, respectively. The 
PKC inhibitor chelerythrine chloride (CHEL; 
Sigma Aldrich, CA, USA) and the PKC 
activator phorbol 12-myristate 13-acetate 
(PMA; Sigma Aldrich, CA, USA) stock 
solutions were prepared in DMSO at 5 and 20 
mM concentrations, respectively. All the stock 
solutions were diluted in DMEM (Sigma 
Aldrich, CA, USA) to reach the required final 
concentrations just before use. 
When the experimental approach includes the 
use of an antagonist or an inhibitor (i.e. 
[D-Lys
3
]-GHRP-6, U73122, CHEL, H89), these 
drugs were added 15 min before the respective 
activator of gene expression (ghrelin-17, PMA, 
forskolin). 
Clock genes expression analysis 
Clock genes expression (gper1a, gper1b, 
gper2a, gper3, gbmal1a, gclock1a and grev-
erb) was measured in all the samples by RT-
qPCR using gβ-actin as a reference gene as 
previously described (Nisembaum et al., 2014a). 
Specific primers and Gene Data Bank Reference 
Numbers are shown in Table 1. The RNA 
extraction (TRI® Reagent method, Sigma 
Chemical, Madrid, Spain), DNase treatment 
(Promega, Madison, USA), cDNA synthesis 
(Invitrogen, Carlsbad, USA) and real-time PCR 
reactions (iTaqTM SYBR® Green Supermix in 
a CFX96TM Real-Time System, Biorad 
Laboratories, Hercules, USA) were carried out 
following manufacturer instructions with minor 
modifications (Nisembaum et al., 2012). Total 
RNA (1 µg) was retrotranscribed and PCR 
reactions were developed in a final volume of 
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10 µl (2 µl of cDNA per sample). PCR 
conditions were 30 seconds at 95ºC, and 40 
cycles consisting of 5 sec at 95ºC and 30 sec at 
60ºC for all genes. Calibration curves were 
made with serial dilutions of cDNA, exhibiting 
efficiencies around 100%. Specificity of 
amplifications was ensured by melting curves 
and also tested by agarose gels. The relative 
mRNA expression was determined by ΔΔCt 
method (Livak and Schmittgen, 2001). 
Table 1. Accession numbers of the genes of interest and 
primers sequences used in this study. 
Statistics 
Data obtained from ΔΔCt method were 
transformed with logarithmic function for 
normalizing the variance and to obtain 
homocedasticity. A probability level of p<0.05 
was considered statistically significant. 
Analysis of the relative expression changes in 
the ghrelin concentration-response curves was 
conducted by using one-way ANOVA followed 
by the post-hoc Student Newman Keuls (SNK) 
test. A two-way ANOVA followed by the post-
hoc SNK was used when both, the interaction of 
activators (ghrelin-17, PMA, forskolin) and 
inhibitors ([D-Lys
3
]-GHRP-6, U73122, CHEL, 
H89) were used together. 
RESULTS 
Ghrelin receptor location in the liver of 
goldfish  
Ghrelin receptor ghs-r1a expression was 
widely found in the liver. Almost all the hepatic 
cells showed strong ghs-r1a signal surrounding 
the nucleus (Fig. 1A, C), while the sense 
riboprobes yielded no signal (Fig. 1B) 
supporting the specificity of the obtained signal 
in the goldfish liver. 
Figure 1. Transversal representative sections of goldfish liver showing ghs-r1a gene positive cells found by in situ 
hybridization. A. Liver section showing ghs-r1a antisense riboprobe staining surrounding the nucleus in red. B. Liver 
section showing the absence of ghs-r1a sense riboprobe staining. C. Detail of hepatic nucleus surrounded by red ghs-
r1a mRNA riboprobe staining (arrowhead).  
Ghrelin as regulator of clock genes 
expression in cultured liver 
Ghrelin modifies the expression of some 
clock genes in goldfish liver in vitro (Fig. 2). 
All the clock genes studied (with the exception 
of gper1b) were induced by ghrelin from 0.1 to 
10 nM concentrations after 1 h of treatment 
(excepting gclock1a and gper3 at 0.1 nM 
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ghrelin). The gene that showed the highest 
induction by ghrelin was gper1a with around 7-
fold induction, whereas the rest of period genes 
studied, gper2a and gper3, exhibited a smaller 
induction (around 2-fold). Genes of the positive 
limb gbmal1a, gclock1a and the gene from the 
auxiliary loop, grev-erb were induced around 
4-5 fold by ghrelin. The effect was clearly
declined at 5 h of exposure in all these genes. In
the case of gper3 and the gene from the
auxiliary loop, grev-erb, the effect of ghrelin
disappears completely after 5 h of treatment.
The effect of ghrelin inducing the expression of
gper1b gene expression needed 5 h of exposure
to observe a 3-fold increase.
The specificity of the ghrelin evoked 
clock genes induction was tested by using the 
antagonist [D-Lys
3
]-GHRP-6 (Fig. 3). 
Preincubation with the antagonist abolished the 
effects of ghrelin on gper1a, gper2a, gbmal1a 
and grev-erb expression after 1h exposure. 
This blocking effect by the antagonist was 
observed at 5 h of incubation on gper1b 
expression but not in the rest of clock genes 
analysed (gper1a, gper2a, gper3, bmal1a and 
grev-erbα). Concerning gclock1a gene, [D-
Lys
3
]-GHRP-6 was not able to block the slight 
induction by ghrelin during both, the 1 h and 5 h 
treatments, because a significant gene induction 
is observed with the antagonist alone after 5 h 
exposure. The ghrelin receptor antagonist by 
itself also increased gper3 expression in a 
concentration manner (reaching the maximal 
response at 10 nM) after 1 h of treatment, but 
not at 5-h exposure (Fig. 3).  
Figure 2. Concentration-response 
curves of relative expression of 
clock genes in cultured liver 
treated with ghrelin (GRL) 
during 1 or 5 h. Culture medium 
were supplemented with different 
concentrations of ghrelin-17 (0, 0.1, 
1, and 10 nM). Data obtained by 
RT-qPCR are shown as the mean ± 
s.e.m. (n=6, liver aliquots from 6
different fish) in relative units
(ΔΔCt method). Differences among
groups (SNK test) are indicated by
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Figure 3. Relative expression of clock genes in goldfish cultured liver treated with ghrelin and the antagonist of 
ghrelin receptor, [D-Lys
3
]-GHRP-6. A. Cultured liver treated during 1 h. B. Cultured liver treated during 5 h. The 
antagonist (1, 10 or 100 nM) was added 15 min before the addition of ghrelin-17 (10 nM). Data obtained by qRT-PCR 
are shown as the mean ± s.e.m. (n=6, liver aliquots from 6 different fish) in relative units (ΔΔCt method). Asterisk 
indicates significant antagonism of [D-Lys3]-GHRP-6 on ghrelin stimulation (interaction p<0.05; two-way ANOVA). 
Small letters (a, b, c) indicate differences among ghrelin and [D-Lys3]-GHRP-6 groups (SNK test). When two-way 
ANOVA was significant (p<0.05), but there was no significant interaction between factors, $ indicates significant effect 
of ghrelin (gclock1a) respect to its control and  indicates significant effect of 10 and 100 nM [D-Lys3]-GHRP-6 
respect to 0 and 1 nM groups (per3).  
Involvement of the PLC-PKC pathway in the 
ghrelin modulation of clock gene expression 
The preincubation (15 min) with the PLC 
inhibitor (U73122) completely abolished the 
induction of clock genes by ghrelin at 1 h 
treatment for gper1a, gper1b, gper2a, gbmal1a 
and grev-erbα expression (Fig. 4). In the case of 
gclock1a and gper3, the direct stimulatory effect 
of U73122 observed after 1 h of treatment 
hampered the observation of blocking effects of 
PLC inhibitor on ghrelin-evoked gene 
expression. Ghrelin effect in longer exposures 
(5h) was blocked by the U73122 only for 
gper1a, gper1b and gper2a, and the inhibitor 
itself showed a slight induction of gbmal1a, 
gclock1a and grev-erbα. The basal expression 
of the rest of genes analyzed was not affected by 
U73122 at 1 and 10 µM concentration. 
The possible role of PKC in the regulation of 
clock genes by ghrelin was assessed by the use 
of a specific inhibitor of the kinase, the CHEL 
(Fig. 5). The induction of clock genes 
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expression by ghrelin was completely blocked 
by the pretreatment of the liver cultures with 
CHEL in the majority of the studied genes 
(gper1a, gper2a, gper3, gbmal1a and gclock1a) 
with the exception of grev-erb, which was 
only partially blocked. This inhibitor at 1 and 5 
μM concentrations had minor effects on basal 
clock genes expression except a small increment 
that was only observed in gper1a expression 
and a slight reduction of gclock1a transcripts 
(Fig. 5).  
Finally, as a positive control of the involvement 
of PKC on clock genes expression, liver tissue 
where treated for 1 h with a direct PKC 
activator, the PMA (Fig. 5). This activator at 
low concentration (50 nM) had slight effect but 
a higher concentration (200 nM) induced 
significantly gper1a, gper3, gbmal1a, gclock1a 
and grev-erb expression (Fig. 5). The 
pretreatment with CHEL (5 μM) diminished the 
PMA-evoked induction of gper1a, gper3, 
gbmal1a, and grev-erbNeither ghrelin nor 
PMA modify gper1b expression after 1 h of 
treatment.  
Figure 4. Relative expression of clock genes in cultured liver treated with ghrelin and the PLC inhibitor, U73122. 
A. Cultured liver treated during 1 h. B. Cultured liver treated during 5 h. Groups with U73122 (1 or 10 µM) were
preincubated during 15 min before de addition of ghrelin-17 (10 nM). Data obtained by RT-qPCR are shown as the
mean ± s.e.m. (n=6, liver aliquots from 6 different fish) in relative units (ΔΔCt method). Asterisk indicates significant
inhibition by U73122 of ghrelin stimulation (interaction p<0.05; two-way ANOVA). Small letters (a, b, c) indicate
differences among ghrelin and U73122 groups (SNK test).
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Figure 5. Relative expression of clock genes of cultured liver treated with ghrelin, the PKC activator, PMA, and 
the PKC inhibitor, CHEL, during 1 h. Groups with CHEL (1 or 5 μM) were preincubated during 15 min before de 
addition of PMA (50 or 200 nM) or ghrelin (10 nM). Data obtained by RT-qPCR are shown as the mean ± s.e.m. (n=6, 
liver aliquots from 6 different fish) in relative units (ΔΔCt method). Asterisk indicates significant inhibition by CHEL 
of PMA stimulation (interaction p<0.05; two-way ANOVA). Small letters (a, b, c) indicate differences among PMA and 
CHEL groups (SNK test). Symbol ¥ indicates significant inhibition by CHEL of ghrelin stimulation (interaction p<0.05; 
two-way ANOVA). Capital letters (X, Y, Z) indicate differences among ghrelin and CHEL groups (SNK test). 
The AC-PKA pathway in the ghrelin 
modulation of clock gene expression 
Forskolin, an AC activator, induced the 
expression of gper2a, gper3, gclock1a and grev-
erb while it had no effect on the rest of the 
clock genes analyzed after 1 h of treatment (Fig. 
6). A pre-treatment with the PKA inhibitor H89, 
abolished such forskolin effect in all the cases. 
This inhibitor by itself (in a concentration of 
200 μM) decreased gper3 expression.  
Ghrelin effect on gbmal1a and grev-
erbexpression was partially blocked by a 
pretreatment with H89 (significant interaction in 
two-way ANOVA) but this PKA inhibitor did 
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Figure 6. Relative expression of clock genes in cultured liver treated with ghrelin, the AC activator, forskolin, 
and the PKA inhibitor, H89 during 1 h. Groups with H89 (50 or 200 μM) were preincubated during 15 min before de 
addition of forskolin; (10 μM) or ghrelin (10 nM). Data obtained by RT-qPCR are shown as the mean ± s.e.m. (n=6, 
liver aliquots from 6 different fish) in relative units (Ct method). Asterisk indicates significant inhibition by H89 of 
forskolin stimulation (interaction p<0.05; two-way ANOVA). Small letters (a, b, c) indicate differences among 
forskolin and H89 groups (SNK test). Symbol ¥ indicates significant inhibition by H89 of ghrelin stimulation 
(interaction p<0.05; two-way ANOVA). Capital letters (X, Y, Z) indicate differences among ghrelin and H89 groups 
(SNK test). When ghrelin-H89 two-way ANOVA was significant (p<0.05), but there was no significant interaction 
between factors, $ indicates significant effect of ghrelin (gper1a, gper2a, gclock1a); and  indicates significant effect of 
H89 (gper3) respect to its controls.  
DISCUSSION 
In the present work we demonstrate for the first 
time in teleosts the evidence of a direct effect of 
ghrelin on clock genes expression in the liver; 
moreover, we found that ghrelin-17 directly 
induces the effect on clock genes expression via 
its own receptor located in the hepatic cells and 
that the intracellular signaling pathways that are 
involved are PLC-PKC and AC-PKA pathways. 
First of all, present results shows that ghrelin 
induce clock genes expression in cultured liver 
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of goldfish 1 h after the beginning of the 
treatment with the exception of gper1b that 
needed more time to be induced by this 
hormone (5 h). Moreover, we observed that this 
ghrelin effect on clock genes expression is quick 
and acute as it finished 5 h after the beginning 
of the treatment (except for gper1b). This is in 
accordance with a previous in vivo study carried 
out in goldfish, where an acute intraperitoneal 
injection of ghrelin-19 induces per genes in the 
liver 1 h after the injection, effect that 
disappears 3 h later (Nisembaum et al., 2014b). 
The delay observed in gper1b responsiveness to 
ghrelin signal could be due to a different 
sensitivity of this gene to ghrelin compared with 
the other per genes present in the liver of 
goldfish.  
Moreover, in the previous study on goldfish 
(Nisembaum et al., 2014b), the pretreatment of 
the animals with the ghrelin receptor antagonist 
[D-Lys
3
]-GHRP-6 partially blocked the ghrelin 
effect on hepatic clock genes in agreement with 
the results found in cultured liver in this our 
results, indicating the involvement of a ghrelin 
specific receptor in the observed action of 
ghrelin as modulator of clock genes expression. 
Moreover, we have found for the first time in 
vertebrates a wide distribution of the ghrelin 
receptor ghs-r1a in the majority of the hepatic 
cells, shown by an imaging technique that 
agrees with the previously reported ghrelin 
receptor presence in teleosts by PCR analysis, 
including goldfish (Cai et al., 2015; Kaiya et al., 
2010).  
The ghrelin receptor subtype GHS-R1a, 
whose expression has been found by in situ 
hybridization in the hepatocytes of goldfish in 
this study, is classically linked to the PLC-PKC 
intracellular transduction pathway (Chen et al., 
2009; Grey and Chang, 2011; Yin et al., 2014). 
This circuitry that includes the activation of 
PLC and the transduction of the signal to the 
regulation of different transcriptional factors has 
been previously found to be determinant in the 
modulation of the circadian system in mammals 
being responsible to induce phase shifts in 
hamsters (Schak and Harrington, 1999), to 
mediate light signaling (Bonsall and Lall, 2013; 
Lee et al., 2007) and melatonin and NPY role on 
phase advance in rodents (Biello et al., 1997; 
McArthur et al., 1997) and to participate in food 
entrainment (Zhang et al., 2012). In this sense, 
we have found that an activation of the PLC-
PKC pathway with the PKC activator CHEL in 
cultured liver of goldfish induced the expression 
of clock genes. Going further, present results 
showed that ghrelin induction of clock genes is 
transduced via this intracellular pathway as it is 
completely blocked in all the cases when 
cultured liver were pretreated with PLC or PKC 
inhibitors, indicating the relationship among the 
presence of ghrelin, the activation of ghrelin 
receptors in the hepatocytes and the 
transduction of the signal via PLC-PKC 
pathway to finally induce clock genes 
expression. In fact, there is a certain correlation 
among clock genes respect to its responsiveness 
to PMA and ghrelin, as we have found a high 
induction of gper1a, intermediate sensitivity for 
gper2a, gper3, gbmal1a and gclock1a, and a 
total insensitivity for gper1b after 1 h of 
treatment with any of them, PMA or ghrelin. 
Indeed, based on the results of present work, it 
seems that PKC pathway is the main pathway 
involved in the ghrelin-evoked response of all 
the clock genes analyzed. 
However, this is not the only intracellular 
pathway related to the action of ghrelin receptor 
GHS-R1a in mammals. In this line, Gs-AC-
PKA pathway has been also proposed as one of 
the possible intracellular transduction signals 
that could modulate ghrelin actions in these 
vertebrates (Kohno et al., 2003). This 
intracellular pathway has been also linked to the 
molecular functioning of the clock as far as the 
levels of cAMP are stabilizers and modulators 
of per gene transcripts levels in the fruit fly 
(Drosophila melanogaster Meigen 1830) and 
mammals (Hastings et al., 2014; Li et al., 2014; 
Motzkus et al., 2000; Zmrzljak et al., 2013) and 
the inhibition of PKA delays the mammalian 
clock (Lee et al., 1999), this enzyme induce 
Per1  in human (Motzkus et al., 2007), and 
adjust their clock in the presence of light pulses 
(Tischkau et al., 2000). In this sense, present 
results showed that the direct activation of the 
AC-PKA pathway by forskolin in cultured liver 
implies a slight induction of some clock genes 
(gper2a, gper3 and gclock1a) and in the case of 
grev-erb gene expression, it is highly 
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dependent on this signaling pathway (4-fold 
increase). This forskolin effect is reverted when 
liver were pretreated with H89. When the 
possible connection between ghrelin induction 
of hepatic clock genes and the transduction via 
AC-PKA was analyzed, present results showed 
that in the majority of the cases, ghrelin effect is 
independent of the AC-PKA intracellular 
pathway, with the exception of gbmal1a and 
grev-erb. As we observed for PKC, there is a 
certain correlation attending to the sensitivity of 
gene expression to forskolin and the potency of 
H89 blocking ghrelin-evoked stimulation. This 
parallelism is clearer for gbmal1a and grev-
erb, however gclock1a showed H89 sensitivity 
although is not significant. Nonetheless, it is 
important to consider that the AC-PKA pathway 
relationship with the circadian system has been 
demonstrated to be almost in all the cases 
related to the light-dark cycle signaling 
transduction by CRE elements (Ginty et al., 
1993; Motzkus et al., 2007; Travnickova-
Bendova et al., 2002) that is more relevant in 
the known as light entrainable oscillators 
(LEOs). Ghrelin, as a food intake and energy 
balance signal could be more related to the food 
entrainable oscillators (FEOs) and this could be 
the explanation of the less importance of AC-
PKA intracellular pathway in the transduction 
of this hormone signal to the clockwork. 
The molecular form of ghrelin used in the 
present study, ghrelin-17, was previously 
demonstrated to be a biologically active ghrelin 
isoform, and the one involved in the regulation 
of food intake as an endogenous orexigenic 
factor in goldfish (Kang et al., 2011; Miura et 
al., 2009). Moreover, the ghrelin concentration 
range used in this study (0.1-10 nM) has been 
previously reported as physiologically 
significant in goldfish cultured pituitary where 
different isoforms of ghrelin, ghrelin-12 and 
ghrelin-19, induced LH and GH release (Grey 
and Chang, 2013; Unniappan and Peter, 2004). 
Moreover, the fact that both ghrelin-19 (isoform 
used in vivo by Nisembaum et al., 2014b) and 
ghrelin-17 (isoform used in these experiments) 
modulates clock genes expression in liver 
emphasized the importance of this peptide as an 
input to clock genes functioning in the hepatic 
oscillator. In addition, the rapidity and acutely 
characteristics of the effect of ghrelin on the 
induction of clock genes expression is one 
property that is essential for synchronizing 
agents as we propose for the case of ghrelin and 
liver oscillator.  
Taking into account the relevance of the liver as 
a link between the circadian system and 
metabolism and the fact that the same hormone 
acts at the same time as an indicator of the 
energetic state of the organism and as modulator 
of the hepatic oscillator, this could be indicating 
a link between the regulation of energy balance 
and the regulation of circadian system in 
teleosts. In fact, considering that under 
physiological conditions, high levels of 
circulating ghrelin, probably mimicking 
starvation, modify clock genes expression in 
hepatic oscillator in an acute but strong manner 
it could be propose that this hormone could act 
as a signal able to reset the hepatic metabolism 
via modulation the hepatic oscillator. In this 
sense, it is noteworthy that most of the genes 
that show circadian oscillations in liver are 
related to metabolic processes (Oishi et al., 
2005; Reddy et al., 2007). Then, it makes sense 
that a crosstalking between nutritional reserves 
signals as ghrelin and the circadian system 
might be taking place in order to maintain 
metabolic balance for the liver, and even, for the 
whole organism.  
In conclusion, present results demonstrate for 
the first time in a group of vertebrate the direct 
effect of ghrelin modulating the molecular 
functioning of the hepatic oscillator by inducing 
the expression of some clock genes expression 
via the PKC-PLC and to a lesser extent via AC-
PKA pathways. If the acute clock genes 
response to ghrelin observed in vitro involves a 
physiological role of this orexigenic hormone as 
an endogenous input of the circadian system in 
goldfish remains to be elucidated. 
LIST OF SYMBOLS AND ABREVIATIONS 
AC Adenilate ciclase 
Bmal1 Brain and Muscle ARNT-Like 1 
cAMP Cyclic adenosin monophosphate 
CHEL Chelerythrine chloride  
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2.2. Glucocorticoides como reguladores de genes reloj en el hígado cultivado 
del carpín. 
A) Performing a hepatic timing signal: glucocorticoids induce gper1a and gper1b expression
and repress gclock1a and gbmal1a in the liver of goldfish. Journal of Comparative 
Physiology. Part B. (2016) 186(1): 73-82
DISEÑOS EXPERIMENTALES 
1. Efecto de una inyección aguda de dexametasona sobre la expresión de genes reloj en el
hígado del carpín.
Para el estudio del efecto de un aumento puntual de glucocorticoides, se realizó una 
inyección aguda intraperitoneal (IP) de dexametasona (1 μg/g) a ZT 2 en animales mantenidos 
en fotoperiodo 12L:12D y con comida una vez al día en ZT 2. El día del experimento los 
animales no comieron. Tras la inyección se tomaron muestras de hígado 3 y 8 h después para 
la medida de genes reloj mediante PCR cuantitativa en tiempo real (Figura C2.7). 
Figura C2.7. Diseño experimental del experimento para el estudio del efecto de una inyección IP 
aguda de dexametasona (1 μg/g) en los genes reloj del oscilador hepático. Los animales mantenidos en 
condiciones de fotoperiodo 12L:12D y alimentación a ZT 2 se inyectaron después de 24 h de ayuno en 
ZT2. Posteriormente se recogen muestras de hígado a las 3 y 8 h post-inyección para medir mediante 
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2. Estudio concentración-respuesta de cortisol y dexametasona sobre los genes reloj en
hígado en cultivo.
Para averiguar si los efectos sobre los genes reloj encontrados in vivo en el hígado del 
carpín en el experimento anterior se debían a una acción directa de los glucocorticoides sobre 
este órgano, se incubó el hígado de carpín con diferentes concentraciones del glucocorticoide 
endógeno en peces teleósteos, el cortisol (0, 0,1, 1 y 10 μM) durante 4 h o con el 
glucocorticoide sintético dexametasona (0,1, 1, 10 y 100 nM) durante 5 h (Figura C2.8). Como 
en todo los estudios in vitro, los animales se mantuvieron bajo condiciones de fotoperiodo 
12L:12D y alimentación a ZT 2. El día del experimento, los animales se sacrificaron a ZT 2 (en 
ayunas) para proceder a la extracción del hígado y comenzar los cultivos. En todos los caso se 
dejó el tejido preincubando para su estabilización 2 horas antes de comenzar los tratamientos. 
Figura C2.8. Diseño experimental para el estudio de la curva concentración-respuesta de cortisol y 
dexametasona en hígados cultivados de carpín. Los hígados se preincubaron 2 h en presencia de medio 
control. Posteriormente se cambió el medio por medio control o suplementado con cortisol (0,1, 1 o 10
μM) y se mantuvieron en estas condiciones 4 h. De modo similar en otro experimento los hígados se 
preincubaron 2 h en presencia de medio control. Posteriormente se cambió el medio por medio control o
suplementado con dexametasona (0,1, 1, 10 o 100 nM) y se mantuvieron en estas condiciones 5 h. Se
considera CT 0 el momento del encendido de las luces antes del sacrificio de los animales.
3. Efecto de la dexametasona sobre los genes reloj en hígado a lo largo de 24 h de cultivo.
A continuación se estudió la duración del efecto de la dexametasona mantenida en 
cultivo durante 24 horas. Para ello, tras las 2 h de preincubación se cambió el medio por medio 
control o suplementado con dexametasona (100 nM) y se mantuvieron en estas condiciones 
durante 24 h, recogiéndose muestras a diferentes tiempos (0,5, 1, 2, 4, 8, 16, 24 h; Figura 
C2.9).  
Figura C2.9. Diseño experimental para el estudio del efecto de la dexametasona sobre los genes reloj a 
lo largo de 24 h en hígados cultivados de carpín. Los hígados se preincubaron 2 h en presencia de 
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medio control. Posteriormente se cambió el medio por medio control o suplementado con 
dexametasona (100 nM) y se mantuvieron en estas condiciones 24 h, recogiéndose muestras a 
diferentes tiempos (0,5, 1, 2, 4, 8, 16 y 24 h desde el comienzo de la exposición a dexametasona). Se 
considera CT 0 el momento del encendido de las luces antes del sacrificio de los animales. 
4. Efecto de un tratamiento puntual de dexametasona sobre los genes reloj en hígado a lo
largo de 24 h de cultivo.
Para estudiar el impacto que tiene un pulso de glucocorticoides (2 h) en la expresión 
de los genes reloj en el oscilador hepático durante las 24 h siguientes, después de la 
preincubación para estabilizar el tejido, se añadió dexametasona (100 nM) a uno de los grupos
(G2 en la figura C2.10) o medio control (G1) y se incubó durante 2 h (fondo gris en la figura 
C2.10). Transcurrido este tiempo se volvió a cambiar el medio por medio control en ambos 
grupos experimentales y se prolongó la incubación otras 22 h recogiendo muestras durante la 
presencia de dexametasona (CT 5,5, CT 6 y CT 7) y hasta completar las 24 h, haciendo coincidir 
los puntos de muestreo con el protocolo anterior (0,5, 1, 2, 4, 8, 16, 24 h; Figura C2.10). 
Figura C2.10. Diseño experimental para el estudio del impacto de un tratamiento de 2h de 
dexametasona (100 nM) sobre los genes reloj a lo largo de 24 h en hígados cultivados de carpín. Los 
hígados se preincubaron 2 h en presencia de medio control. Posteriormente se cambió el medio por 
medio control (G1) o suplementado con dexametasona (100 nM, G2) y se mantuvo durante 2 h (fondo 
gris en la barra). Transcurrido este tiempo se cambió el medio por medio control en ambos grupos y se 
mantuvieron en estas condiciones 22 h más. Las muestras se recogieron en los mismos tiempos que los 
utilizados para el experimento previo (0,5, 1, 2, 4, 8, 16 y 24 h tras el comienzo de la exposición a 
dexametasona, aunque este caso a las 2 h la dexametasona se retiró del medio). Se considera CT 0 el 
momento del encendido de las luces antes del sacrificio de los animales. 
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Present results indicate that gper1 genes are targets for glu-
cocorticoids in the regulation of goldfish hepatic oscillator, 
as previously reported in mammals, suggesting a conserved 
role of glucocorticoids in the functional organization of the 
peripheral circadian system in vertebrates. The repression 
of clock1a and bmal1a is not so well established, and sug-
gests that other clock genes could be glucocorticoid targets 
in the goldfish liver.
Keywords Cortisol · Dexamethasone · Liver · Circadian 
system · Clock genes · per1 · Teleosts
Abbreviations
BMAL  Brain and muscle ARNT-like 1
CLOCK  Circadian locomotor output cycles Kaput
CRY  Cryptochrome
DEX  Dexamethasone
DMEM  Dulbecco’s modified eagle medium
GRE  Glucocorticoids response element
IP  Intraperitoneal
PER  Period
ROR  Retinoic acid related orphan receptor
RT-qPCR  Real-time quantitative polymerase chain 
reaction
SCN  Suprachiasmatic nucleus
SNK  Student Newman Keuls
ZT  Zeitgeber time
Introduction
The circadian system controls the rhythmic physiologi-
cal processes that let organisms to anticipate cyclic envi-
ronmental changes. In vertebrates, these endogenous tim-
ing systems are organized by multiple coupled central and 
Abstract Glucocorticoids have been recently proposed as 
input signals of circadian system, although the underlying 
molecular mechanism remains unclear. This work inves-
tigates the role of glucocorticoids as modulators of clock 
genes expression in the liver of goldfish. In fish maintained 
under a 12L:12D photoperiod, an intraperitoneal injec-
tion at Zeitgeber Time 2 of a glucocorticoid analog, dexa-
methasone (1 μg/g body weight) induced per1 genes while 
decreased gbmal1a and gclock1a expression in the liver 
at 8 h post-injection. A 4-h in vitro exposure of goldfish 
liver to cortisol (0.1–10 μM) also induced gper1 genes in 
a concentration-dependent manner. Similarly, the expo-
sure of the goldfish cultured liver to dexamethasone pro-
duced a concentration-dependent induction of gper1 genes. 
Moreover, this glucocorticoid analog led to a decrease in 
gbmal1a and gclock1a transcripts, while the other clock 
genes analyzed were unaffected. The induction of gper1a 
and gper1b by dexamethasone in vitro was observed at 
short times (2 h), whereas the reductions of gbmal1a and 
gclock1a transcripts needed longer exposure times (8 h) 
to the glucocorticoid to be significant. Additionally, a 2-h 
exposure to dexamethasone in the liver culture was enough 
to extend the induction of per genes for more than 12 h. 
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peripheral oscillators that could be entrained by different 
environmental cues (Albrecht 2012; Tsang et al. 2014). 
Currently, it is known that the molecular basis of these 
oscillators is well conserved (Dunlap 1999; Panda et al. 
2002). Basically, it consists on the reciprocal regulation of 
two interlocked transcriptional and post-translational auto-
regulatory feedback loops which present an oscillation 
close to 24 h (Panda et al. 2002; Hastings et al. 2007). In 
vertebrates, the heterodimer comprising CLOCK (Circa-
dian Locomotor Output Cycles Kaput) and BMAL1 (Brain 
and Muscle ARNT-Like 1) proteins forms the positive tran-
scriptional limb and activates the transcription of Period 
(per) and Cryptochrome (cry) clock genes which form the 
negative limb of the loop. The transcription of per and cry 
depends on the presence of E-box in their promoter. Once 
both of them are expressed, the protein heterodimer PER-
CRY enters into the nucleus and inhibits CLOCK-BMAL1 
transactivation (Panda et al. 2002; Hastings et al. 2007; 
Nader et al. 2010). This auto-regulatory loop is stabilized 
by an auxiliary loop formed by Rev-erbα and ROR (Reti-
noic acid related Orphan Receptor) genes, which mainly 
modulates Bmal1 expression (Guillaumond et al. 2005). 
This molecular mechanism involves homologous genes 
in all vertebrates (Panda et al. 2002; Hastings et al. 2007; 
Vatine et al. 2011), although a higher number of genes are 
present in teleost (Velarde et al. 2009; Vatine et al. 2011).
In vertebrates, including teleosts, the light-dark cycle is 
one of the most important external synchronizer (Reppert 
and Weaver 2002; Falcón et al. 2007) as well as the feed-
ing time (Carneiro and Araujo 2009; Feliciano et al. 2011). 
Moreover, the circadian system is also regulated by differ-
ent endogenous inputs, as metabolic signals and hormones 
(Mendoza et al. 2011; Nisembaum et al. 2014a, b). Gluco-
corticoids are one of the best studied signals that modulates 
mainly the peripheral oscillators in mammals (Albrecht 
2012; Tsang et al. 2014; Al-Safadi et al. 2015), but this 
subject remains to be explored in other vertebrates.
Glucocorticoids exert numerous functions related to 
metabolism and stress that are mainly carried out via specific 
widely distributed nuclear receptors (Nikaido et al. 2010; 
Kalsbeek et al. 2012). Glucocorticoid plasma levels have 
been reported to display a strong daily rhythm in many ver-
tebrates from fish to mammals (Nader et al. 2010; Ota et al. 
2012; Kalsbeek and Fliers 2013; López-Olmeda et al. 2013). 
These 24-h fluctuations seem to be driven by both central and 
local oscillators, as the one located in the mammalian adrenal 
gland (Nader et al. 2010; Kalsbeek et al. 2012). This rhyth-
mic glucocorticoid release, apart from constituting an output 
of the central circadian system, can also act as an input to 
peripheral oscillators, as suggested by the fact that glucocorti-
coids modify circadian gene expression in some mammalian 
peripheral tissues such as liver, heart, lung, stomach and kid-
ney (Balsalobre et al. 2000; Yamamoto et al. 2005).
The liver, a main regulator of primary metabolism, is one of 
the most sensitive peripheral oscillators, being synchronized 
by glucocorticoids (among other signals) in mammals (Reddy 
et al. 2007; Schmutz et al. 2012; Albrecht 2012; Sujino et al. 
2012). In mammalian cell lines or primary cell cultures, glu-
cocorticoids increase Per1 gene expression (Balsalobre et al. 
2000; Fukuoka et al. 2005; Reddy et al. 2007). Furthermore, 
an acute treatment with the glucocorticoid analog dexa-
methasone (DEX) induces Per1 gene expression in the liver 
of mice and rats (Yamamoto et al. 2005; Reddy et al. 2007), 
and produces a phase shift of clock genes expression rhythms 
in the mouse liver (Balsalobre et al. 2000). These effects are 
due, at least in part, to the presence of a GRE (Glucocorticoid 
Response Element) sequence in the promoter of Per1 gene 
(Yamamoto et al. 2005; Reddy et al. 2007). Moreover, it has 
been reported that the circadian expression pattern displayed 
by the majority of such genes in the liver disappears in adre-
nalectomized rats (Oishi et al. 2005).
In teleosts, like in mammals, the circadian system is 
also constituted by a net of central and peripheral oscilla-
tors (Velarde et al. 2009; Feliciano et al. 2011; Vatine et al. 
2011), although a hierarchic organization has not been 
found to date (Cahill 2002; Noche et al. 2011; Feliciano 
et al. 2011; Moore and Whitmore 2014). In goldfish (Caras-
sius auratus), a rhythmic expression of several clock genes 
has been reported in the central nervous system and also 
in peripheral tissues (Velarde et al. 2009; Feliciano et al. 
2011; Nisembaum et al. 2012; Sánchez-Bretaño et al. 2015), 
including the liver. Moreover, the hepatic oscillator in this 
teleost seems to be modulated by feeding time (Feliciano 
et al. 2011), and also by the orexigenic hormone ghrelin 
(Nisembaum et al. 2014b). In zebrafish (Danio rerio) lar-
vae a relationship between glucocorticoids and peripheral 
clocks has been suggested by the observation that these hor-
mones may act as permissive signals that enable the clock 
control of the cell cycle (Dickmeis et al. 2007).
To date, the possible role of glucocorticoids in the regu-
lation of clock gene expression is unknown in fish. There-
fore, the objective of the present study was to investigate 
the role of glucocorticoids as modulators of the hepatic 
clock gene expression in goldfish. To this aim, we first ana-
lyzed the expression of clock genes in the liver of goldfish 
treated with DEX in vivo. Second, we characterized the 
effects of glucocorticoids (cortisol and DEX) on clock gene 
expression in goldfish cultured liver.
Materials and methods
Animals and housing
Goldfish were obtained from a local supplier (Madrid, 
Spain) and maintained in 60-l aquaria (n = 9 fish/aquarium)
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with filtered and aerated water (22 ± 1 °C) under a 12L:12D
photoperiod (lights on at 7:00 a.m.). Fish were daily fed at 
9:00 a.m. (Zeitgeber Time, ZT 2) with a 1.5 % body weight 
(bw) of floating flakes (Bioflakes, Sera Pond, Heidelberg, 
Germany). All the fish handling procedures comply with the 
international standards for the Care and Use of Laboratory 
Animals, were approved by the Animal Experiments Com-
mittee of the Complutense University of Madrid, and were 
in accordance with the Guidelines of the European Union 
Council (2010/63/EU) for the use of research animals.
Drugs, intraperitoneal injections and liver cultures
Stock solutions were prepared and stored at 4 °C until 
used. Cortisol (Sigma Aldrich, CA, USA) was prepared 
in absolute ethanol at 25 mM concentration. Dexametha-
sone (Sigma Aldrich, CA, USA) was prepared in distilled 
water at a concentration of 100 μM. For the in vivo assays, 
DEX stock solution was diluted in teleost saline (1.9 mM 
Na2CO3 in 0.6 % NaCl) to obtain the final concentra-
tion (0.1 μg/μl) for the intraperitoneal (IP) injections. 
The injection volume was 10 μl/g bw of the correspond-
ing solution. For liver culture assays, cortisol and DEX 
stock solutions were diluted in Dulbecco’s Modified Eagle 
Medium (DMEM; Sigma Aldrich, CA, USA) to reach the 
required final concentrations (see below).
Goldfish (8–20 g bw) were killed at ZT 2 (before feeding 
time), and livers were quickly sampled and distributed in 
sterile culture 24-well multidish plates (each well was filled 
with 15 mg of liver measured as 15 μl of tissue). In each 
experiment, a portion of the liver of each fish was employed 
in all the experimental groups (the number of animals is 
indicated in each experimental design). After sampling, 
liver portions were preincubated in 1 ml of DMEM (15 mg 
liver/ml/well) during 2 h. Then, medium was replaced by 
1 ml of DMEM alone (DEX experiments) or containing 
ethanol (0.03 %, cortisol experiments) in control groups, 
and by 1 ml of DMEM plus the respective drugs in treated 
groups. Plates were incubated during different periods 
of time depending on the experiment. The cultures were 
performed under light conditions and at a temperature 
of 20 °C. These optimal conditions for the cultures were 
previously determined by cell viability experiments using 
PrestoBlue® (Invitrogen, Carlsbad, USA; data not shown). 
At the end of the experiments, liver samples were collected, 
quickly frozen in liquid nitrogen and maintained at −80 °C
until clock gene expression was measured.
Experimental designs
1. Effect of DEX on clock genes expression in vivo.
Goldfish (8.5 ± 0.5 g bw) maintained as previously
described and fasted the day of the experiment were
divided into four experimental groups (n = 7/group)
and IP-injected with saline (2 groups) or DEX (1 μg/g; 
2 groups) at ZT 2. Then, fishes were killed at 3- and 
8-h post-injection, and the livers were sampled and
stored at −80 °C until gper1a, gper1b, gbmal1a and
gclock1a expression was measured by Real Time quan-
titative PCR (RT-qPCR).
2. Effect of cortisol on clock genes expression in vitro.
For studying the in vitro effects of cortisol on clock
genes expression, liver aliquots (n = 8 aliquots/group)
were incubated during 4-h with medium containing
0.03 % ethanol (control group) or supplemented with
different concentrations of cortisol (0.1, 1 and 10 μM).
3. Effect of dexamethasone on clock genes expression
in vitro.
3.1. In a first experiment, a DEX concentration-
response study was performed. Liver aliquots 
(n = 6 aliquots/group) obtained as above
described were cultured during 5-h with medium 
alone (control group) or supplemented with dif-
ferent concentrations of DEX (0.1, 1, 10 and 
100 nM).
3.2. In a second experiment, a time course of DEX was 
carried out. Liver aliquots (n = 8 aliquots/group)
were cultured during different time intervals (0.5, 
1, 2, 4, 8, 16 and 24.5 h) in either absence (control 
group) or presence of DEX (100 nM).
3.3. In a third experiment, liver aliquots (n = 8 aliquots/
group) were cultured during 2-h in the presence 
of DEX (100 nM). Then, DEX was removed and 
samples were cultured in control medium. Samples 
were collected at the same time points than in the 
previous experiment (samples from 0.5, 1 and 2 h 
were collected during DEX exposure).
Clock genes expression analysis
Clock genes (gper1a, gper1b, gper2a, gper3a, gcry1a, 
gcry2a, gcry3, gbmal1a, gclock1a and gclock2) expres-
sion was measured by RT-qPCR, using gβ-actin as a ref-
erence gene as previously described (Nisembaum et al. 
2012; Nisembaum et al. 2014a, b). Specific primers and 
Gene Data Bank Reference Numbers are shown in Table 1. 
RNA extraction (TRI® Reagent method, Sigma Chemi-
cal, Madrid, Spain), DNase treatment (Promega, Madison, 
USA), cDNA synthesis (Invitrogen, Carlsbad, USA) and 
real-time PCR reactions (iTaqTM SYBR® Green Supermix 
in a CFX96TM Real-Time System, Biorad Laboratories, 
Hercules, USA) were carried out following manufacturer 
instructions with minor modifications (Nisembaum et al. 
2012). Total RNA (1 μg) was retrotranscribed and PCR 
reactions were developed in a final volume of 10 μl (1 μl 
of cDNA per sample). PCR conditions were 30 s at 95 °C, 
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and 40 cycles consisting of 5 s at 95 °C and 30 s at 60 °C for 
all genes. Calibration curves were made with serial dilutions 
of cDNA, exhibiting efficiencies around 100 %. Specificity 
of amplifications was ensured by melting curves and also 
tested by agarose gels. The relative mRNA expression was 
determined by ΔΔCt method (Livak and Schmittgen 2001).
Data analysis
Data from the experiment 1 were analyzed by a Student t 
test. A one-way ANOVA followed by the post-hoc Stu-
dent Newman Keuls (SNK) test was performed to analyse 
data from experiments 2 and 3.1. Data from long last-
ing cultures (experiments 3.2 and 3.3) were analyzed by a 
two-way ANOVA followed by SNK post-hoc test (factors: 
treatment and time of culture) and by a Student t test (at 
each time point). When necessary, data were transformed to 
logarithmic or square root scale to normalize and to obtain 
homoscedasticity. A probability level of p < 0.05 was con-
sidered statistically significant in all tests.
Results
An acute injection of the glucocorticoid analog, DEX 
(1 μg/g) at ZT 2 significantly increased (2.5–threefold) 
gper1a and gper1b expression (Fig. 1a, b) and decreased 
(three–fourfold) gbmal1a and gclock1a expression in the 
liver after 8 h post-injection (Fig. 1c, d) in goldfish main-
tained under 12L:12D and scheduled fed at ZT 2. There 
was any significant effect on the expression of any of the 
clock genes measured 3 h after the injection (Fig. 1).
An increase of gper1a and gper1b transcripts was also 
induced by cortisol on in vitro liver cultures (Fig. 2a, b). 
This in vitro effect of cortisol was concentration-dependent. 
The lower concentration tested (0.1) led to a tendency in 
increasing clock genes expression, although not statistically 
significant, while the two higher concentrations increased 
3–4.5 folds the relative expression of gper1a and gper1b.
The gper1a and gper1b transcripts in the liver were also 
upregulated by DEX after 5 h of in vitro exposure to this 
glucocorticoid in a concentration-dependent manner, with 
the strongest induction (4.5 fold) observed at the highest 
DEX concentration tested (100 nM) (Fig. 3a, b). The low-
est concentration studied (0.1 nM) was not able to modify 
gper1a and gper1b expression, being 1 nM the lower con-
centration that induced significant increases in the expres-
sion of these clock genes. This stimulatory effect was not 
observed in the rest of the studied genes from the negative 
loop (gper2a, gper3, gcry1a, gcry2a, gcry3 and gclock2, 
Fig. A1). However, the expression of gbmal1a, belonging 
to the positive feedback loop, was concentration-dependent 
reduced by the corticoid, being halved in the presence of 
100 nM DEX in the culture medium (Fig. 3c). No effect 
Table 1  Accession numbers 
of the genes and primers 
sequences employed in the 
quantitative RT-qPCR assays
Target gene Accession number Primer sequences 5′ → 3′ Product (pb)
gper1a EF690698 Forward CAGTGGCTCGAATGAGCACCA 155
Reverse TGAAGACCTGCTGTCCGTTGG
gper1b KP663726 Forward CTCGCAGCTCCACAAACCTA 159
Reverse CACAACAGCTGCAGAGGAAT
gper2a EF690697 Forward TTTGTCAATCCCTGGAGCCGC 116
Reverse AAGGATTTGCCCTCAGCCACG
gper3 EF690699 Forward GGCTATGGCAGTCTGGCTAGTAA 130
Reverse CAGCACAAAACCGCTGCAATGTC
gcry1a EF690700 Forward TACCGGCTGCCACCAACAAC 106
Reverse TTTGGCCAAGTGGGCTGAGG
gcry2a EF690701 Forward CGCTCTCCCTGTATGGTCAAC 102
Reverse AAGGCAACCCGATCTGTGTGC
gcry3 EF690702 Forward GGTGAGACAGAAGCCCTGGAA 102
Reverse GCTTGCGAACAGTGATTGAGCG
gbmal1a KF840401 Forward ATCGATGAGTCGTTCCCGTG 161
Reverse AGATTCTGTTCGTCTCGGAG
gclock1a KJ574204 Forward TCCTGGATCTGCCGCAGTTCAT 189
Reverse CGATGGCAGCATCTCTTGTGT
gclock2 HM161712 Forward ATGACACTGAGCAATCAGCTCC 172
Reverse CGTGGAGGATGTGTGTGATGAA
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was observed when 0.1 nM DEX was applied to the cul-
ture medium, while the intermediate concentrations (1 and 
10 nM) tended to reduce gbmal1a expression. The expres-
sion of gclock1a was only slightly reduced in the presence 
of the corticoid (Fig. 3d).
Figure 4 shows the expression profiles of the stud-
ied clock genes in liver throughout 24-h of culture time 
in the presence of DEX. The expression of gper1a and 
gper1b was significantly induced by DEX (100 nM) at 
different times of treatment (Fig. 4a, b). The increment 
of gper1a and gper1b transcripts was two–threefold and 
it remains when livers were exposed to DEX for up to 
24 h. As expected, gbmal1a and gclock1a expression in 
liver was diminished by DEX (Fig. 4c, d). The expres-
sion of both genes was halved by DEX for at least 24 h 
when the corticoid was maintained in the culture medium. 
Figure 4 shows that a lag period is required for detecting 
the changes in clock gene expression induced by DEX. 
Thus, 2–4 h seems to be the lag required to observe the 
effects on gper1a and gper1b genes, while an approximate 
time of 8 h is required for the decrease of gbmal1a and 
gclock1a (Fig. 4).
Fig. 1  Relative expression of 
gper1a, gper1b, gbmal1a and 
gclock1a in the liver of goldfish 
at 3- and 8-h post-injection with 
saline or DEX (1 μg/g bw). 
White bars indicate control 
groups and black bars DEX-
treated groups. Data obtained 
by RT-qPCR are shown as 
the mean ± SEM. (n = 7) in
relative units (ΔΔCt method). 
Asterisk statistical differences 
between control and treated 
group (t student p < 0.05)
Fig. 2  Concentration-response 
curves of relative expression 
of gper1a (a), gper1b (b), 
gbmal1a (c) and gclock1a 
(d) in goldfish cultured liver
treated during 4 h with cortisol.
Data obtained by RT-qPCR
are shown as the mean ± SEM
(n = 6) in relative units (ΔΔCt
method). When significant 
(ANOVA p < 0.05), differences 
among groups (SNK test) are 
indicated by different letters
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The presence of DEX in the culture medium for 2 h 
was enough to significantly induce gper1a expression dur-
ing at least 24 h (Fig. 5a). This exposure time to the corti-
coid also induced gper1b expression, which is reduced to 
control levels after 24 h (Fig. 5b). However, gbmal1a and 
gclock1a mRNA levels were unaffected by this short time 
DEX exposure (Fig. 5c, d).
Discussion
The results presented here show for the first time in fish 
that the hepatic clock is highly sensitive to glucocorticoids 
inputs, which act regulating clock genes transcription 
(induction of negative and repression of positive elements 
of the transcriptional feedback loops). These findings on 
the negative elements is in agreement with previous reports 
in mammals (Balsalobre et al. 2000; Yamamoto et al. 2005; 
Reddy et al. 2007; So et al. 2009; Sujino et al. 2012) and 
suggest a conserved role of glucocorticoids in the func-
tional organization of the liver as a key element of the 
peripheral circadian system in vertebrates.
Firstly, we have demonstrated the in vivo effect of DEX 
on the hepatic clock of goldfish, reporting for the first time 
in teleosts that an acute injection of this corticoid induced 
gper1a and gper1b expression. An upregulation of Per1 
Fig. 3  Concentration-response 
curves of relative expression 
of gper1a (a), gper1b (b), 
gbmal1a (c) and gclock1a (d) 
in goldfish cultured liver treated 
during 5 h with dexamethasone. 
Data obtained by RT-qPCR 
are shown as the mean ± SEM
(n = 6) in relative units (ΔΔCt
method). When significant 
(ANOVA p < 0.05), differences 
among groups (SNK test) are 
indicated by different letters
Fig. 4  Changes in rela-
tive expression of gper1a 
(a), gper1b (b), gbmal1a (c) 
and gclock1a (d) in goldfish 
cultured liver treated with 
dexamethasone. White circles 
indicate control group and black 
circles DEX-treated group. 
Data obtained by RT-qPCR 
are shown as the mean ± SEM
(n = 8) in relative units (ΔΔCt
method). When significant 
(two-way ANOVA p < 0.05), 
differences among groups (SNK 
test) are indicated by an asterisk 
(*). Number sign significant dif-
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gene expression in liver has been previously reported as an 
effect of DEX or cortisol in adrenalectomized rats (Reddy 
et al. 2007; Sujino et al. 2012), and as a result of an acute 
injection of corticosterone or acute stress in mice (Yama-
moto et al. 2005). The DEX dose used in the present study 
mimics stressful conditions in goldfish, thus our results 
confirm that glucocorticoids alter clock expression in the 
liver, at least at high stress levels.
Our results in vitro reveal that glucocorticoid signaling 
on clock genes is directly targeting the liver, and in fact 
glucocorticoid receptors have been reported in the liver 
of some teleosts (Aluru and Vijayan 2007; LaLone et al. 
2012; Teles et al. 2013). In this study we have analyzed the 
effects of glucocorticoids not only on per genes that are the 
most studied genes related to these hormones (Balsalobre 
et al. 2000; Fukuoka et al. 2005; Yamamoto et al. 2005), 
but also on the genes from the positive loop of the molecu-
lar machinery of the clock. Cortisol, like DEX, increased 
the transcripts of the negative elements of the molecular 
clock machinery, gper1a and gper1b, at least four- and 
threefold, respectively, and these effects were maintained 
for at least 24 h in the presence of DEX, in accordance with 
previous in vitro studies on mammalian cells (Balsalobre 
et al. 2000). Besides, the DEX concentrations employed 
here in goldfish are similar or even lower to the ones pre-
viously reported to modify clock genes in mammals (Bal-
salobre et al. 2000; Xydous et al. 2012). The stimulatory 
effect of DEX on gper1 genes was even maintained when 
the glucocorticoid was removed from the culture medium, 
which can be justified by the higher (100-fold) receptor-
ligand dissociation constant of DEX compared to the one 
for cortisol (Pratt et al. 1975). Moreover, expression of 
genes from the positive loop of the clock (gbmal1a and 
gclock1a) was decreased by DEX after their presence in the 
culture for at least 8 h (Fig. 4). This depressing effect is not 
detected in short exposures to DEX (Fig. 5). This opposite 
response to glucocorticoids treatments exhibited by both 
transcriptional loops of the liver clock is a clear evidence 
of their role as regulators of the molecular functioning of 
the hepatic oscillator in goldfish. Interestingly, this effect 
was concentration-dependent, indicating its specificity 
and physiological meaning. The lowest concentration of 
cortisol used in the present study (0.1 μM, ~34 ng/ml) is 
in the range of expected physiological levels (50–80 ng/
ml in non-stressed goldfish; de Pedro et al. 1997; Bernier 
et al. 1999), while the higher concentrations (1 and 10 μM) 
could be considered as mimicking stressful conditions in 
goldfish, when circulating cortisol can reach levels up to 
500 ng/ml (Bernier et al. 1999). Thus, present results from 
liver cultures support the physiological relevance of gluco-
corticoid effects on clock genes expression in goldfish liver 
not only in stressful conditions but also in non stressed fish.
The effect of DEX increasing gper genes expression in 
liver culture is observed sooner (2–4 h) than its repressing 
Fig. 5  Changes in relative 
expression of gper1a (a), 
gper1b (b), gbmal1a (c) and 
gclock1a (d) in goldfish cul-
tured liver after a 2 h-treatment 
with dexamethasone. White 
circles indicate control group 
and black circles, DEX-
treated group. Data obtained 
by RT-qPCR are shown as the 
mean ± SEM (n = 8) in relative
units (ΔΔCt method). Gray 
bars indicate the presence of 
DEX in the culture medium 
in DEX-treated groups. When 
significant (two-way ANOVA 
p < 0.05), differences among 
groups (SNK test) are indicated 
by an asterisk (*). Significant 
differences (student t test) at 
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effect on gbmal1a and gclock1a expression (15 h). More-
over, when DEX was present in the culture for 2 h the 
expression of the genes of the positive loop was unaffected. 
Thus, it seems that the main target for glucocorticoids in 
the regulation of clock genes expression in the liver of gold-
fish is the gper1 family. The existence of a GRE element 
in the promoter of Per1 gene has been reported in rodents 
(Yamamoto et al. 2005; Reddy et al. 2007), suggesting that 
Per1 might be a direct target for the glucocorticoids-medi-
ated gene activation. From present results in goldfish liver, 
it would be interesting to explore the possible conservation 
of a homologous GRE element in the promoter of gper1a 
and gper1b in fish.
Glucocorticoids effects on genes of the positive limb of 
the molecular clock have been less studied in vertebrates, 
and results are not so conclusive, particularly the effect of 
glucocorticoids on Bmal1 genes is somehow puzzling in 
the literature. On one hand, an acute treatment with corti-
costerone or an 1-h restraint stress does not modify Bmal1 
levels in mouse liver (Yamamoto et al. 2005). By contrast, 
an acute DEX treatment in SCN-ablated mice induced an 
increase of Bmal1 expression in liver, where a GRE ele-
ment has been found (Reddy et al. 2007). Moreover, in 
mammalian mesenchymal stem cells, DEX induced the 
oscillation of Bmal1 gene (So et al. 2009). In the case of 
Clock, a treatment with DEX diminishes its expression in 
bovine lymphocytes (Nebzydoski et al. 2010).
The fact that the repression of both gbmal1a and 
gclock1a is not observed at short-term (2-h) DEX treat-
ment, being necessary a long-term exposure, could indicate 
that the effect of glucocorticoids modulating clock genes 
of the positive limb of the molecular clock in goldfish liver 
is mediated indirectly by other intermediate factors. It can 
be suggested that this downregulation of the positive clock 
genes could be a consequence of the increase of the nega-
tive elements of the clock. However, it seems that the PER-
CRY dimer interacts with the CLOCK-BMAL proteins, 
without actions on genes expression (Panda et al. 2002; 
Hastings et al. 2007; Nader et al. 2010). Moreover, as 2-h 
DEX treatment generates increases of per1a and per1b 
transcripts during 24 h, but not a concomitant repression 
of bmal and clock, suggest that both responses are inde-
pendent. Alternatively, glucocorticoids might also activate 
negative GRE elements in gbmal1a and gclock1a genes to 
decrease their expression, but such presence of GRE ele-
ments in clock genes of the positive limb has not been 
described in any species to date. However, GREs have been 
reported in promoters of ROR and Rer-erbα in mammals 
(Dickmeis et al. 2013), and it is shown that DEX represses 
Rev-erbα expression in bovine lymphocytes (Nebzydoski 
et al. 2010). These reports let us to propose ROR or Rev-
erbα clock genes as possible intermediate factors for the 
effect of DEX on gbmal1a and gclock1a clock genes.
The rest of the clock genes analyzed in goldfish cul-
tured liver (gper2a, gper3, gcry1a, gcry2a, gcry3 and 
gclock2) remains unaffected by a 5-h exposure to DEX (Fig 
A1). Similarly, mice exposed to an 1-h restraint stress or 
treated with corticosterone showed unaffected expression 
of mPer2, mPer3, mCry1, mCry2 and mNpas2 (Yama-
moto et al. 2005). These results might indicate a differen-
tial responsiveness of the different elements of the hepatic 
circadian clock to the glucocorticoids. However, this 
could depend on the model employed, since it has shown 
the presence of a GRE in Cry1 gene in mice and humans 
(Reddy et al. 2007), and a synchronization of Per2 gene by 
a glucocorticoid treatment (Cheon et al. 2013).
Glucocorticoids are not the only signal that regulates 
Per1 gene expression. Studies in mammals have shown 
that Per1 expression is modified by other signals such as 
insulin (Yamajuku et al. 2012), glucose (Hirota et al. 2002) 
or the neuropeptide Y (Fukuhara et al. 2001). Recent find-
ings in goldfish also show that gper1a is induced by orexi-
genic peptides, including ghrelin in hypothalamus and 
liver (Nisembaum et al. 2014b), and orexin in the foregut 
(Nisembaum et al. 2014a). The demonstration that gluco-
corticoids are also an important signal that specifically 
regulates Per1 gene in goldfish liver (present results) sup-
ports the conserved role of this Per family as a key target 
for endogenous signaling related with metabolism and food 
intake in vertebrates.
The physiological significance of this Per induction 
remains to be investigated, but a role in synchronization 
and phase shift of circadian clock genes rhythms is a good 
candidate, similarly to the entrainment of classical inputs. 
In zebrafish it is known that per2-light induction leads to 
a LD cycle synchronization (Vatine et al. 2011). Similarly, 
endogenous signals that increase Per1 (e.g., glucocorti-
coids) could shift the phase of clock gene expression, as it 
is suggested in different mammalian cell lines (Balsalobre 
et al. 2000; So et al. 2009). In goldfish, the opposite effects 
of DEX increasing the negative elements and depressing 
the positive ones could be the basis of a possible glucocor-
ticoid-dependent entrainment of the liver clock. Most of the 
genes that show circadian oscillations in liver are related 
to metabolic processes (Oishi et al. 2005; Reddy et al. 
2007). Then, it makes sense that a cross talking between 
metabolic signals and the circadian system may be tak-
ing place in order to maintain optimum conditions for the 
liver, and even, for the whole organism functioning. Indeed, 
additional experiments are required to certainly demon-
strate the physiological relevance of Per1 induction by 
glucocorticoids.
Stress is responsible of a transient misalignment of dif-
ferent oscillators in mammals, where the SCN lacks glu-
cocorticoid receptors (Akashi and Nishida 2000; Segall 
and Amir 2010; Al-Safadi et al. 2015) and therefore is 
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unresponsive to the effect of these hormones (Balsalobre 
et al. 2000; Al-Safadi et al. 2015). In addition, a recent 
report demonstrates that stress modifies per gene expres-
sion in a tissue-specific manner in mammals (Al-Safadi 
et al. 2015). Present results in a teleost evidence modifica-
tions in the hepatic oscillator by a stress-signaling hormone. 
Further studies will be necessary to deep into the role of 
stress on circadian system in this group of vertebrates.
In summary, here we show that glucocorticoids are able 
to modify clock genes expression in the liver of a teleost, 
the goldfish, mainly acting on gper1 genes (gper1a and 
gper1b), as occurs in mammals, but also on other core 
clock genes including gbmal1a and gclock1a. These results 
have a huge interest in the context of a non-hierarchical cir-
cadian system, as the teleostean one is considered (Cahill 
2002; Noche et al. 2011), where humoral signals can be 
expected to play a key role in the cross talking among dif-
ferent clocks. Present results reinforce the goldfish as a 
model species to study the relationship between endocrine 
and circadian system in teleosts.
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Fig. A1 Relative expression of gper2a, gper3, gcry1a, gcry2a, gcry3 and gclock2 in 
goldfish cultured liver treated during 5 h with dexamethasone. Data obtained by 
qRT-PCR are shown as the mean ± s.e.m. (n=6) in relative units (ΔΔCt method). No 
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2.2. Glucocorticoides como reguladores de genes reloj en el hígado cultivado 
del carpín. 
B) Clock genes expression in liver of goldfish in vivo, in vitro and synchronization by
glucocorticoids. En preparación para enviar a Journal of Comparative Physiology. Part B.
DISEÑOS EXPERIMENTALES 
1. Patrón diario de expresión de genes reloj en el hígado del carpín.
En primer lugar se estudió el funcionamiento del oscilador hepático (oscilaciones 
diarias de genes reloj) en peces mantenidos en fotoperiodo 12L: 12D y alimentados 
diariamente a ZT 2 durante 15 días. El día del experimento los animales fueron alimentados 
con normalidad y sacrificados cada 3 h durante un ciclo completo de 24 h. Se obtuvieron 
muestras de hígado que se congelaron inmediatamente en nitrógeno líquido y se conservaron 
a -80°C hasta el análisis de la expresión de genes reloj (gper1a, gper1b, gper2a, gper3, 
gbmal1a, gclock1a y grev-erbα) (Figura C2.11).  
Figura C2.11. Diseño experimental del experimento para el estudio de la expresión diaria de los 
genes reloj en el hígado del carpín en condiciones de12L:12D y alimentación en ZT 2. Se tomaron 
muestras de hígado cada 4 h para analizar la posible ritmicidad diaria de la expresión genes reloj 
mediante PCR cuantitativa en tiempo real. Se utilizaron fragmentos parciales de los genes gper1a, 
gper1b, gper2a, gper3, gbmal1a, gclock1a y grev-erbα y el gen de referencia gβ-actina. En otro 
experimento con animales en las mismas condiciones se extrajeron muestras de sangre a lo largo de 
un ciclo de 24 horas (intervalos de 4 h) de la que se obtuvo el plasma para la cuantificación de los 
niveles de cortisol circulante. 
2. Patrones diarios de actividad locomotora y de niveles plasmáticos de cortisol en el carpín.
Se determinó el patrón diario de actividad locomotora de los peces mantenidos en 
condiciones de 12L: 12D y alimentación a ZT 2. Para ello los animales fueron mantenidos en 
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grupos de 8-9 carpines por acuario en acuarios con las paredes tapadas con el fin de evitar 
interferencias entre unos y otros, se colocaron en las paredes células infrarrojas que emiten 
un haz que es cortado cada vez que un pez lo atraviesa (figura C2.12). La actividad locomotora 
era registrada (15 días) por las diferentes fotocélulas y recogida por un software que agrupaba 
los cortes del haz infrarrojo en intervalos de 10 minutos. Los registros obtenidos se analizaron 
con el software de cronobiología El Temps®  (Prof. Díez Noriega) gracias al cual se obtuvieron 
la representación gráfica mostrada en el presente apartado del capítulo 2 (media de la 
actividad locomotora diaria en intervalos de 10 minutos a lo largo de todo el periodo 
registrado). 
Por otro lado, el primer paso para el estudio de los glucocorticoides como posibles 
candidatos a ser entrada del sistema circadiano fue la comprobación de la presencia de una 
ritmicidad diaria en sus niveles circulantes en el carpín. Para ello, se realizó una toma de 
sangre de peces mantenidos en las mismas condiciones que se describieron en el apartado 
previo (12L: 12D y alimentación en ZT 2). Posteriormente, se separó el plasma que se 
almacenó a -20°C hasta que se realizó el enzimoinmunoensayo de cortisol (figura C2.12). 
Figura C2.12. Diseño experimental del experimento para el estudio del patrón de actividad 
locomotora y de los niveles plasmáticos de cortisol en carpín en condiciones de12L:12D y 
alimentación en ZT 2. Se registró la actividad locomotora de los animales mantenidos en grupos de 8-
9 carpines durante 15 días gracias a 6 fotocélulas infrarrojas situadas en diferentes alturas de los 
acuarios. A final de los 15 días, se extrajeron muestras de sangre a lo largo de un ciclo de 24 horas 
(intervalos de 4 h) de la que se obtuvo el plasma para la cuantificación de los niveles de cortisol 
circulante mediante un enzimoinmunoensayo comercial (Demeditec). 
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3. Funcionamiento del oscilador hepático en condiciones in vitro. Cultivos de hígado a largo
plazo.
Con el fin de conocer el estado del oscilador hepático aislado del organismo, se estudió 
el patrón de expresión de los genes reloj a lo largo de un ciclo de 24 horas en 
hígado mantenido en cultivo. Para ello, como en el resto de cultivos de esta Tesis, peces
mantenidos en condiciones de 12L:12D y alimentación en ZT 2 fueron sacrificados en ZT 2 
tras 24 h de ayunas y se extrajeron los hígados para su cultivo. Pasadas 24 h del comienzo 
del cultivo, se comenzaron a recoger muestras en intervalos regulares de 4 h hasta completar 
un ciclo entero de 24 h (Figura C2.13). 
Figura C2.13. Diseño experimental del experimento para el estudio de la expresión diaria de los genes 
reloj en el hígado cultivado de carpines mantenido en condiciones de 12L:12D y alimentación a ZT 2. 
Tras 24 h en cultivo, se tomaron muestras cada 4 h para analizar la posible ritmicidad diaria de la 
expresión genes reloj mediante PCR cuantitativa en tiempo real. Se cuantificó la expresión de los genes 
gper1a, gper1b, gbmal1a y grev-erbα y el gen de referencia gβ-actina. Se considera CT 0 el momento del 
encendido de las luces antes del sacrificio de los animales. 
 Resincronización por glucocorticoides in vitro. Estudio del efecto de una exposición aguda
a dexametasona en cultivos de hígado a largo plazo.
A continuación se estudió si un pulso de dexametasona en el medio de cultivo puede 
ajustar el oscilador hepático a la situación que existía in vivo (resultado del experimento in vivo 
previamente descrito), pero que se pierden parcialmente en condiciones in vitro (resultados 
del experimento anterior). Para ello, se cultivaron explantes de hígado y se mantuvieron en 
cultivo durante tres días, cambiando el medio de cultivo cada 24 h (tiempo óptimo para 
mantener el tejido en buenas condiciones). Durante las primeras 24 h los dos grupos 
experimentales (G1 y G2, Figura C2.12) se mantuvieron con medio control. Tras este tiempo, 
se añadió dexametasona (100 nM) al medio al grupo G2 (gris en la barra) o medio control al 
grupo G1 y se incubó durante 2 h. Posteriormente se cambió el medio por medio control en 
ambos grupos. Las muestras comenzaron a recogerse 12 h después del comienzo del 
tratamiento con la dexametasona y se recogieron en intervalos de 4 h, como en el caso 
anterior, hasta completar un ciclo de 48 h (Figura C2.14). 
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Figura C2.14. Diseño experimental del experimento para el estudio del efecto de una exposición 
aguda (2 h) a dexametasona (100 nM) en la expresión diaria de los genes reloj en el hígado cultivado 
de carpines mantenido en 12L:12D y alimentados a ZT 2. Tras 24 h en cultivo, se expusieron los 
explantes de hígado a dexametasona (100 nM) durante 2 h, después de las cuales se cambió el medio de 
cultivo por medio control y 12 h después se tomaron muestras cada 4 h, durante 36 h, para analizar la 
posible ritmicidad diaria de la expresión genes reloj mediante PCR cuantitativa en tiempo real. Se 
cuantificó la expresión de los genes gper1a, gper1b, gbmal1a y grev-erbα y el gen de referencia gβ-
actina. Se considera CT 0 el momento del encendido de las luces antes del sacrificio de los animales. 
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Clock genes expression rhythms in liver of 
goldfish in vivo and in vitro. 
Possible role of glucocorticoids as synchronizers. 
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The liver is proposed as the most 
important link between metabolic signals 
and the circadian system in mammals. 
This oscillator is sensitive to both external 
and internal cyclic signalling, including 
light-dark and feeding-fasting cycles and 
hormones. Among the endogenous 
signals, glucocorticoids are the best 
known in mammals and have been 
reported to be synchronizers and 
responsible of phase shifts in the liver. 
Moreover, a daily pattern in the 
glucocorticoid plasmatic levels has been 
previously described in vertebrates, 
including some teleosts. Here we show 
that, in the presence of a light-dark cycle 
and scheduled feeding regime, goldfish 
hepatic clock genes are expressed 
rhythmically. As expected, gbmal1a and 
gclock1a are in antiphase with per genes 
and grev-erb. In addition, present results 
show that in this teleost cortisol plasmatic 
levels exhibit a daily pattern with the 
highest levels during the night, 
anticipating the onset of the activity 
phase. In vitro, the rhythmicity of almost 
all the hepatic oscillator’s components 
disappears, with the exception of gper1b 
whose amplitude is drastically diminished 
and the rhythm is strongly phase shifted. 
The rhythmicity of all the clock genes 
analysed in the liver is re-established in 
vitro with a 2-h pulse of dexamethasone at 
least till 36 h after the treatment, being the 
acrophases of gbmal1a and gclock1a 
opposite to the ones observed for per 
genes and grev-erb suggesting a role of 
glucocorticoids as direct synchronizers of 
hepatic oscillator in goldfish. Present data 
agree with the previously reported to 
mammals, and suggest a conservative role 
of glucocorticoids in the functional 
organization of the peripheral circadian 
system in vertebrates. 
List of abbreviations: 
BMAL, Brain and Muscle ARNT-Like 1; 
CLOCK, Circadian Locomotor Output 
Cycles Kaput; DEX, dexamethasone; 
DMEM, Dulbecco’s Modified Eagle 
Medium; PER, period; ROR, Retinoic 
acid related Orphan Receptor; RT-qPCR, 
Real Time quantitative Polymerase Chain 
Reaction; SNK, Student Newman Keuls; 
ZT, zeitgeber time. 
Key words: clock genes, dexamethasone, 
liver, circadian system, fish 
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INTRODUCTION 
The vertebrate circadian system is organized by 
multiple coupled central and peripheral 
oscillators that could be entrained by different 
environmental and endogenous cues (Albrecht 
2012; Tsang et al. 2014; Schibler et al. 
2015). These oscillators function through 
a well conserved molecular mechanism that 
enables them to oscillate in a rhythmic manner. 
Basically, it consists in the reciprocal 
regulation of two interlocked transcriptional 
and post-translational auto-regulatory feedback 
loops which present an oscillation close to 24 
h (Hastings et al. 2007; Nader et al. 2010; 
Schibler et al. 2015). In vertebrates, the 
heterodimer comprising CLOCK (Circadian 
Locomotor Output Cycles Kaput) and BMAL1 
(Brain and Muscle ARNT-Like 1) proteins 
forms the positive transcriptional limb and 
activate the transcription of Period (per) and 
Cryptochrome (cry) clock genes which forms the 
negative limb. Once both of them are expressed, 
the dimer PER-CRY enters in the nucleus and 
inhibits CLOCK-BMAL1 transactivation 
(Hastings et al. 2007; Nader et al. 2010; 
Schibler et al. 2015). This auto-regulatory 
loop is stabilized by an auxiliary loop formed 
by Rev-erb and  and ROR (Retinoic acid 
related Orphan Receptor) genes, which mainly 
modulates Bmal1 expression (Nader et al. 2010; 
Schibler et al. 2015). This molecular 
mechanism involves homologous genes in all 
vertebrates (Hastings et al. 2007; Vatine et al. 
2011), although a higher number of genes are 
present in teleosts (Vatine et al. 2011; Sánchez-
Bretaño et al. 2015a).
Among the peripheral oscillators, the liver has 
been proposed as one of the most sensitive 
links between metabolic signals and the 
circadian system in mammals (Schmutz et 
al. 2012; Albrecht 2012; Eckel-Mahan and 
Sassone-Corsi 2013; Tsang et al. 2014; 
Schibler et al. 2015). This endogenous 
oscillator can be synchronized (in mammals 
and teleosts) by external signals such as light-
dark cycle (Hastings et al. 2007; López-
Olmeda et al. 2010; Albrecht 2012; Vera et al. 
2013; Paredes et al. 2014) and restricted 
feeding time (Stokkan et al. 2001; Feliciano et al. 
2011; Sujino et al. 2012; De Ita-Pérez et al. 
2014; Adamovich et al. 2014; Pérez-Mendoza 
et al. 2014; Valdés-Fuentes et al. 2015).  
Additionally, many internal signals have 
been described to have a role in modulating 
the liver clock (Schibler et al. 2015). One of 
the most studied endogenous signals able to 
modulate the hepatic oscillator in 
mammals are the glucocorticoids (Reddy et 
al. 2007; Schmutz et al. 2012; Albrecht 2012; 
Sujino et al. 2012; Schibler et al. 2015). These 
hormones induce Per1 gene expression in 
mammalian cell cultures, and in liver, kidney, 
heart, lung and stomach of rodents treated 
with dexamethasone (Cavallari et al. 2011). 
These effects are due, at least in part, to the 
presence of a GRE (Glucocorticoid Response 
Element) sequence in the promoter of Per1 
gene (Yamamoto et al. 2005; Reddy et al. 
2007). As synchronizers, glucocorticoids 
are able to produce a phase shift of clock 
genes expression rhythms in the liver of mice 
(Balsalobre et al. 2000). Recently, it has been 
suggested that this could be a conserved 
feature in vertebrates, as it has been 
demonstrated that in goldfish 
glucocorticoids (cortisol and the 
analog dexamethasone) also induce per1 
(gper1a and gper1b), at time that repress 
gbmal1a and gclock1 (Sánchez-Bretaño et al. 
2016). Moreover, a role of glucocorticoids as 
an internal cue for peripheral oscillators 
in teleosts has been suggested, since a 
transient dexamethasone treatment is able 
to induce bioluminescence rhythms in 
zfper1b-Luc transfected zebrafish and cavefish 
cells (Cavallari et al., 2011). 
A role of glucocorticoids as 
internal synchronizers for peripheral 
oscillators is also supported by the robust 
daily rhythms of these hormones. Plasma 
levels of glucocorticoids have been reported to 
display a strong daily rhythm in many 
vertebrates from some fish to mammals 
(Nader et al. 2010; Ota et al. 2012; Kalsbeek 
and Fliers 2013; López-Olmeda et al. 2013). 
The reported 24-h fluctuations seem to be 
driven by both central and local oscillators such 
as the one located in the mammalian adrenal 
gland (Nader et al. 2010; Kalsbeek et al. 2012).   
In goldfish (Carassius auratus), daily rhythms 
in the expression of some clock genes have 
been reported in central nervous system and 
also in peripheral tissues, including the liver 
(Feliciano et al. 2011; Nisembaum et al. 2012;
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Sánchez-Bretaño et al. 2015a). However, a 
complete picture of rhythms of expression of 
all clock genes cloned to date in this species 
in the liver does not exist, and the existence of 
cortisol daily rhythms in this species is unclear. 
Moreover, if the goldfish hepatic oscillator is 
an endogenous clock (i.e. its rhythmcity is 
maintained in free running conditions, 
isolated of neural and humoral signals) is 
also unknown. Finally, although 
glucocorticoids modify clock gene 
expression in the liver of goldfish, as previously 
mentioned (Sánchez-Bretaño et al. 2016), to 
date, the role of glucocorticoids as temporal 
internal signals able to synchronize the liver 
in teleost has not been unraveled. 
Thus, the main objective of the present study was 
first to investigate the hepatic 
oscillator functioning in the presence of both 
light-dark cycle and scheduled feeding 
regime synchronizers in goldfish. Then, we 
characterized the possible daily profile of 
cortisol plasmatic levels and, finally, we aimed 
to deep into the role of glucocorticoids as direct 
synchronizers of the hepatic clock gene 
expression in this teleost.  
MATERIALS AND METHODS 
Animals and housing
Goldfish (25 ± 2 g, except otherwise specified) 
were maintained in 60 l aquaria with filtered 
and aerated fresh water (22 ± 1°C) under a 12 h 
light: 12 h darkness (12L:12D) photoperiod 
(lights on at 8 am consider as zeitgeber time 
(ZT) 0). Fish were daily fed at ZT 2 with food 
pellets (1% body weight; Bioflakes, Sera 
Pond, Heidelberg, Germany). All the fish 
handling procedures comply with the 
international standards for the Care and Use 
of Laboratory Animals, were approved by the 
Animal Experiments Committee of the 
Complutense University of Madrid, and were 
in accordance with the Guidelines of the 
European Union Council (2010/63/EU) for the 
use of research animals. 
In vivo study of hepatic clock genes expression, 
plasmatic cortisol and locomotor activity daily 
patterns in goldfish 
After a 20-day, goldfish (7 ± 2 g) were 
anesthetized and sacrificed at 4-hr intervals 
throughout a 24 h cycle (n = 6/sampling point). 
Food was offered as scheduled (ZT 2) the day of 
the experiment. Samples of liver were quickly 
collected, immediately frozen in liquid nitrogen 
and maintained at -80°C until clock genes 
expression was measured by Real Time PCR 
(RT-qPCR). 
Plasma cortisol assay 
After a 20-day acclimation period acclimation (in 
which locomotor activity was registered as below 
described), goldfish (7 ± 2 g) were anesthetized at 
4-hr intervals throughout a 24 h cycle (n = 
6/sampling point). At each sampling point blood 
was collected and plasma was separated by 
centrifugation at 6000 rpm during 4 min. Then 
plasma samples were conserved at -20°C until 
cortisol levels were analysed.
Plasma cortisol levels were determined by 
enzimoimmunoassay (ELISA) using a 
commercial kit (Demeditec, Schleswig-Holstein, 
Germany), previously validated for goldfish 
plasma. The limit of detection calculated in our 
laboratory was 4.35 ng/ml. The intra- and inter-
assay coefficients of variation were 4% and 7%
(20 ng/ml) and 5% and 9% (100 ng/ml), 
respectively.
Locomotor activity determination 
Locomotor activity was recorded during all the 
acclimation period by 6 infrared photocells 
(Omron Corporation, E3S-AD12, Japan) fixed on 
the aquarium wall. Each photocell continuously 
emitted an infrared light beam, which was 
interrupted each time fish swam in that zone, 
generating an output signal. The number of light 
beam interruptions was automatically registered 
every 10 min by a computer with specific 
software (Micronec, Spain). The aquaria walls 
were covered with opaque paper to minimize 
external interferences during the experiments. 
Data were analyzed and circadian period of daily 
activity rhythm was calculated by constructing 
chi-square periodograms with a significance level 
set at 0.05 (data not shown) using the 
chronobiology software EL TEMPS® (Prof. 
Antoni Díez Noguera, University of Barcelona).  
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In vitro study of hepatic clock genes expression 
and effects of dexamethasone 
1. Reagents
Dexamethasone (DEX) stock solution (Sigma
Aldrich, CA, USA) was prepared in stilled water
at a concentration of 100 M. Then, DEX stock
solution was diluted in Dulbecco’s Modified
Eagle Medium (DMEM; Sigma Aldrich, CA,
USA) up to a 100 nM concentration.
2. Liver cultures
Cultures were performed as previously described
(Sánchez-Bretaño et al. 2015b). Goldfish (starved
the day of the experiment) were sacrificed at ZT 2
and livers were quickly sampled and distributed
in different wells (15 mg/well) of sterile culture
24-well multidish plates. One portion of liver
from each fish was employed in each
experimental group (the exact number of animals
used in each experiment is indicated below).
Plates were preincubated for 2 h in 1 ml of
DMEM before the beginning of the experiments.
Then, medium was replaced by 1 ml of DMEM
alone (control groups) or containing
dexamethasone (100 nM) depending on the
experiment, and plates were incubated during the
time indicated below. The cultures were
performed under dim light conditions and 20ºC
temperature. At the end of each experiment, liver
samples were collected, quickly frozen in liquid
nitrogen and maintained at -80°C until clock gene
expression was measured. Cell viability was
determined by PrestoBlue® (Invitrogen,
Carlsbad, USA) each day during a week, and
results indicate that the tissue was in good
conditions for at least one week in culture when
medium was replace each 24 h (data not shown).
3. Experimental designs employed for in vitro
approaches
3.1. Study of clock genes expression daily 
pattern in liver cultures 
For studying the possible rhythmic expression of 
clock genes in vitro, liver aliquots (n = 6 liver 
aliquots/group) were incubated with DMEM 
during 24 h and then, samples were collected 
every 4 h throughout the next 24-h cycle starting 
at CT 3. The Circadian Time (CT) was 
determined by the ZT of the animals before 
being sacrificed (CT 0 corresponds to ZT 0 that 
corresponds to the beginning of the light period 
of the day). 
3.2. Effect of a transient (2 h) dexamethasone 
treatment on clock genes expression 
rhythmicity in liver cultures 
This design in showed in the Fig. 1. Liver 
aliquots (n = 6 liver aliquots/group) were 
incubated with DMEM during 24 h. Then, 
medium was replaced with medium alone 
(control group) or supplemented with 
dexamethasone (100 nM, dexamethasone treated 
group), and plates were incubated during 2 h. 
From the beginning of the treatment, livers of 
both groups were incubated again with medium 
alone for 48 h (medium was renewed after 24 h). 
Samples were collected in 4-h intervals starting 
12 h after the beginning of the dexamethasone 
treatment among 36 h. CT was determined by 
the ZT of the animals when they were sacrificed 
(CT 0 corresponds to ZT 0 that corresponds to 
the beginning of the light period of the day). 
Figure 1. Experimental design to study the effect on 
clock genes expression rhythmicity of a 2-h 
dexamethasone treatment on cultured goldfish liver. 
Liver were collected at ZT 2 (being the beginning of the 
culture at ZT 3) and preincubated during 24 h. Then, 
medium was replaced by medium alone or supplemented 
with dexamethasone (100 nM) and incubated during 2 h. 
After that, medium was replaced again by medium alone 
and maintained 46 h in culture. Samples were collected in 
4-h from 12 h after the beginning of the dexamethasone
treatment among 36 h. CT was determined by the ZT of
the animals when they were sacrificed (CT 0 corresponds
to ZT 0 that corresponds to the beginning of the light
period of the day).
Clock genes expression analysis 
Clock genes expression (gper1a, gper1b, gper2a, 
gper3, gbmal1a, gclock1a and grev-erbα) was 
measured in all the samples by RT-qPCR, using 
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g-actin as a reference gene as previously 
described (Nisembaum et al. 2014; Sánchez-
Bretaño et al. 2015b). Specific primers (Sigma, 
Chemical, Madrid, Spain) and Gene Data Bank 
reference numbers are shown in Table 1. RNA 
extraction (TRI® Reagent method, Sigma 
Chemical, Madrid, Spain), DNase treatment 
(Promega, Madison, USA), cDNA synthesis 
(Invitrogen, Carlsbad, USA) and real-time PCR 
reactions (iTaqTM SYBR® Green Supermix in a 
CFX96TM Real-Time System, Biorad 
Laboratories, Hercules, USA) were carried out 
following manufacturer instructions with minor 
modifications. Total RNA (1 g) was 
retrotranscribed and PCR reactions were 
developed in a final volume of 10 l (1 l of 
cDNA per sample). PCR conditions were 30 
seconds at 95ºC, and 40 cycles consisting of 5 sec 
at 95ºC and 30 sec at 60ºC for all genes. 
Calibration curves, made with serial dilutions of 
cDNA, exhibited efficiencies around 100%. 
Specificity of amplifications was tested by 
melting curves and also the size of the amplicon 
by agarose gels. Negative controls included the 
employment of water and non-retrotranscribed 
total RNA. The relative mRNA expression was 
determined by ΔΔCt method (Livak and 
Schmittgen 2001). The data obtained in the in 
vivo study were normalized to the group with 
lowest expression of each gene. The data 
obtained in the in vitro studies were normalized 
to the first sampling point in all cases. In the case 
of the experiment of dexamethasone treatment, 
data were normalized to the first control group. 
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Figure 2. Daily expression of clock genes in the liver of goldfish. Animals were maintained under a 12L:12D 
photoperiod and fed daily at ZT 2 (black arrows). A-G. Data obtained by RT-qPCR are shown as the mean ± s.e.m. (n=7) 
in relative units (ΔΔCt method). Black lines represent the periodic sinusoidal functions determined by the cosinor analysis 
when a significant rhythm was detected (p < 0.05 by ANOVA and SE(A)/A < 0.3), the acrophase and amplitude of such 
rhythms are showed in the upper right of the graph. Different letters indicate significant differences by ANOVA and post-
hoc SNK test (p<0.05). H. Parameters defining the clock genes expression rhythms (acrophases and amplitudes) from A-G 
are presented as polar plots. The length of the vector (radial axis) indicates the logarithm of amplitude of the rhythm 
(relative expression, fold change), while the angular position indicates the acrophase (ZT, hour). The s.e.m. of these two 
parameters is represented by rhombus at the end of the vector. A-H. The grey area indicates the dark phase of the daily 
photocycle and the black arrow indicates the scheduled feeding time (ZT 2). The data obtained were normalized to the 
group with lowest expression of each gene. 
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Data analysis 
A one-way ANOVA followed by the post-hoc 
Student Newman Keuls (SNK) test was 
performed for data from the analysis of clock 
genes expression in liver in vivo and in vitro. 
Data from the cultures treated with 
dexamethasone was analyzed by a two-way 
ANOVA followed by SNK post-hoc test (factors: 
treatment and time of culture) and by a Student t-
test (at each time point). When necessary, data 
were transformed to logarithmic or square root 
scale to normalize and to obtain homocedasticity. 
A probability level of p<0.05 was considered 
statistically significant in all test. 
Daily (24-h) rhythms in clock genes expression 
were determined by fitting the data to a sinusoidal 
function by the least squares method described by 
(Duggleby 1981). The formula used was 
f(t)=M+Acos(tπ/12-φ), where f(t) was the gene 
expression level at a given time, the mesor (M) is 
the mean value, A is the sinusoidal amplitude of 
oscillation, t is time in hours, and φ is the 
acrophase (time of peak expression). Non-linear 
regression allows the estimation of M, A, and φ, 
and their standard error (SE), being the SE based 
on the residual sum of squares in the least-squares 
fit (Duggleby 1981). Significance of cosinor 
analysis was defined by the noise/signal of 
amplitude calculated from the ratio SE(A)/A 
(Nisembaum et al. 2012). Expression was 
considered to display a daily rhythm if it had both 
p < 0.05 by ANOVA and SE(A)/A < 0.3 by 
cosinor analysis.  
RESULTS 
Clock genes expression rhythms in the liver in 
vivo 
Goldfish maintained under a 12L:12D 
photoperiod and scheduled fed at ZT 2 showed 
significant daily expression rhythms for all the 
clock genes analysed (Fig. 2). The acrophases 
observed for gper and grev-erbα genes (around 
19 and 21 h; in the dark phase) were opposite to 
the ones observed for gbma1a and gclock1a 
genes (6.2 and 2.3 h respectively; in the light 
phase). The amplitude of the rhythms was 
variable, being the amplitude of gper1b the 
highest (close 120) and the one of gclock1a the 
lowest (two orders of magnitude lower compared 
with gper1b amplitude; Fig. 2).
Plasmatic cortisol and locomotor activity 
rhythms 
Figure 3A shows the plasmatic cortisol levels of 
goldfish maintained in 12L:12D and scheduled 
fed at ZT 2 throughout a 24 h photocycle. 
Cortisol showed a daily rhythm, with the highest 
values at the middle of the dark phase (around ZT 
19 h).  These animals also showed significant 
locomotor activity rhythm with a marked diurnal 
pattern (Fig. 3B) and a period of 24 h. The 
highest activity levels correspond to the onset of 
the light phase and before the meal time (Fig. 
3B), some hours after the nocturnal cortisol peak. 
Figure 3. Plasma cortisol levels and locomotor activity 
pattern of goldfish through a 24 h cycle. A. Daily plasma 
cortisol levels. Data obtained by ELISA are expressed as 
mean ± s.e.m. (n=5). Black lines represent the periodic 
sinusoidal functions determined by cosinor analysis of the 
significant rhythm detected (p < 0.05 by ANOVA and 
SE(A)/A < 0.3), the acrophase and amplitude of such 
rhythm are showed in the upper right of the graphs. B. 
Daily profile of locomotor activity. Average waveforms of 
locomotor activity were calculated for 15 consecutive days 
(black line represents the mean and grey lines represents the 
s.e.m.). A-B. The grey area indicates the dark phase of the
daily photocycle and the black arrow indicates the
scheduled feeding time (ZT 2).
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Clock genes daily expression pattern in the 
liver in vitro 
After 24 h in culture, the daily clock genes 
expression pattern observed in vivo was 
completely abolished (Fig. 4). Any of the clock 
genes analysed, including both the genes from the 
negative or positive limbs of the main loop and 
the genes from the auxiliary loop, showed 
rhythmicity after 24 h in cultured liver, with the 
exception of gper1b which displays a circadian 
rhythmicity with an amplitude of 0.38 (100 fold 
lower than in vivo) and an acrophase (CT 8.5 h) 
around 12-h shifted comparing with the in vivo 
results (ZT 20.2 h).  
Effect of a transient dexamethasone treatment 
on clock genes expression rhythms in the liver 
in vitro 
The liver treated with dexamethasone 100 nM 
during 2 h showed significant 24-h expression 
rhythms in all the clock genes that were analysed 
among more than 24 hours (12 h to 36 h) after 
dexamethasone was removed (Fig. 5). Such 
rhythms were absent in medium-alone 
(dexamethasone free) incubated liver in any 
studied clock gene. Moreover, the acrophase in 
expression observed for gper and grev-erbα (10.6 
– 12.4 h) was 12 h shifted with gbmal1a and
gclock1a (0.1 – 22.2 h), as occurred in vivo. It is
also remarkable the fact that the time between
peaks or valleys (i.e. the period of the rhythms)
was always around 24 h.
Figure 4. Clock genes expression in liver of goldfish in vitro. Data obtained by RT-qPCR are shown as the mean ± s.e.m. 
(n=6) in relative units (ΔΔCt method). Black thick line represents the periodic sinusoidal functions determined by the 
cosinor analysis when a significant rhythm was detected (only for gper1b, p < 0.05 by ANOVA and SE(A)/A < 0.3), the 
acrophase and amplitude of such rhythm are showed in the upper right of the graph. CT was determined by the ZT of the 
animals when they were sacrificed (CT 0 corresponds to ZT 0 that corresponds to the beginning of the light period of the 
day). The data obtained were normalized to the first sampling point in all cases. 
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DISCUSSION 
Present results show for the first time in goldfish 
the daily expression profiles of a set of clock 
genes (including negative and positive elements 
of the main loop as well as an element of the 
auxiliary loop) in the liver in the presence of both 
synchronizers light-dark cycle and scheduled 
feeding time. Rhythms found follow the expected 
molecular clock functioning of an oscillator (i.e. 
in terms of feedback loops) (Reppert and Weaver 
2002; Hastings et al. 2007; Nader et al. 2010; 
Buhr and Takahashi 2013; Partch et al. 2014; 
Schibler et al. 2015). Thus, when analysing the 
main loop, negative elements (gper genes) are in
antiphase with positive elements (gbmal1a and 
gclock1a). Moreover, grev-erb the gene from 
the auxiliary loop responsible for repressing 
gbmal1a gene expression (Schibler et al. 2015) is 
in phase with the negative elements and in 
antiphase with the positive ones. The acrophase 
of per genes at the end of the scotophase is also 
in accordance with previous results in different 
oscillators of goldfish maintained under the same 
conditions of light and feeding (Sánchez-Bretaño 
et al. 2015b), which indicates that all of these 
oscillators in the organism are in phase. 
Moreover, the fact that the hepatic per acrophases 
are located at the end of the scotophase could let 
us suggest that per genes anticipates both the 
onset of the photophase and food arrival. 
Figure 5. Relative expression of clock genes in liver of goldfish in vitro treated with dexamethasone (100 nM) during 
2 h. Data obtained by RT-qPCR are shown as the mean ± s.e.m. (n=6) in relative units (ΔΔCt method). Control group: 
white marks and dotted lines. Dexamethasone treated group: black marks and continuous line. No significant differences 
were found in the control group (neither by ANOVA nor by cosinor analysis). In the dexamethasone treated group different 
letters indicate significant differences by ANOVA and post-hoc SNK test (p<0.05), while the continuous black thick lines 
represent the periodic sinusoidal functions determined by the cosinor analysis when rhythms were significant. The asterisks 
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indicate T-student differences between control and dexamethasone-treated groups (p < 0.05). The values of the acrophase 
and the amplitude of such rhythms are shown in the upper right corner of the graph. Black arrows indicate the sampling 
point that coincides with 24 h after the treatment with dexamethasone. CT was determined by the ZT of the animals when 
they were sacrificed (CT 0 corresponds to ZT 0 that corresponds to the beginning of the light period of the day). Data were 
normalized to the first sampling point of the control group. 
The positive elements of the main loop and 
auxiliary loop have been less studied; only few 
studies show the rhythmicity of gbmal1a, 
gclock1a or grev-erbgenes in the teleostean 
liver (Martín-Robles et al. 2012; Betancor et al. 
2014). In the case of bmal1, present results are in 
accordance with the previously reported for 
Atlantic salmon as in fish maintained in a long 
day conditions (16L:8D) and fed continuously, 
this gene shows a daily expression pattern with 
the acrophase in the light phase (Betancor et 
al. 2014). However, the rest of the genes 
analysed in this teleost showed no 
rhythmicity in this environmental conditions. 
In addition, present results are opposite with 
the previously reported for a nocturnal teleost, 
Senegale sole (Solea senegalensis), 
maintained in light-dark photoperiod and 
fed 3 times per day, where per genes peaked 
during the light phase, clock gene during the 
dark phase in the liver (Martín-Robles et al. 
2012). Moreover under such conditions in the 
sole, encephalic rhythms were shifted with 
regard to the liver (Martín-Robles et al. 2012), in 
contrast with the observed in goldfish in which all 
oscillators (central and peripheral) seem to be in 
phase (as above discussed; Feliciano et al. 2011; 
Sánchez-Bretaño et al. 2015b). It would 
be interesting to investigate if this fact is 
a consequence of a shift in the behaviour 
(nocturnal vs diurnal) of these two teleost 
species under the environmental conditions 
tested. 
Surprisingly, when the liver is isolated and 
maintained in vitro  during 24 h (to 48 h), clock 
genes rhythmicity disappeared in all the genes 
analysed, with the exception of gper1b gene, 
which  amplitude  drastically decreased (from 
120 to 0.4 relative units). These facts indicate that 
the change to in vitro conditions is a huge 
challenge to the clock that is only tolerated by the 
strong amplitude of gper1b, suggesting that in 
vivo the hepatic oscillator is probably responding 
to multiple cues. In mammals it has proposed a 
model in which the hepatic clock genes are 
sensible to multiple cues and only when isolated, 
rhythms are unique driven by the E-box element 
in the promoter of the genes (Schibler et al., 
2015). This seem to be the case also in goldfish, 
as gper1b rhythmic expression is maintained 
with lower amplitude in vitro (in the absence 
of any other cue), and dexamethasone re-
established rhythmic expression of all clock 
genes analyzed (below discussed) but even with 
lower amplitudes compared with the observed in 
vivo.   Glucocorticoids have been proposed to be 
one of the most important signals that 
regulate peripheral endogenous oscillators in 
mammals (Reddy et al. 2007; Schmutz et al. 
2012; Albrecht 2012; Sujino et al. 2012; Schibler 
et al. 2015). To drive clock genes 
oscillations, an internal messenger should be 
also rhythmic. In this work, we demonstrate 
that the endogenous glucocorticoid 
cortisol, displays a daily rhythm in the plasma 
of goldfish, with the highest levels during the 
scotophase, anticipating the activity phase. This 
is in accordance with previous results in other 
teleost species: diurnal, rainbow trout 
(Oncorhynchus mykiss, Polakof et al. 2007) and
brown trout (Salmo trutta, Pickering and
Pottinger 1983); and nocturnal, Senegal 
sole,  (López-Olmeda et al. 2013), and 
also in mammals (Kalsbeek et al. 2011; 
Kalsbeek et al. 2012; Kalsbeek and Fliers 
2013), where cortisol peaks before or at the 
beginning of the activity phase. It is also 
interesting the fact that plasmatic cortisol 
acrophase is in phase with hepatic per genes 
since it has been previously reported that 
glucocorticoids induce per genes in the liver of 
vertebrates (Balsalobre et al. 2000; Yamamoto et 
al. 2005; So et al. 2009; Sujino et al. 2012), 
including goldfish (Sánchez-Bretaño et 
al. 2016). In this species, previous studies 
have demonstrated that glucocorticoids not only 
induce per genes, but also halved the 
expression of gbmal1a and gclock1a in cultured 
liver (Sánchez-Bretaño et al. 2016), suggesting 
a putative role of these hormones to shift the 
phase of the hepatic clock. The amount of 
circulating cortisol detected (50-100 ng/ml 
during the day and 200-250 ng/ml during the 
night) are in the range of physiological levels 
previously detected in this species (de Pedro et 
200
Capítulo 2. 
2.2. Los glucocorticoides como moduladores de genes reloj en hígado
al. 1997; Bernier et al. 1999).  
Considering that glucocorticoids are one of the 
most important systemic signals that 
modulates peripheral oscillators in mammals 
as above mentioned  (Reddy et al. 2007; 
Schmutz et al. 2012; Albrecht 2012; Sujino et 
al. 2012; Schibler et al., 2015), together with the  
clear rhythmicity of plasmatic cortisol found 
here in goldfish, and that in this species 
previous results show  that a short-term 
glucocorticoids exposure modulates clock 
genes expression in the liver in vitro 
(Sánchez-Bretaño et al. 2016), we aimed 
to study whether the glucocorticoid 
analogue, dexamethasone, is able to re-
establish the expression rhytmths of the 
molecular components of the clock, that were lost 
in cultured liver. What we found is that, a 
transient exposure of liver cultures to 
dexamethasone (2 h) induced rhythmicity 
of all the genes studied (analysed since 12 h 
to 36 h after the dexamethasone-pulse). The 
dexamethasone concentration used in this 
experiment (100 nM) is the same previously 
reported to induce bioluminescence rhythms 
in zfper1b-Luc transfected zebrafish and 
cavefish cells (Cavallari et al. 2011), as 
well as to modulate clock genes expression in 
rat fibroblasts and mammalian cell lines 
(Balsalobre et al. 2000; Xydous et al. 2012), and 
even lower to the ones reported to induce the 
oscillation of Bmal1 gene in mammalian 
mesenchimal stem cells (So et al. 2009). 
Moreover, the peak of expression found in the 
positive elements (gbmal1a and gclock1a) in 
dexamethasone treated liver appeared with 12 h 
of delay compared to the observed for the 
negative elements and grev-erbindicating a 
possible functional resynchronization of 
the hepatic oscillator by the 2-h pulse of 
the glucocorticoid. This suggests a conservative 
role of glucocorticoids in the functional 
organization of the liver as a key element of 
the peripheral circadian system in vertebrates. 
Besides, the recent results in goldfish 
above mentioned, showing an opposite 
effect of a short-term dexamethasone 
treatment, inducing the negative elements and 
repressing the positive ones in the cultured 
liver (Sánchez-Bretaño et al. 2016), could 
be the basis of a possible glucocorticoid-
dependent entrainment of the hepatic clock. 
Another observation derived from the present 
study is the fact that, because an in vitro model 
was used for the assays, the glucocorticoid 
signalling on clock genes is acting directly on the 
liver as a target. Indeed, glucocorticoid receptors 
have been reported in the liver of some teleosts 
(Aluru and Vijayan 2007; LaLone et al. 2012; 
Teles et al. 2013). Thus, present results from liver 
cultures support the physiological relevance of 
glucocorticoid effects on clock genes expression 
in goldfish liver. 
The physiological meaning of the 
synchronization of hepatic oscillator by 
glucocorticoids remains to be investigated. In 
addition, most of the genes that show circadian 
oscillations in liver are related to metabolic 
processes (Oishi et al. 2005; Reddy et al. 2007). 
Then, it makes sense to have a cross-talk between 
metabolic signals and the circadian system in 
order to maintain optimum conditions for the 
liver, and even, for the whole organism 
functioning. Glucocorticoids could be the link 
between these two systems also in teleost as 
proposed in mammals (Reddy et al. 2007; 
Schmutz et al. 2012; Albrecht 2012; Sujino et al. 
2012; Schibler et al. 2015). 
In summary, here we have showed the molecular 
functioning (in terms of clock genes rhythms) of 
the hepatic oscillator in presence of light-dark 
cycle and scheduled feeding regime as well as the 
existence of a daily rhythm of plasmatic cortisol 
with an acrophase before the activity phase of the 
animals. We have also demonstrated the role of 
glucocorticoids as direct synchronizers of the 
hepatic oscillator in vitro, being able to adjust the 
functioning of all the elements of the clock that 
have been studied (negative and positive elements 
of the main loop and the auxiliary loop). Further 
studies are required to better understand the 
physiological relevance of glucocorticoids as 
signals that synchronize the peripheral oscillators 
in goldfish. However from present results it 
seems that although fish circadian system 
organization is less hierarchichal than the 
mammalian one (Vatine et al. 2011; Moore and 
Whitmore 2014), circadian system organization at 
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2.3. El oscilador hepático en carpín dorado. Modificaciones por el 
ciclo luz oscuridad, el horario de alimentación y hormonas. 
The liver as a component of the circadian system: integrating a network of signals. General and 
Comparative Endocrinology (2015) 221: 213–216. 
DISEÑO EXPERIMENTAL
1. Análisis de los patrones de expresión del gen reloj gper1a en el hígado de carpines 
mantenidos bajo diferentes condiciones ambientales.
Como parte de la revisión realizada sobre la información existente del oscilador 
hepático del carpín se realizó una comparación de los ritmos de expresión del gen gper1a en 
carpines mantenidos bajo diferentes condiciones ambientales. En concreto se comparó el 
ritmo de gper1a en hígado de animales mantenidos en presencia de los dos sincronizadores 
externos principales (ciclo luz-oscuridad, 12L:12D, y ciclo ingesta ayuno, alimento a ZT 2), con 
los ritmos de animales mantenidos en presencia de uno de los dos sincronizadores (bien ciclo 
luz-oscuridad, bien ciclo ingesta-ayuno).  
Para poder realizar la comparación se tomaron datos obtenidos en diferentes 
experimentos realizados por nuestro grupo de experimentación, diferenciando 3 grupos:  
- En el primero, los carpines fueron mantenidos en presencia de un ciclo luz-oscuridad
(12L:12D) y fueron alimentados diariamente en ZT 2. El día del experimento
comieron en condiciones normales y se obtuvieron muestras de hígado en intervalos
de 4 h.
- En el segundo, los carpines fueron mantenidos en presencia del mismo ciclo luz
oscuridad, pero se alimentaron aleatoriamente. El día del experimento se obtuvieron
muestras de hígado en intervalos de 6 h.
- En el tercero, los carpines fueron mantenidos en luz constante y fueron alimentados
diariamente en ZT 2. El día del experimento se obtuvieron muestras de hígado en
intervalos de 6 h.
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Figura C2.15. Diseños experimentales para la comparación de ritmos de gper1a en hígado en carpines 
mantenidos en diferentes condiciones externas. 1) Carpines mantenidos en fotoperiodo 12L:12D y 
alimentados diariamente a ZT 2. 2) Carpines mantenidos en fotoperiodo 12L:12D y alimentados 
aleatoriamente. 3) Datos tomados de Tinoco et al., 2014. Carpines mantenidos en condiciones de luz 
constante y alimentados en ZT 2. 
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Perioda b s t r a c t
The circadian system drives daily physiological and behavioral rhythms that allow animals to anticipate
cyclic environmental changes. The discovery of the known as ‘‘clock genes’’, which are very well
conserved through vertebrate phylogeny, highlighted the molecular mechanism of circadian oscillators
functioning, based on transcription and translation cycles (24 h) of such clock genes. Studies in goldﬁsh
have shown that the circadian system in this species is formed by a net of oscillators distributed at central
and peripheral locations, as the retina, brain, gut and liver, among others. In this work we review the
existing information about the hepatic oscillator in goldﬁsh due to its relevance in metabolism, and its
key role as target of a variety of humoral signals. Different input signals modify the molecular clockwork
in the liver of goldﬁsh. Among them, there are environmental cues (photocycle and feeding regime) and
different encephalic and peripheral endogenous signals (orexin, ghrelin and glucocorticoids). Per clock
genes seem to be a common target for different signals. Thus, this genes family might be important for
shifting the hepatic oscillator. The physiological relevance of the crosstalking between metabolic and
feeding-related hormones and the hepatic clock sets the stage for the hypothesis that these hormones
could act as ‘‘internal zeitgebers’’ communicating oscillators in the goldﬁsh circadian system.
 2015 Elsevier Inc. All rights reserved.1. The circadian system. The case of goldﬁsh
Cyclic environmental changes have led to the emergence of the
circadian system in all living organisms, which provides a mecha-
nism to anticipate such external cyclic changes. In vertebrates this
system consists of multiple central and peripheral oscillators that
can be entrained by different environmental signals (Albrecht,
2012; Moore and Whitmore, 2014).
The molecular core of these biological clocks is based on inter-
locked transcriptional and post-translational auto-regulatory feed-
back loops of a set of genes called clock genes (Albrecht, 2012;
Vatine et al., 2011). In the main loop, the positive limb is formed
by the transcription factor (heterodimer) CLOCK-BMAL1 that
induces the expression of period (per) and cryptochrome (cry) genes,
that form in turn the negative transcriptional limb. PER and CRY
proteins dimerize and inhibit CLOCK-BMAL1 transactivation with
an oscillation close to 24 h (Albrecht, 2012; Vatine et al., 2011).
Several humoral and neural signals ensures the coupling of this
net of oscillators that in mammals is under the control of a master
clock located in the hypothalamic suprachiasmatic nucleus(Albrecht, 2012). The existence of a master clock in teleosts has
not been demonstrated to date, and then, ﬁsh circadian system is
considered less hierarchical than the mammalian one (Moore and
Whitmore, 2014; Weger et al., 2013). The presence of clock genes
in a variety of tissues from different species supports the existence
of an extended net of oscillators in teleost central and peripheral
locations. Clock genes have been found in zebraﬁsh (Vatine et al.,
2011), and in a variety of tissues in other ﬁsh, including the retina,
brain, pituitary, liver, skin, gut and gonads (Cavallari et al., 2011;
Davie et al., 2009; Martín-Robles et al., 2011; Mazurais et al.,
2000; Sánchez et al., 2010; Velarde et al., 2009; Vera et al., 2013).
Location of clock genes expression in speciﬁc encephalic nuclei
of several ﬁsh species have been recently reported (Moore and
Whitmore, 2014; Watanabe et al., 2012; Weger et al., 2013; own
data presented in the 27th Conference of European Comparative
Endocrinologists), but the functioning of ﬁsh circadian system
remains an elusive issue. Moreover, in ﬁsh very little information
exists on the possible role of humoral signals in the coupling
among clocks.
In goldﬁsh (Carassius auratus), daily rhythms of clock genes
have been described in the retina, hypothalamus, optic tectum,
pituitary, gut, liver and head kidney (Azpeleta et al., 2012;
Feliciano et al., 2011; Nisembaum et al., 2014a, 2014b; Velarde
et al., 2009). A comparative orthology of clock genes (from the
2 A. Sánchez-Bretaño et al. / General and Comparative Endocrinology xxx (2015) xxx–xxx
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sequences belonging to the main four families of clock genes have
been used to create this ﬁgure (see the ﬁgure legend for details). In
goldﬁsh, as in other teleosts, a huge number of genes have been
duplicated and some of these copies were lost during evolution
in different groups (Meyer and Schartl, 1999; Vatine et al., 2011;
Wang, 2008).
Considering the key role of the liver in the regulation of meta-
bolism, the study of this organ as an oscillator (among the periph-
eral clocks), is crucial to understand the temporal relationship
between metabolism and the circadian system. The hepatic oscilla-
tor in mammals is one of the most sensitive to different external
cues, as feeding time and internal ones, as changes in circulating
hormones, including glucocorticoids (Kornmann et al., 2007;
Schmutz et al., 2012; Stokkan et al., 2001; Yamamoto et al.,
2005). Thus, this organ seems to be an endogenous oscillator
where the circadian information converges with the regulation of
metabolism (Schmutz et al., 2012). This minireview shows the
existing information on liver as a key peripheral oscillator in a
teleost model, the goldﬁsh.2. Environmental synchronizers of the hepatic clock
In goldﬁsh, the daily light–dark cycle and feeding schedule are
able to synchronize two classic outputs (overt rhythms) of the cir-
cadian system, the daily locomotor activity and food anticipatory
activity rhythms (Aranda et al., 2001; Feliciano et al., 2011).
These two synchronizers also drive clock genes rhythms in the
liver of this teleost (Fig. 2) with similar acrophases as reported in
the brain (Azpeleta et al., 2012; Velarde et al., 2009). When only
one signal (LD cycle or feeding time) is present, Per1a rhythms in
the liver keep acrophases, but their amplitudes decrease
(Fig. 2B and C; Feliciano et al., 2011; Tinoco et al., 2014), suggesting
that both environmental signals works together in the sustainingFig. 1. Comparative orthology of clock genes in mammals and ﬁsh. The ﬁgure resumes t
Clock/Npas2 families) in teleosts and mammals, and suggests the possible gene orthology
speciﬁc genome duplication (3R hypothesis). The underlined genes have been partially
Parentheses () indicate alternative names for some genes. Genes in black and not underli
GeneBank and Ensembl were used as main source of published sequences. Tools used we
ClustalX ver. 2.1 (NJ method) in order to verify orthology. When the nucleotide sequence
Tools/Wise2/advanced.html). Fish taxons referred in the balloons include the species wit
auratus, Cyprinus carpio, Pimephales promelas) Otophysi (Astyanax mexicanus, Ictalurus
Gasterosteus aculeatus, Poecilia formosa, Oreochromis niloticus, Maylandia zebra, Punda
Tetraodon nigroviridis). Neoteleostei (Gadus morhua plus Percomorpha). Actinopterygii (L
Neoteleostei).
208of the molecular clockwork in the liver. The amplitude of Per1a
rhythm is higher in the hepatic oscillator than in the brain
(Feliciano et al., 2011; Tinoco et al., 2014). In fact, the liver is highly
sensitive to the feeding schedule in goldﬁsh, as reported in mam-
mals (Kornmann et al., 2007; Stokkan et al., 2001), since one meal
might drive clock genes rhythms in this metabolic organ (Feliciano
et al., 2011).3. Hormonal signals as inputs of the hepatic oscillator
Besides the environmental cyclic changes that synchronizes the
hepatic oscillator in goldﬁsh, it is reported that clock genes in the
goldﬁsh liver could be regulated by different food-related peptides
involved in energy balance (as ghrelin and orexin; Nisembaum
et al., 2014a,b), and by glucocorticoid hormones (own data pre-
sented at the XIII Congress of the European Biological Rhythms
Society). These data are summarized in the Fig. 3.
Recent studies suggest a relationship between ghrelin and the
circadian system in mammals. Ghrelin would act as a promoting
factor in the generation of the food anticipatory activity, and as a
regulator of clock genes expression (LeSauter et al., 2009;
Yannielli et al., 2007). In goldﬁsh liver, ghrelin induces the expres-
sion of three genes from the Period family (Nisembaum et al.,
2014a; Fig. 3). This effect seems to be mediated by speciﬁc recep-
tors (GHS-R1a1 and GHS-R1a2) highly expressed in the liver (Kaiya
et al., 2010), since Per induction is blocked by a ghrelin antagonist
(Nisembaum et al., 2014a). Ghrelin also induces the hypothalamic
expression of gPer1a and gPer3 at 1-h post-injection (Nisembaum
et al., 2014a), showing that this hormone is able to act at different
levels of the circadian system, and it is a potential candidate as a
connecting signal among oscillators.
Orexin is another feeding related peptide also involved in the
sleep-wakefulness rhythm. The presence of this neuropeptide in
the mammalian suprachiasmatic nucleus (Deurveilher andhe current information available on the presence of clock genes (Per, Cry, Bmal and
. Continuous black arrows indicate orthology. Discontinuous arrows indicate teleost-
cloned in goldﬁsh. Genes in grey have been lost in the groups indicated in ballons.
ned have not been cloned in goldﬁsh yet, but their presence is presumed. Databases
re: blast (included in GeneBank and Ensembl web sites) for searching homologs, and
was the only available, it was translated with the help of Wise2 tool (www.ebi.ac.uk/
h the more complete knowledge of their genome: Cyprinidae (Danio rerio, Carassius
punctatus plus Cyprinidae). Percomorpha (Xiphophorus maculatus, Oryzias latipes,
milia nyererei, Neolamprologus brichardi, Haplochromis burtoni, Takifugu rubripes,
episosteus oculatus, Salmo salar, Oncorhynchus mykiss, Esox lucius plus Otophysi and
Fig. 2. Daily rhythms of gPer1a relative expression in liver of goldﬁsh under
different environmental conditions. (A) Goldﬁsh maintained under 12L:12D and
scheduled fed at ZT 2. (B) Goldﬁsh maintained under 12L:12D and randomly fed
(RF). C) Goldﬁsh maintained under LL and scheduled fed at ZT 2. Samples were
obtained in 4-h intervals (A) or 6-h intervals (B and C) through a 24 h daily cycle.
The ZT 0 was deﬁned as the time of the lights on in A and B, and as the last meal
time in C. Data obtained by Real Time qRT-PCR are shown as the mean ± SEM in
relative units (DDCt method). The black line represents the periodic sinusoidal
functions (p < 0.005). Data from Tinoco et al. (2014); and unpublished own results.
Fig. 3. Effects of some inputs on clock genes expression in the hepatic oscillator of
goldﬁsh. ", gene expression induction; ;, gene expression reduction; =, no changes
in expression detected; –, no data available; IP, intraperitoneal injection; ICV,
intracerebroventricular injection. (1) Data from Nisembaum et al. (2014a); (2) data
from Nisembaum et al. (2014b); (3) unpublished own results.
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2.3. Regulación del oscilador hepático del carpínSemba, 2005) suggests a hypothetical relationship with the circa-
dian system. In goldﬁsh liver, an acute injection of orexin-A pro-
duces a small decrease in gPer3 expression, while induces gPer1a,
gPer2 and gPer3 genes in the hypothalamus and the foregut(Nisembaum et al., 2014b; Fig. 3), suggesting that liver does not
seem to be an important target in a putative temporal signal per-
formed by orexin in goldﬁsh.
Glucocorticoids are mainly related to metabolism and the stress
response (Aluru and Vijayan, 2007). The circulating levels of these
hormones show a strong circadian rhythm in vertebrates, that
seems to be driven by central and peripheral oscillators
(Kalsbeek et al., 2012; Nader et al., 2010). Nevertheless, daily ﬂuc-
tuations in glucocorticoids have been suggested also as an input to
the circadian system. In this sense, glucocorticoids modify the cir-
cadian genes expression in some mammalian peripheral tissues, as
liver, heart, lung, stomach and kidney (Balsalobre et al., 2000;
Yamamoto et al., 2005). In goldﬁsh, an acute injection of cortisol,
at doses lower than circulating cortisol in stressful conditions
(1 lg/g) modiﬁed gPer1a and gPer1b expression at 2-h
post-injection in the liver (own data presented in the XIII
Congress of the European Biological Rhythms Society; Fig. 3).
This result suggests that glucocorticoids are modulators of the cir-
cadian system even in non-stressful situations, and indicates the
high sensitivity of the hepatic oscillator to the glucocorticoid input.
Different in vitro approaches show a direct effect of glucocorticoids
inducing Per1 expression in the goldﬁsh hepatic clock, since either
cortisol or dexamethasone (a glucocorticoid analog) stimulates
(4-fold) Per1a and gPer1b expression (own data presented in the
XIII Congress of the European Biological Rhythms Society; Fig. 3).
The presence of glucocorticoid receptors in goldﬁsh liver (Aluru
and Vijayan, 2007) supports such direct effect. Results obtained
in goldﬁsh are in accordance with previous reports in mammals,
in which an acute stress exposure and an injection with dexam-
ethasone induced a similar effect on Per1 expression (Yamamoto
et al., 2005).
The physiological relevance of Per induction by different
hormones is still not well understand. Hypothetically, changes in
the transcripts abundance of any of the genes of the molecular core
might alter the clockwork. In fact, this is the mechanism underly-
ing synchronization of oscillators by classical zeitgebers (it is well
known that light induction of Per2 in ﬁsh leads to a LD cycle syn-
chronization, Vatine et al., 2011). Similarly, endogenous signaling
that increase Per1a (orexin, ghrelin, cortisol) could shift clock genes
expression, and then modify responses to ulterior inputs.
Interestingly, Period family seems to be the most sensitive target
to different signals in the molecular hepatic oscillator, as far as
all the hormones studied to date in goldﬁsh modiﬁes Period tran-
scripts (Fig. 3; Nisembaum et al., 2014a; own data presented in
the XIII Congress of the European Biological Rhythms Society). In
mammals, Per1 has different regulator elements on its promoter
(CRE, E-box, GRE sequences; Vatine et al., 2011; Yamamoto et al.,
2005), that supports their high sensitivity to different signals,
and point out that Per genes family plays a key role integrating
environmental and endogenous signals in the circadian system
functional organization in ﬁsh. This agrees with the suggested
mechanism for circadian synchronization to different environmen-
tal cues in mammals (Albrecht, 2012), and raises the question of
two different types of oscillators, the light entrained oscillators
and food entrained oscillators.4. Concluding remarks
In overall, we can conclude that the goldﬁsh hepatic oscillator is
regulated differentially by photic and non-photic cues that work
together to ensure the correct functioning of the clock in the liver
(Fig. 4). This crosstalking between metabolic signals and the
circadian systemmakes sense, as liver is one of the most important
tissues linked to metabolism (Schmutz et al., 2012), and justiﬁes
why this oscillator is more sensitive to feeding inputs than central209
Fig. 4. Input signals to the hepatic oscillator. As an element of a complex circadian
net, the liver of the goldﬁsh receives inputs, posses the molecular clockwork
machinery and probably drives outputs or overt rhythms. The daily rhythmic
expression of gPer1a in this organ is driven by both environmental zeitgebers, light–
dark cycle and feeding time. Abundance of Per genes in the liver can be also
modulated by ghrelin (Nisembaum et al., 2014a) and glucocorticoids (unpublished
own results), suggesting that these hormones could be involved in the crosstalking
among different oscillators. Orexin seems to induce per expression in the brain and
in the gut, but not in the liver, (Nisembaum et al., 2014b). Continuous black lines
indicate the hormones that modify clock gene expression (from per family) in the
corresponding tissue. For more details see the text. At present, it remains to be
determined which other genes are targets for the studied hormones, other putative
entraining signals (as the nervous system), or how the animal integrates all this
information to ﬁnally generate an output.
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2.3. Regulación del oscilador hepático del carpínones. Moreover, reviewed data support an important role for hor-
monal signaling in the goldﬁsh circadian network, allowing the
crosstalking among oscillators.
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DISCUSIÓN 
1. Anatomía del sistema circadiano del carpín
- Distribución anatómica de osciladores y del sistema ghrelinérgico
del carpín.
- Regiones relacionadas con la detección de luz.
- Regiones relacionadas con sistemas de regulación de la ingesta y
balance energético.
2. El sistema circadiano del carpín como una red de osciladores:
importancia de la comunicación hormonal.
3. El hígado del carpín como oscilador
- Ghrelina como señal moduladora del sistema circadiano del carpín.
Importancia de la ingesta en la regulación circadiana.
- Glucocorticoides como señales sincronizadoras del sistema
circadiano del carpín. Posible efecto del estrés en la regulación
circadiana.
- Regulación multihormonal del oscilador hepático del carpín.
4. Diferente sensibilidad de los genes reloj en el sistema circadiano




1. ANATOMÍA DEL SISTEMA CIRCADIANO DEL CARPÍN
En el primer capítulo de la presente Tesis Doctoral se estudia por primera vez en carpín 
la organización anatómica del sistema circadiano mediante el análisis de la presencia del 
ARNm del gen reloj gper1b a través de la técnica de hibridación in situ. Igualmente, se analiza 
la distribución anatómica de uno de los pocos sistemas hormonales relacionados, hasta la 
realización de la presente Tesis, con la regulación de los genes reloj en el carpín, el sistema 
ghrelinérgico (Nisembaum et al., 2014b).  
Distribución anatómica de osciladores y del sistema ghrelinérgico del carpín 
El primer paso para el estudio de la distribución anatómica de los osciladores consistió 
en el clonaje de una secuencia parcial del gen reloj gper1b. La evolución de los peces 
teleósteos incluyó un fenómeno de duplicación génica que provocó la aparición de copias 
extra de los genes reloj en los teleósteos en comparación con el número de estos mismos 
genes en mamíferos (Wang, 2008a; Wang, 2008b; Wang, 2009). En algunos casos, alguna de 
las copias ha sido perdida a lo largo de la evolución mientras que en otros ambas copias 
permanecen y pueden bien mantener funciones similares, formando mecanismos redundantes 
para asegurar la realización correcta de dicha función o bien especializarse en funciones 
diferentes. En el caso de los genes de la familia per, y más concretamente, en el caso de las 
copias del gen per1, la copia más conservada en todos los grupos de teleósteos es per1b, 
mientras que en el caso de per1a, en algunas especies concretas ha desaparecido a lo largo de 
la evolución (resultados presentados en el capítulo 3.3; Wang, 2008b). Concretamente en el 
carpín, el gen gper1a fue clonado con anterioridad y se demostró su funcionalidad como gen 
reloj en diversas localizaciones encefálicas y extra-encefálicas mediante estudios de PCR 
(Velarde et al., 2009). Sin embargo, hasta la fecha, no se había descrito la presencia de la copia 
más común en teleósteos en el genoma del carpín dorado. Tras la obtención de la secuencia 
parcial del ARNm de gper1b, se procedió en primer lugar a su estudio a nivel anatómico 
mediante la técnica de hibridación in situ (resultados que serán discutidos en el presente 
apartado) y, posteriormente, se estudió su funcionalidad entendida como su capacidad de 
presentar una expresión rítmica (resultados discutidos en el apartado 2 de la presente 
discusión general). 
Los resultados obtenidos (capítulo 1.1) apoyan la existencia de la maquinaria de los 
osciladores en multitud de localizaciones tanto centrales como periféricas (hipófisis, intestino 
anterior e hígado) en carpín dorado, como se había descrito previamente mediante análisis de 
PCR en tiempo real (Nisembaum et al., 2012; Velarde et al., 2009). Concretamente, la 
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distribución anatómica observada en el cerebro del carpín para el gen reloj gper1b  (Figura D1) 
coincide con la previamente descrita para el pez cebra (Weger et al., 2013) destacando su 
presencia en el núcleo anterior periventricular, homólogo al NSQ de mamíferos. Además, en 
muchos casos, los núcleos que presentan expresión de gper1b han sido previamente 
relacionados en teleósteos con señales sincronizadoras como los ritmos de luz-oscuridad 
(núcleos fotosensibles o directamente conectados con áreas fotosensibles) o de ingesta-ayuno 
(núcleos donde se expresan componentes de sistemas reguladores de la ingesta y del balance 
energético como la orexina o el NPY), tema que se aborda en los puntos siguientes de la 
presente Discusión General de la Tesis.  
Entre todos los sistemas hormonales relacionados con el sistema circadiano, en la 
presente Tesis Doctoral se ha estudiado en profundidad la distribución anatómica del sistema 
ghrelinérgico como un posible nexo de unión entre la regulación de la ingesta y el balance 
energético y el sistema circadiano de los peces teleósteos (capítulo 1.2). En este sentido, los 
resultados obtenidos ponen de manifiesto la presencia del tránscrito del receptor de ghrelina, 
ghs-r1a, en múltiples localizaciones tanto encefálicas como extra-encefálicas coincidentes con 
la presencia del ARNm del gen reloj gper1b, entre las que se pueden destacar diferentes áreas 
del hipotálamo (Figura D1). Esta distribución es, además, bastante similar a la descrita 
previamente para el mismo tipo de receptor en otro teleósteo, el mero de pintas naranjas 
(Epinephelus coioides; Chen et al., 2008) y en mamíferos (Guan et al., 1997; Zigman et al., 
2006). Si bien no es sorprendente el hecho de detectar expresión de receptores de ghrelina en 
multitud de núcleos hipotalámicos dada su importante función como señal reguladora de la 
ingesta y del balance energético en los vertebrados y la relevancia del hipotálamo como centro 
regulador endocrino (Berthoud, 2002; Luiten et al., 1987; Saper y Lowell, 2014), es interesante 
el hecho de que en estas mismas localizaciones se haya encontrado maquinaria molecular del 
sistema circadiano. Igualmente, es sorprendente la detección de receptores de ghrelina en 
localizaciones que a priori no parecen relacionadas de manera directa con la regulación de la 
ingesta o del balance energético del organismo pero que igualmente coinciden con áreas 
donde se detectó expresión del gen reloj gper1b. Así, se podría sugerir inicialmente que, al 
menos en lo que respecta a la anatomía del sistema circadiano (per1b) y el sistema 
ghrelinérgico, existe una relación entre ambos. Si bien se intentaron realizar colocalizaciones 
de ambos, éstas no fueron posibles finalmente por problemas metodológicos. Sin embargo, se 
puede afirmar que en la mayor parte de las localizaciones donde se detectó el gen reloj, se 
encontró igualmente presencia del receptor de ghrelina (Figura D1).  
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Con respecto a la propia ghrelina, si bien clásicamente se consideró el tracto 
gastrointestinal como su principal lugar de síntesis en vertebrados, posteriormente se ha 
propuesto la posible síntesis de dicha hormona a nivel hipotalámico, lo que no sería extraño 
por su importante papel en la regulación de la ingesta y el balance energético. Estos estudios 
más detallados han detectado la presencia de la preproghrelina en mamíferos a nivel central 
en determinados núcleos hipotalámicos donde abundan neuronas que expresan NPY/AgRP y 
pro-opiomelanocortina (POMC) (Cowley et al., 2003; Ferrini et al., 2009; Guan et al., 2003; 
Guan et al., 2008; Hori et al., 2008; Hou et al., 2006; Lu et al., 2002; Sato et al., 2005), aunque 
su abundancia es muy inferior a la observada a nivel gastrointestinal. Esta situación se 
observa igualmente en determinados teleósteos (Kaiya et al., 2003; Kaiya et al., 2005; Terova 
et al., 2008) donde existe presencia de tránscritos de ghrelina en el hipotálamo u otras 
regiones del encéfalo en bajas cantidades. Concretamente, en el caso del carpín, los 
resultados de la presente Tesis Doctoral muestran la existencia, en efecto, de expresión de 
preproghrelina en el encéfalo y el hipotálamo por PCR en tiempo real que indican una posible 
síntesis a nivel local de ghrelina, aunque al no encontrarse transcritos de ghrelina por 
hibridación in situ podría suponerse que esta síntesis central de ghrelina parece escasa. De 
hecho, en este sentido, el laboratorio del Dr. Unniappan fue capaz de detectar pequeños 
niveles de ghrelina en el hipotálamo de carpín por hibridación in situ (Kerbel y Unniappan, 
2012). El bajo nivel de síntesis de ghrelina a nivel hipotalámico se ha relacionado con una 
acción a nivel local estimulando las neuronas NPY/AgRP para la estimulación del apetito. 
Igualmente, en mamíferos se ha descrito un posible papel de esta ghrelina hipotalámica 
como regulador de determinadas hormonas hipofisarias como la TSH, la ACTH y la GH 
(Cowley et al., 2003; Kamegai et al., 2000; Nakazato et al., 2001; Wren et al., 2000). 
Es importante resaltar que, en el caso de la glándula pineal, uno de los osciladores 
endógenos mejor conocidos y descritos en vertebrados y, en concreto, en peces teleósteos 
(Ekström y Meissl, 1997; Falcón, 1999; Falcón et al., 2010), no se pudo obtener tejido viable 
para el estudio del gen reloj gper1b y es por esa razón que no aparece colocalizado con el 
receptor de ghrelina cuya presencia en la glándula pineal se demuestra en la presente Tesis 
(Figura D1). Así pues, aunque no se haya localizado anatómicamente en la presente Tesis 
Doctoral la presencia de genes reloj en la glándula pineal del carpín, se puede afirmar con 
alto grado de certeza que en esta localización se esperaría encontrar ambos, gper1b y el 
receptor de ghrelina. 
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Figura D1. Esquema de la distribución anatómica del tránscrito del gen reloj, gper1b (rojo), 
del ARNm del receptor de ghrelina, ghs-r1a (azul), y de ambos (verde) en el encéfalo del 
carpín. OTec, techo óptico; NAPv, núcleo anterior periventricular; NH, núcleos habenulares; 
NLTp, parte posterior del núcleo lateral tuberal; NPGl, parte lateral del núcleo 
preglomeruloso; NPO, núcleo preóptico; NPPv; núcleo posterior periventricular; NRL, núcleo 
del receso lateral; NRP, núcleo del receso posterior; Tel, telencéfalo; TL, torus longitudinalis; 
Vc, válvula del cerebelo. Realizado a partir de los datos obtenidos en el capítulo 1 de la 
presente Tesis. 
En general el conocimiento de la localización anatómica de la maquinaria molecular 
de los osciladores endógenos en vertebrados se encuentra bastante restringido a estudios 
realizados en cerebro (Abe et al., 2002; Amir et al., 2004; García-Fernández et al., 2007; 
Gerstner et al., 2006; Girotti et al., 2009; Namihira et al., 1999; Shieh et al., 2005; Wakamatsu 
et al., 2001). Sin embargo, a pesar de que en la actualidad se reconoce al sistema circadiano 
de los vertebrados como a una red de nodos localizados en el organismo en su totalidad que 
están intercomunicados y coordinados entre sí, no son muchos los trabajos que abordan el 
estudio de la localización anatómica de los genes reloj en localizaciones periféricas 
(Fahrenkrug et al., 2006; Girotti et al., 2009; Sládek et al., 2007; Weger et al., 2013).  
En el estudio anatómico de la localización de los nodos del sistema circadiano del 
carpín realizado en la presente Tesis Doctoral se ha demostrado igualmente la presencia de 
la maquinaria molecular necesaria para la presencia de osciladores funcionales en áreas 
extra-encefálicas como la hipófisis, el hígado y el intestino anterior (capítulo 1.1). La hipófisis 
ha sido ampliamente estudiada como uno de los osciladores del sistema circadiano de  
vertebrados, demostrándose la presencia de ritmos autosostenidos de expresión de los 
genes reloj en explantes de hipófisis de roedores mantenidos en cultivo (Abe et al., 2002; 
Becquet et al., 2014; Chu et al., 2013; Yoo et al., 2004). De hecho, se ha demostrado la 
ritmicidad endógena circadiana y estacional de multitud de hormonas hipofisarias tanto en 
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mamíferos  a nivel de cultivo o de estudios in vivo (Becquet et al., 2014; Bertram et al., 2010; 
Lincoln et al., 2003) como en otros vertebrados incluyendo los teleósteos (Ayson y Takemura, 
2006; Batten y Ball, 1976; López-Olmeda et al., 2013; Rodríguez-Illamola et al., 2011), incluso 
existen estudios en el carpín (Hontela y Peter, 1983; Leatherland y McKeown, 1973; 
McKeown y Peter, 1976). Además, a pesar del conocimiento previo de la presencia de genes 
reloj mediante estudios de PCR, esta es la primera evidencia anatómica (mediante 
hibridación in situ) que muestra la existencia de un oscilador hipofisario en teleósteos. Los 
tránscritos de gper1b en esta localización presentan una distribución amplia, apareciendo en 
casi la totalidad de las células, tanto de la pars distalis como de la pars intermedia, de 
acuerdo con la información existente sobre mamíferos donde se ha demostrado la presencia 
de genes reloj en prácticamente todos los tipos celulares hipofisarios (Lin et al., 2015). No 
obstante, sería especialmente interesante continuar estudiando los tipos celulares que 
expresan genes reloj en la hipófisis del carpín mediante análisis de colocalizaciones con los 
marcadores específicos de cada tipo celular hipofisario. Sin duda, este conocimiento sería de 
gran utilidad a la hora de conocer los mecanismos de comunicación y de coordinación del 
sistema circadiano de los peces teleósteos, especialmente para el conocimiento de la 
relación entre el sistema endocrino y el circadiano.  
Con respecto a la presencia del ARNm de gper1b en el hígado y el intestino anterior del 
carpín, datos previos de nuestro grupo de investigación ponen de manifiesto la expresión de 
diferentes genes reloj en estas localizaciones mediante análisis de PCR cuantitativa en tiempo 
real (Feliciano et al., 2011; Nisembaum et al., 2012; Tinoco et al., 2014; Velarde et al., 2009). 
Los resultados de la presente Tesis Doctoral confirman la existencia de genes reloj en estas 
localizaciones y profundizan en la localización tisular de dichos genes. Concretamente, se 
observa la presencia de tránscritos de gper1b en la mayoría de las células presentes en el 
tejido hepático así como en todas las capas del intestino anterior (mucosa, submucosa y capa 
muscular). Si bien este es el primer estudio anatómico de distribución de genes reloj en el 
hígado de un vertebrado, por su parte, en el caso del intestino, un estudio previo en colon de 
rata indica la expresión de genes reloj con mayor abundancia en la capa mucosa como sucede 
en el caso del carpín (Sládek et al., 2007). Al igual que en el caso de la hipófisis sería de gran 
interés conocer los tipos celulares que contienen el oscilador intestinal en peces teleósteos. En 
este sentido, en mamíferos, se ha detectado expresión de genes reloj a lo largo del tracto 
gastrointestinal de roedores, con mayor presencia en los enterocitos localizados a nivel de la 
mucosa, siendo especialmente relevantes en la regulación de la absorción de macronutrientes 
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(Balakrishnan et al., 2010; Balakrishnan et al., 2012; Hoogerwerf et al., 2007; Pan y Hussain, 
2009; Sládek et al., 2007). 
En lo que respecta al sistema ghrelinérgico en tejidos periféricos (capítulo 1.2), tanto 
el gen de la preproghrelina como el propio péptido se localizan en todas las capas del tracto 
gastrointestinal proximal en el carpín, lo que confirma a esta región como el principal lugar 
de síntesis de la ghrelina en carpín como se ha descrito de manera general en otros 
vertebrados (Date et al., 2000; Kojima et al., 1999; Neglia et al., 2005; Rindi et al., 2002; 
Sakata et al., 2010; Vitari et al., 2012; Zhao et al., 2007) incluyendo teleósteos (Arcamone et 
al., 2009; Breves et al., 2009; Kaiya et al., 2003c; Kaiya et al., 2008; Miura et al., 2009; 
Murashita et al., 2009; Terova et al., 2008; Unniappan y Peter, 2005).  
Figura D2. Esquema que indica la distribución anatómica del sistema ghrelinérgico en las 
diferentes capas del intestino proximal del carpín dorado (mucosa, submucosa y capa 
muscular). Distribución del ARNm del receptor de ghrelina, ghs-r1a (azul), el tránscrito de 
preproghrelina (rojo) y el propio péptido (verde) en el intestino proximal incluyendo 
esófago, bulbo intestinal, bucle en “J” e intestino anterior. Realizado a partir de los datos 
obtenidos en el capítulo 1 de la presente Tesis. 
Igualmente, en la presente Tesis Doctoral, se presenta por primera vez en teleósteos
la distribución anatómica del receptor GHS-R1a en tracto gastrointestinal, demostrando su 
expresión en las capas mucosa y submucosa de las diferentes regiones del intestino proximal 
(incluyendo el esófago, el bulbo intestinal, el bucle en “J” y el intestino anterior; Figura D2). 
Es interesante destacar el hecho de que el ARNm del receptor de ghrelina, ghs-r1a, presenta 
una localización apical en las células de la mucosa mientras que la propia ghrelina aparece en 
capas más basales y cercanas a la submucosa. El único estudio con el que se pueda contrastar 
la localización anatómica de dichos receptores en teleósteos fue realizado en pez cebra 
(Olsson et al., 2008), donde se observó gran cantidad de receptores de ghrelina en las células 
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endocrinas de la mucosa intestinal así como en la capa muscular, que se relacionaron con la 
acción de la ghrelina como modulador de la motilidad intestinal en este teleósteo. El caso de 
que en el carpín no parezca haber receptores de ghrelina en esta capa muscular intestinal 
(con la única excepción del esófago) parece estar en consonancia con el hecho de que en el 
caso del carpín no se haya detectado ningún efecto de la ghrelina sobre la motilidad 
intestinal (Kitazawa et al., 2012).  
Regiones relacionadas con la detección de luz. 
De todas las posibles señales rítmicas del ambiente interno y externo al que están 
sometidos los seres vivos, la alternancia entre el día y la noche podría ser considerada como 
una de las más relevantes a la hora de establecer una necesidad evolutiva de anticiparse a 
estos cambios. La presencia o ausencia de luz hacen imprescindible la adaptación de los seres 
vivos a dos entornos diferentes alternantes dentro de cada ciclo de 24 horas. En este sentido, 
no resulta sorprendente la presencia de osciladores endógenos en localizaciones directamente 
relacionadas con las áreas encargadas de la detección de la luz en el encéfalo. Si bien en la 
presente Tesis Doctoral no se realizó el análisis anatómico de la retina y, en el caso del estudio 
de la localización del gen reloj gper1b no fue posible la obtención de resultados con respecto a 
la glándula pineal, muchas de las localizaciones encefálicas estudiadas donde se encontraron 
tránscritos del gen reloj gper1b y del receptor de ghrelina ghs-r1a coinciden con estructuras 
fotosensibles, como es el caso del receptor de ghrelina presente en la glándula pineal; o con 
áreas directamente conectadas con éstas estructuras fotosensibles (figura D3).  
Figura D3. Núcleos cerebrales fotosensibles o directamente conectados con áreas 
fotosensibles en teleósteos que presentan señal de tránscritos de gper1b y ghs-r1a en el 
carpín. NAPv, núcleo anterior periventricular; NH, núcleos habenulares; NPO, núcleo 
preóptico; NPPv, núcleo preóptico periventricular; OTec, techo óptico; TL, torus longitudinalis; 
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Vc, válvula del cerebelo. Relación entre los datos obtenidos en la presente Tesis Doctoral y los 
datos preexistentes de las áreas fotosensibles o en contacto con éstas en teleósteos. 
Como puede observarse en la figura D3, existe un entramado de núcleos encefálicos 
en el carpín que presentan tránscritos del gen reloj gper1b y que han sido previamente 
relacionados en diferentes teleósteos con la transducción de la información lumínica 
del ambiente, lo que podría suponer la posibilidad de que estas regiones formen parte de 
los denominados “osciladores sincronizables por la luz” (LEOs). Asimismo, el hecho de 
que estos núcleos presenten expresión de receptores de ghrelina podría estar implicando 
una posible relación entre los osciladores que forman parte del LEO con la información 
procedente de la situación energética del organismo transducida por hormonas como la 
ghrelina. Esto demostraría la cooperación de ambas señales para la sincronización fina del 
sistema circadiano a señales rítmicas de diferente origen, como previamente se ha 
sugerido para mamíferos (Blum et al., 2012). 
Cabe destacar la presencia de ambos sistemas (circadiano y ghrelinérgico) a nivel 
hipotalámico. El hipotálamo es considerado una de las localizaciones más relevantes en la 
organización del sistema circadiano en vertebrados. De hecho, es aquí donde se encuentra el 
NSQ, responsable de la sincronización de todos los osciladores del organismo en los 
vertebrados (Bedont y Blackshaw, 2015; Coomans et al., 2015; Moore, 2013; Saini et al., 2011). 
En este sentido es especialmente relevante el tracto retinohipotalámico encargado de 
transducir la señal lumínica detectada en la retina directamente a determinados núcleos del 
hipotálamo. Este tracto ha sido estudiado en profundidad en carpín (Springer y Gaffney, 1981; 
Springer y Mednick, 1984) e incluye el núcleo preóptico periventricular (NPPv), el núcleo 
preóptico (NPO) y el núcleo anterior periventricular (NAPv) (Holmqvist et al., 1992) 
considerado el homólogo en peces teleósteos al NSQ de mamíferos, tres de las localizaciones 
donde se han encontrado tránscritos de gper1b y del receptor de ghrelina ghs-r1a. Además, 
algunos de estos núcleos hipotalámicos muestran también expresión de orexina en teleósteos 
(Facciolo et al., 2010; Facciolo et al., 2012), la denominada “hormona del despertar” (Sutcliffe 
y de Lecea, 2002), información que se ampliará en el próximo apartado de la presente 
discusión general. 
Por otra parte, se ha detectado presencia de tránscritos tanto de gper1b como de ghs-
r1a en las neuronas de los núcleos habenulares (capítulos 1.1 y 1.2). En los roedores estas 
neuronas tienen ritmicidad circadiana en su tasa de disparo, responden a estímulos fóticos 
(Sakhi et al., 2014; Zhao y Rusak, 2005) y regulan los ritmos de actividad locomotora (Paul et 
al., 2011; Tavakoli-Nezhad y Schwartz, 2006). Además, muestran ritmicidad diaria de genes 
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reloj en estos animales (Guilding et al., 2010) y están conectados con la retina y con el NSQ en 
mamíferos (Kalsbeek et al., 1993; Krout et al., 2002; Qu et al., 1996) y con la pineal de 
teleósteos (Yáñez et al., 2009). En la habénula de mamíferos se ha detectado además una 
abundante expresión del receptor de melatonina (la hormona más relacionada con la 
regulación del sistema circadiano) MT1 (Adamah-Biassi et al., 2014), que es importante en la 
modulación de los efectos del fotoperiodo sobre los ritmos reproductivos y de 
comportamiento (Prendergast, 2010). En teleósteos, el primer estudio donde se analizó la 
posible presencia de ritmos de genes reloj a nivel de la habénula fue realizado en lenguado 
arenero (Paralichthys olivaceus; Watanabe et al., 2012), donde no se encontraron diferencias 
día/noche en la expresión del gen per2 y posteriormente, se analizó esta localización en el pez 
cebra, donde sí se demostró  la oscilación rítmica de los genes reloj (Weger et al., 2013). 
Igualmente, se ha descrito la conexión de estos núcleos del epitálamo con la glándula pineal en 
teleósteos (Falcón, 1999), considerada uno de los osciladores circadianos más relevantes y 
mejor estudiados en estos animales (Falcón, 1999; Falcón et al., 2003; Falcón et al., 2009; Vera 
et al., 2010). 
Otras de las áreas encefálicas del carpín donde se ha detectado presencia tanto de 
gper1b como de ghs-r1a y que se encuentran directamente comunicadas con zonas sensibles a 
estímulos fóticos son el torus longitudinalis y el techo óptico, encontrándose en este último 
además de ritmos del gen reloj gper1b (Presente Tesis, capítulo 1.1), ritmos de otros genes 
reloj (Feliciano et al., 2011). La función principal de estos dos núcleos en el carpín está 
relacionada con la integración visual (Gibbs y Northmore, 1998; Northmore, 1984; Springer et 
al., 1977) y el techo óptico en teleósteos a su vez presenta receptores de melatonina (Bayarri 
et al., 2004b; Ikegami et al., 2009; López Patiño et al., 2008; Mazurais et al., 1999). Igualmente, 
tanto estas dos áreas como la válvula del cerebelo están intercomunicadas en teleósteos entre 
sí (Folgueira et al., 2007; Muñoz-Cueto et al., 1998) y con la retina (Folgueira et al., 2007; Yáñez 
et al., 2009) y, en el caso de la válvula del cerebelo y el techo óptico, también con la glándula 
pineal (Yáñez et al., 2009). Además de ser áreas relacionadas con zonas fotosensibles, se ha 
descrito ritmicidad de genes reloj en estas tres localizaciones en pez cebra (Moore y 
Whitmore, 2014). Por otra parte, estas tres estructuras en teleósteos tienen receptores de 
orexina (Facciolo et al., 2010; Facciolo et al., 2012), información que se desarrollará en 
profundidad en el próximo apartado de la presente discusión general. 
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Regiones relacionadas con sistemas de regulación de la ingesta y balance energético. 
Dentro del sistema circadiano de vertebrados, los osciladores sincronizables por el 
alimento (FEOs) son unos de los principales interrogantes. Esto es así debido a que pese a que 
desde hace años se describió que la disponibilidad de alimento o el horario restringido 
de alimentación eran una potente señal sincronizadora de los osciladores moleculares a 
nivel central y periférico en vertebrados (Bechtold, 2008; Carneiro y Araujo, 2009; Mendoza, 
2007; Mistlberger, 2011; Patton y Mistlberger, 2013; Stephan, 2002; Tahara y Shibata, 2013), 
hasta el momento no se ha podido encontrar un oscilador “maestro” que sea el responsable 
final de la transducción de la señal “ingesta”, es decir, los ritmos de ingesta-ayuno como 
sincronizador en ningún grupo de vertebrados.  
En la actualidad, se considera como la teoría más sólida la posibilidad de que este 
oscilador “maestro” esté formado, en realidad, por una red de osciladores trabajando 
coordinadamente para transducir la señal de disponibilidad de alimento como señal de 
entrada del sistema circadiano (Bechtold, 2008; Mendoza, 2007; Mistlberger, 2011). Así como 
los osciladores más implicados en la sincronización al ciclo luz-oscuridad se encuentran en 
diferentes localizaciones centrales (siendo o estando conectados con estructuras 
fotorreceptoras), en el caso de la relación entre la regulación de la ingesta, el balance 
energético y el sistema circadiano, cobran importancia determinados osciladores periféricos 
como el hipofisario, el hepático y el intestinal (Bechtold, 2008; Mistlberger, 2011).  
Por otro lado, según esta teoría, estos osciladores se comunicarían mediante 
determinadas señales que les permitirían establecer una ritmicidad sincrónica entre los 
distintos osciladores del organismo. Actualmente se proponen los sistemas orexigénico y 
anorexigénico como posibles responsables de la transmisión de la información de la situación 
energética entre los diferentes nodos del sistema circadiano como posibles señales 
sincronizadoras de ritmos relacionados con el ciclo ayuno-ingesta (Carneiro y Araujo, 2009; 
Davidson y Stephan, 1999; Mistlberger, 2011; Tinoco et al., 2014). En este sentido, resultados 
obtenidos como parte del capítulo 2 de la presente Tesis doctoral implican a la ghrelina como 
una de esas posibles señales hormonales que pueden interactuar con el sistema circadiano 
del carpín, como se comentará en detalle más adelante en esta discusión general.  
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Figura D4. Núcleos cerebrales relacionados con sistemas de regulación de la ingesta y 
balance energético en teleósteos que presentan señal de tránscritos de gper1b y ghs-r1a en 
el carpín. OTec, techo óptico; NAPv, núcleo anterior periventricular; NLTp, parte posterior del 
núcleo lateral tuberal; NPO, núcleo preóptico; NPPv; núcleo posterior periventricular; NRL, 
núcleo del receso lateral; TL, torus longitudinalis; Vc, válvula del cerebelo. Relación entre los 
datos obtenidos en la presente Tesis Doctoral y los datos preexistentes de las áreas 
relacionadas con la ingesta y el balance energético en teleósteos. 
Con respecto a la relación entre la ghrelina y el sistema circadiano solamente unos 
pocos estudios en mamíferos demuestran el posible potencial de esta hormona 
gastrointestinal como modulador de ritmos de genes reloj y ritmos de salida en mamíferos. 
Así, esta hormona adelanta la acrofase del gen reloj Per2 y la actividad eléctrica de las 
neuronas en explantes de NSQ (Yannielli et al., 2007). Además, es capaz de modular ritmos de 
actividad locomotora en roedores, si bien depende del régimen alimentario al que estén 
sometidos (LeSauter et al., 2009; Yannielli et al., 2007). El único estudio en teleósteos ha sido 
realizado recientemente como parte de una tesis doctoral previa en nuestro grupo de 
investigación, demostrando que en el carpín, una inyección IP aguda de ghrelina induce la 
expresión de genes reloj tanto en osciladores centrales como periféricos (Nisembaum et al., 
2014b). 
En este sentido, los resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral muestran 
presencia de tránscritos del gen reloj gper1b y del receptor de ghrelina, ghs-r1a, en ciertos 
núcleos hipotalámicos previamente relacionados con el balance energético y la regulación de 
la ingesta en peces teleósteos (figura D4), entre ellos el núcleo preóptico, el núcleo preóptico 
periventricular, el núcleo anterior periventricular, homólogo al NSQ, el núcleo lateral 
periventricular y el núcleo del receso lateral. De hecho, estas localizaciones se caracterizan 
por ser parte de los sistemas orexinérgico (Facciolo et al., 2010; Facciolo et al., 2012) y 
NPYérgico (Hoskins y Volkoff, 2012; Kah et al., 1989) en peces teleósteos. 
223
Discusión. 1. Anatomía del sistema circadiano del carpín
Además del hipotálamo, otras localizaciones encefálicas muestran expresión de ambos 
genes, entre las que destacan el torus longitudinalis, el techo óptico y la válvula del cerebelo. 
Estas tres estructuras, sobre las que previamente se han discutido en relación a la integración 
de información lumínica, se han relacionado también con sistemas peptidérgicos orexigénicos 
en el carpín. En este sentido, todas ellas tienen receptores de orexina (Facciolo et al., 2010; 
Facciolo et al., 2012), hormona que se ha sugerido como posible moduladora del sistema 
circadiano en esta especie (Nisembaum et al., 2014a). Por otra parte, el techo óptico presenta 
expresión del gen de NPY (Peng et al., 1994; Vecino et al., 1994) también relacionado con la 
regulación del sistema circadiano en peces (Sindelar et al., 2005; Weber y Rea, 1997), que 
muestra a su vez ritmicidad circadiana en el hipotálamo del carpín (Hoskins y Volkoff, 2012) y 
que es la hormona más relacionada con la acción central de la ghrelina en la regulación de la 
ingesta (Dickson y Luckman, 1997; Nakazato et al., 2001; Shintani et al., 2001; Tschöp et al., 
2002). Todos estos datos apoyan la existencia de osciladores centrales en distintos núcleos, 
que podrían estar relacionados con los ritmos descritos para distintos reguladores de la ingesta 
en el carpín, y que serían la constatación anatómica de que el balance energético y el sistema 
circadiano están relacionados a nivel central. 
A nivel periférico, los resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral ponen de 
manifiesto la presencia de gper1b en la hipófisis, así como de tránscritos (gper1b y ghs-r1a) en 
hígado y tracto gastrointestinal del carpín pudiendo implicar una comunicación entre ambos 
sistemas ghrelinérgico y circadiano igualmente a estos niveles. 
2. EL SISTEMA CIRCADIANO DEL CARPÍN COMO UNA RED DE OSCILADORES: IMPORTANCIA
DE LA COMUNICACIÓN HORMONAL.
Como se ha comentado previamente, en la actualidad, se considera el
sistema circadiano de vertebrados como una red de osciladores localizados en todo el 
organismo (Albrecht, 2012; Dibner et al., 2010; Isorna et al., 2015; Mohawk et al., 2012; Saini et 
al., 2011).  
Como se ha descrito hasta ahora en la presente Tesis Doctoral, la maquinaria 
molecular necesaria para la presencia de un oscilador en el carpín está presente tanto en 
localizaciones centrales como periféricas. Pero, ¿son estos supuestos osciladores funcionales 
en el carpín? Y si es así, ¿cómo se comunican entre ellos?  
De forma clásica en peces se ha considerado a la glándula pineal y a la retina, junto con 
el encéfalo como los elementos principales de la organización del sistema circadiano, no sólo 
por su carácter endógeno, sino también por su relación directa con la captación de la luz 
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(Falcón, 1999; Falcón et al., 2003; Yáñez et al., 2009). En este sentido, está muy demostrada la 
importancia de la retina y la glándula pineal como transductores de la información 
lumínica ambiental para la sincronización de los ritmos diarios de melatonina, que 
son incluso mantenidos en condiciones in vitro, y que es considerada una señal endógena 
capaz de enviar la información desde ambas localizaciones hasta los diferentes 
osciladores del organismo (Falcón et al., 2003; Falcón et al., 2009; Falcón et al., 2010). Sin 
embargo, el descubrimiento de la importancia de los ritmos de ayuno-ingesta para la 
sincronización de los diferentes nodos del sistema circadiano, así como el descubrimiento 
de que en el pez cebra todas sus células responden a la presencia/ ausencia de la luz 
ambiental (Tamai et al., 2005; Whitmore et al., 2000) o el mantenimiento de ritmos 
autosostenidos de diferentes órganos periféricos en el pez cebra en condiciones in vitro 
(Whitmore et al., 1998) junto con la imposibilidad de encontrar una estructura 
funcionalmente análoga al NSQ de mamíferos que sea responsable de sincronizar al 
resto de osciladores (Isorna et al., 2015; Moore y Whitmore, 2014) sugieren una organización 
del sistema circadiano de teleósteos con una mayor flexibilidad en cuanto a la 
funcionalidad de los diferentes osciladores y su acción sincronizada.  
En este sentido, aceptando que el sistema circadiano en teleósteos, y 
concretamente en nuestro modelo, el carpín, se organiza como una red de osciladores 
que han de estar comunicados entre sí (Isorna et al., 2015), en la presente Tesis Doctoral, 
se ha estudiado la “funcionalidad” de los distintos osciladores, entendida como la existencia 
de ritmos diarios de genes reloj, para posteriormente averiguar si se sincronizan a las mismas 
señales, así como si están o no sincronizados entre ellos. 
En los resultados obtenidos en el primer capítulo de la presente Tesis Doctoral, 
más allá del análisis exhaustivo de la distribución anatómica encefálica y periférica de un gen 
reloj tomado como representativo de la maquinaria molecular, gper1b, se ha descrito su 
patrón de expresión a lo largo de un ciclo de 24 h. Tanto mediante técnicas de imagen 
como por PCR cuantitativa en tiempo real, los resultados indican que existe una variación 
diaria de los niveles de tránscritos del gen reloj en todas las localizaciones estudiadas (cerebro, 
hipófisis, intestino anterior e hígado). Más concretamente, en estos animales que 
estaban mantenidos en condiciones de 12 h de luz y 12 h de oscuridad y alimentados 
diariamente dos horas después del encendido de las luces, se detectó un claro ritmo diario 
de expresión de gper1b con el máximo durante la fase oscura del día en prácticamente todas 
las localizaciones estudiadas. De hecho, la acrofase obtenida para el gen gper1b en este 
estudio (figuras D5 y D6) es similar a las observadas previamente para el gen gper1a, otro de 
los genes reloj de la familia period, en hipotálamo, hipófisis y cabeza del riñón de carpines 
mantenidos bajo las mismas condiciones 
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de fotoperiodo y horario de alimentación (Azpeleta et al., 2012). Este aspecto concreto, apoya 
el correcto funcionamiento de la maquinaria molecular del reloj en estas localizaciones, si bien 
sería interesante poder compararlo con algunos de los elementos positivos del bucle principal 
del mecanismo molecular de los osciladores, como se realizó de forma concreta para el hígado 
en la presente Tesis Doctoral y que se discutirá más adelante en esta discusión general.  
Figura D5. Distribución anatómica del gen reloj gper1b en el encéfalo del carpín dorado.
La diferencia día/noche en la intensidad de la señal detectada se indica con la densidad de puntos 
rojos. OTec, techo óptico; NAPv, núcleo anterior periventricular; NLTp, parte posterior del núcleo 
lateral tuberal; NPO, núcleo preóptico; NPPv; núcleo posterior periventricular; NRL, núcleo del 
receso lateral; PIT, hipófisis; TL, torus longitudinalis; Vc, válvula del cerebelo. Esquema realizado a 
partir de los resultados obtenidos en el capítulo 1.1. 
Como se describió en el apartado previo de la presente discusión general las dos 
señales sincronizadoras más relevantes, fotociclo y ciclo ayuno-ingesta,  dan lugar a dos 
sistemas de osciladores endógenos que, respectivamente se conocen con los nombres de 
“osciladores sincronizables por la luz” (LEOs) y “osciladores sincronizables por el alimento” 
(FEOs), dependiendo de si son más o menos sensibles a cada una de estas señales rítmicas. En 
este sentido, es importante resaltar que debido a las condiciones ambientales de fotoperiodo 
y alimentación de los carpines durante el desarrollo de los experimentos que componen la 
presente Tesis Doctoral, es muy complicado, sino imposible, describir con precisión la 
categoría a la que pertenecen cada uno de los osciladores encontrados como “sincronizables 
por luz” o “sincronizables por el alimento”. De acuerdo con esto, la clasificación propuesta a 
continuación y a lo largo de esta discusión general se basa principalmente en datos de otros 
estudios realizados en vertebrados y, con especial énfasis en teleósteos, sobre la relación de 
las áreas donde se ha detectado presencia y ritmicidad diaria del gen reloj gper1b con las áreas 
descritas en otros estudios asociadas a la detección y transmisión de información de tipo 
lumínica y del status energético del organismo. Para una mejor clasificación de los osciladores, 
sería necesaria la realización de estudios complementarios en los que se modificasen las 
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condiciones lumínicas ambientales con respecto a las condiciones de alimentación. Con este 
tipo de aproximaciones podría describirse más detalladamente la relación de cada una de las 
estructuras del sistema circadiano presentadas en el presente trabajo como “más sensibles a la 
información lumínica” o “más sensibles a la información de ingesta”. En este sentido, estudios 
realizados en mamíferos en los que los animales han sido alimentados durante la fase habitual 
de inactividad han mostrado un cambio de fase en determinados osciladores endógenos que 
presentan una mayor sensibilidad al horario de alimentación que a la señal del fotoperiodo, 
destacando localizaciones del hipotálamo, así como múltiples osciladores periféricos 
incluyendo el sistema digestivo y el hígado (Damiola et al., 2000; Davidson et al., 2003; Hara et 
al., 2001; Schibler et al., 2003; Stokkan et al., 2001).   
Resultados de la presente Tesis Doctoral muestran que a nivel encefálico (figura D5), 
determinadas áreas asociadas al mismo tiempo con regiones fotosensibles y con sistemas de 
regulación de la ingesta y balance energético como se ha discutido previamente presentan una 
marcada ritmicidad diaria de gper1b, lo que les hace buenos candidatos para ser sincronizables 
tanto por la luz como por la ingesta, pudiendo categorizarse a la vez como osciladores 
sincronizables por la luz (LEOs) y osciladores sincronizables por el alimento (FEOs). Entre ellas, 
el análisis anatómico del hipotálamo reveló que una gran cantidad de núcleos hipotalámicos 
presentan diferencias día/noche mostrando un patrón de expresión muy similar al descrito 
previamente para el pez cebra (Weger et al., 2013). De hecho, entre todos los núcleos 
analizados, el núcleo anterior periventricular homólogo anatómico al NSQ de mamíferos 
muestra una marcada diferencia día/noche en su expresión caracterizada por una ausencia 
total de señal de la sonda para gper1b en las muestras obtenidas a primera hora del día (según 
los resultados obtenidos por hibridación in situ) y una elevada expresión nocturna. Esta 
completa o casi completa ausencia de señal para la sonda de gper1b durante la fase diurna 
aparece igualmente en otras regiones del encéfalo como la zona gris periventricular del techo 
óptico, el torus longitudinalis, y la válvula del cerebelo (figura D5), de forma semejante a lo 
descrito en el pez cebra (Moore y Whitmore, 2014; Weger et al., 2013).  
Por otra parte, otras de las localizaciones centrales donde se detectaron ritmos de 
expresión del gen gper1b en carpín parecen pertenecer de una forma más evidente a una sola 
de estas dos categorías siendo LEOs o FEOs de manera diferenciada. Entre ellos, se encuentran 
dos núcleos hipotalámicos (el núcleo del receso lateral y la parte posterior del núcleo lateral 
tuberal) que están localizados en áreas relacionadas con ingesta y balance energético pero 
parecen independientes de la señal del fotociclo, perteneciendo al grupo de FEOs y la 
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habénula que pertenece al grupo de LEOs siendo, en principio, independiente de las señales 
hormonales relacionadas con el balance energético en teleósteos. 
Al igual que las regiones centrales, en los tejidos periféricos estudiados (hipófisis, 
intestino anterior e hígado) la expresión de gper1b es rítmica, con el pico de expresión durante 
la noche. Comparando las acrofases, parece que la acrofase observada en las localizaciones 
periféricas precede ligeramente a la observada en tejidos centrales como se ha observado 
previamente en el pez cebra cuando se estudiaron los genes zfbmal1, zfbmal2 y zfclock 
(Cermakian et al., 2000). Este ligero avance en la acrofase podría ser un indicio de que los 
osciladores periféricos responden de manera “independiente” a los diferentes sincronizadores 
(fotoperiodo y horario de alimentación) ya que no parece posible que sean consecuencia de la 
acción sincronizadora de algún “maestro” localizado en el cerebro, como sucede en el caso de 
los mamíferos, donde los ritmos de genes reloj en el NSQ se encuentran avanzados con respecto 
a los ritmos en periféricos (Morse y Sassone-Corsi, 2002).
Sorprendentemente, la amplitud del ritmo de gper1b en la hipófisis es bastante más 
pequeña (5 unidades relativas) que la observada previamente para otros genes de la misma 
familia, gper1a y gper3 (en torno a 10 unidades relativas) en carpines mantenidos en las 
mismas condiciones (Azpeleta et al., 2012), así como en el caso de ratas mantenidas en las 
mismas condiciones de fotoperiodo y alimentadas ad libitum (Girotti et al., 2009). Esto en 
primer lugar parece sugerir una regulación distinta de los diferentes genes de la familia per, 
como se discutirá más adelante en profundidad, mostrando una menor sensibilidad de este 
gen para las señales cíclicas a nivel hipofisario y en segundo lugar, puede indicar un papel 
menos relevante en la sincronización de la hipófisis por parte del gen gper1b que por otros 
genes de esa familia.  
Por otro lado, las amplitudes de los ritmos encontrados en intestino anterior (figura 
D6) e hígado del carpín en este trabajo son mucho mayores que las observadas no solo en el 
otro periférico estudiado, la hipófisis, sino también mayores a las observadas a nivel central. 
Esto podría sugerir que la expresión de los genes reloj en estos osciladores, además de estar 
controlada por el mecanismo molecular de los relojes endógenos, dependa de otras señales 
sistémicas, como ghrelina y glucocorticoides por ejemplo en el caso del hígado, tal como se ha 
puesto de manifiesto con los resultados de la presente Tesis Doctoral y se discutirá en detalle en 
el apartado 3 de esta discusión. En este sentido, estudios previos han demostrado que los 
osciladores periféricos en vertebrados son altamente sensibles a señales de tipo hormonal, 
especialmente aquellas relacionadas con el ciclo ingesta-ayuno (Albrecht, 2012; Tsang et al., 
2014). Concretamente, en el caso del carpín se ha demostrado la importancia del horario de 
alimentación en la ritmicidad de los genes reloj hepáticos  y  del  intestino,  incluyendo  genes  de 
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la familia period (Feliciano et al., 2011; Nisembaum et al., 2012), lo que podría explicar los 
datos obtenidos en estos dos tejidos.  
Figura D6. Distribución anatómica del gen reloj gper1b en las diferentes capas del intestino anterior 
del carpín dorado (mucosa, submucosa y capa muscular). La diferencia día/noche en la intensidad de 
la señal detectada se indica con la densidad de puntos rojos. Según datos obtenidos en la presente 
Tesis Doctoral. 
La presencia de un perfil diario de expresión del tránscrito gper1b en las diferentes 
localizaciones anatómicas centrales y periféricas donde se ha podido detectar este gen reloj 
parece estar indicando la existencia de osciladores funcionales, es decir, de nodos funcionales 
del sistema circadiano del carpín. Sin embargo, para poder considerar estos osciladores como 
osciladores endógenos, además de presentar la maquinaria molecular del reloj con una 
ritmicidad diaria en condiciones de presencia de los dos sincronizadores principales (fotociclo y 
alimentación fijada), deben ser capaces de mantener estas oscilaciones rítmicas en 
condiciones de ausencia de sincronizadores o, condiciones de curso libre (Pittendrigh, 1960). 
En este sentido, queda por responder a la pregunta de si todos estos osciladores detectados 
en los carpines mantenidos en condiciones de 12L: 12D, y alimentados diariamente dos horas 
después del encendido de las luces son capaces de actuar como verdaderos osciladores 
endógenos del sistema circadiano del capín. Estudios previos en carpín ponen de manifiesto la 
presencia de ritmicidad de determinados genes reloj de las familias per y cry en el hígado 
(Feliciano et al., 2011) y el intestino posterior en condiciones de curso libre (Nisembaum et al., 
2012), lo que parece indicar que, al menos en estas localizaciones, existen osciladores 
endógenos. Con respecto a esta cuestión, como parte de la presente Tesis Doctoral se estudió 
en profundidad si el oscilador presente a nivel hepático es verdaderamente uno de los nodos 
endógenos del sistema circadiano de teleósteos como se discutirá en profundidad en el 
apartado 3 de la presente discusión general.  
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Pero, ¿qué pasa con la posible presencia de un oscilador “maestro” en teleósteos? Los 
resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral son lejanamente suficientes para poder 
definir cualquiera de las áreas que muestran expresión y ritmicidad diaria de gper1b como 
posible estructura responsable de la sincronización del resto del organismo. En este sentido, 
como ya se ha discutido, la única propuesta que puede realizarse es el rechazo a una posible 
influencia de cualquiera de los osciladores encefálicos estudiados en la generación de los 
ritmos observables en los osciladores periféricos analizados en esta Tesis, debido al ligero 
avance de fase de estos osciladores periféricos. Sin embargo, no es descartable la posible 
función de regulador de estos osciladores periféricos por parte de otros osciladores centrales 
como los clásicamente propuestos como la pineal y la retina (Falcón, 1999; Falcón et al., 2003; 
Yáñez et al., 2009).  
Por otro lado, es importante resaltar, como ya se ha discutido previamente, que en 
todos los casos las acrofases coinciden en la escotofase indicando que todos los osciladores del 
organismo están trabajando en sintonía. Más aún, estos osciladores parecen estar anticipando 
la llegada de la luz y del alimento (datos de la presente Tesis; Feliciano et al., 2011; 
Nisembaum et al. 2012) pero ¿qué señales pueden estar estableciendo comunicación entre 
estos osciladores para conseguir un funcionamiento sincrónico de todos ellos en la red 
circadiana del carpín? 
Hasta el momento se ha demostrado que la comunicación entre osciladores parece 
tener un componente de tipo neural (Ashe y Bushara, 2014; Colwell, 2011; Evans et al., 2015; 
Goel y Buonomano, 2014; Hirai et al., 2015) y otro de tipo hormonal (Di Cara y King-Jones, 
2013; Leliavski et al., 2015; Pevet y Challet, 2011; Tsang et al., 2014). En este sentido, la 
presencia de una menor jerarquización del sistema circadiano de los peces sugiere que la 
comunicación hormonal entre osciladores puede ser más relevante en este grupo de 
vertebrados. En la mayoría de los casos, las hormonas consideradas candidatas para actuar 
como posibles señales de comunicación entre osciladores deben caracterizarse por presentar 
una ritmicidad diaria en sus niveles que les permita por tanto actuar como señales temporales 
internas para los distintos relojes endógenos. Por este motivo, en la presente Tesis doctoral 
que ha estudiado la existencia de posibles ritmos diarios para las dos hormonas de interés, la 
ghrelina y los glucocorticoides. 
Con respecto a la ghrelina, los resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral 
describen por primera vez en teleósteos la presencia de un patrón de expresión rítmico 
cercano a 24 h en los genes para el sistema ghrelinérgico en hipotálamo y tracto 
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gastrointestinal. En este sentido, según los resultados obtenidos, la expresión de ghrelina 
tanto a nivel central como en su principal lugar de síntesis, el tracto gastrointestinal, sigue un 
patrón rítmico con los valores más elevados durante la fase nocturna anticipando la llegada de 
la luz y el alimento. En mamíferos, la ritmicidad en la ghrelina ha sido detectada previamente 
en las células oxínticas de ratones (LeSauter et al., 2009), donde el pico de concentración de 
proteína se encuentra anticipando la llegada del alimento, al igual que en el caso de la 
concentración plasmática de la hormona en ratas donde se observa una mayor concentración 
diurna anticipando la comida en animales con alimentación ad libitum, con una caída de los 
niveles durante la fase de actividad de estos roedores (Bodosi et al., 2004; Sánchez et al., 2004) 
y se mantiene esta anticipación al alimento al restringir el horario de alimentación a dos horas 
durante el periodo diurno observándose un cambio en la fase de esta hormona (Arellanes-
Licea et al., 2014). Estos datos de mamíferos coindicen con lo observado para el carpín en la 
presente Tesis Doctoral, puesto que el aumento de ghrelina se da también en la fase inactiva 
de los animales, que en las condiciones de mantenimiento de este trabajo (12L:12D y comida a 
ZT 2) es la fase oscura.  
En el caso del receptor de ghrelina, este es el primer estudio en vertebrados que 
muestra la existencia de un ritmo diario de su expresión. En los resultados obtenidos se 
muestra la presencia de ritmicidad diaria del receptor de ghrelina en hipotálamo e hipófisis, 
dos de las localizaciones más relevantes para la regulación de la ingesta y el balance energético 
del organismo, mientras que en el resto de localizaciones no muestra este perfil rítmico diario 
(cerebro anterior y posterior y tracto gastrointestinal). Esto parece indicar una regulación de 
su expresión tejido-dependiente y permite sugerir una relación más profunda entre los 
receptores localizados en hipotálamo e hipófisis con el sistema circadiano. Además, el hecho 
de que tanto la ghrelina como su receptor presenten un perfil rítmico de su expresión sugiere 
que este sistema hormonal puede ser considerado como posible vía de entrada de información 
al sistema circadiano.  
El hecho de que el receptor de ghrelina no solamente se encuentre presente en las 
mismas localizaciones encefálicas y periféricas donde se ha detectado expresión de este gen 
reloj, sino que tanto la propia ghrelina como el receptor tengan una expresión rítmica diaria 
parecen apuntar al sistema ghrelinérgico como un importante punto de entrada al sistema 
circadiano. A nivel encefálico, el hecho de que la ghrelina y su receptor tengan ritmicidad 
diaria en el hipotálamo, así como que la distribución anatómica del receptor en esta 
localización coincida con la encontrada para el gen reloj gper1b y que la acrofase de los tres 
(preprohrelina, ghs-r1a y gper1b) coincida en la fase oscura son datos que apoyan fuertemente 
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la posible acción de la ghrelina como señal moduladora de los osciladores hipotalámicos del 
carpín. En este sentido se ha demostrado que la ghrelina induce ligeramente (1,5-2 veces) la 
expresión de genes reloj (gper1a y gper3) en el hipotálamo del carpín tras una inyección 
intraperitoneal (Nisembaum et al., 2014b), habiéndose propuesto que podría estar implicada 
en la aparición de la FAA (Nisembaum et al., 2014b), tal como se ha sugerido que puede ocurrir 
en mamíferos (Kumar et al., 2015; LeSauter et al., 2009; Patton y Mistlberger, 2013). 
Por su parte, en el tracto gastrointestinal, principal lugar de síntesis de la ghrelina, se 
detectaron, mediante técnicas de imagen, las mayores diferencias día/noche en la expresión 
del gen gper1b en la capa mucosa (Figura D6) que se corresponde con el área de mayor 
presencia del tránscrito del gen de ghrelina ghs-r1a (Figura D2). Como parte de la presente 
Tesis Doctoral (capítulo 2.1) también se describe la existencia de este receptor de ghrelina, 
ghs-r1a, en el hígado del carpín donde hay también una alta expresión del gen reloj gper1b 
como ya se ha comentado previamente, apoyando la teoría de la ghrelina como importante 
señal circadiana, no sólo en el encéfalo sino también a nivel periférico, como se discutirá más 
delante de forma concreta para el hígado.  
Por otro lado, los glucocorticoides han sido considerados unas de las señales 
hormonales más determinantes en la regulación de los ritmos de los osciladores periféricos en 
mamíferos (Albrecht, 2012; Reddy et al., 2007; Schmutz et al., 2012; Sujino et al., 2012) y, de 
hecho, se ha descrito su ritmicidad circadiana en multitud de vertebrados desde peces hasta 
mamíferos (Kalsbeek y Fliers, 2013; López-Olmeda et al., 2013; Nader et al., 2010; Ota et al., 
2012). Sin embargo, hasta la fecha, los datos que proponían posibles ritmos de cortisol, 
glucocorticoide endógeno en el carpín, eran bastante escasos y poco concluyentes (Singley y 
Chavin, 1975). Así pues, como parte de la presente Tesis Doctoral se incluyen los resultados de 
los niveles plasmáticos de cortisol a lo largo de un ciclo de 24 h en animales mantenidos en 
fotoperiodo 12L:12D y alimentados dos horas después del encendido de las luces. 
Coincidiendo con lo que se esperaba según la bibliografía tanto para teleósteos (López-Olmeda 
et al., 2013; Pickering y Pottinger, 1983; Polakof et al., 2007) como para mamíferos (Kalsbeek y 
Fliers, 2013; Kalsbeek et al., 2011; Kalsbeek et al., 2012), los niveles plasmáticos de 
glucocorticoides en carpín muestran un marcado perfil diario con la acrofase situada 
anticipando la fase de actividad del carpín. Esto quiere decir que los niveles más elevados se 
encuentran anticipando la luz debido a que los carpines alimentados en la fase luminosa 
tienen comportamiento diurno tal como se ha descrito previamente en multitud de trabajos 
(Sánchez-Vázquez y Madrid, 2001; Sánchez-Vázquez et al., 1996; Sánchez-Vázquez et al., 1997; 
Vivas et al., 2011) y se ha corroborado en la presente Tesis Doctoral.  
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Si bien se propuso como parte del proyecto de la presente Tesis Doctoral la 
localización anatómica de los receptores de glucocorticoides, finalmente no pudo realizarse. 
Sin embargo, un estudio realizado en otro teleósteo, la trucha arcoíris (Teitsma et al., 1998) 
muestra la presencia de estos receptores de glucocorticoides en localizaciones encefálicas 
como el telencéfalo dorsal y ventral, la región preóptica y el hipotálamo mediobasal 
(concretamente en los núcleos periventricular posterior, NPPv; anterior periventricular, NAPv; 
y tuberal lateral posterior, NLTp). Una distribución similar incluyendo la pars distalis de la 
hipófisis fue detectada en el caso de la carpa común (Cyprinus carpio, Stolte et al., 2008). Esta 
distribución tiene bastante en común con la observada para los tránscritos de gper1b, lo que 
podría indicar la posible interacción entre los glucocorticoides y el sistema circadiano a estos 
niveles.  
A nivel periférico, además de la presencia en la hipófisis, se ha detectado el receptor 
de glucocorticoides en el intestino donde actúa principalmente como regulador del transporte 
de agua y de iones desde el exterior del organismo. En este sentido, un estudio en tilapia 
(Oreochromis mossambicus) mostró una distribución del receptor de glucocorticoides con 
mayor presencia en el intestino anterior y en la capa mucosa (Takahashi et al., 2006) que, 
como se describió previamente, es la localización donde más diferencias día/noche en la 
expresión de gper1b se observaron en el carpín en resultados de la presente Tesis Doctoral, 
asimismo, también fue detectado en intestino de dorada (Teles et al., 2013). Finalmente, 
también se han encontrado receptores de glucocorticoides en el hígado en la lubina y la 
dorada (Teles et al., 2013; Vazzana et al., 2008), así como en el carpín (datos del grupo no 
publicados).  
El hecho de que esta señal (ritmo de cortisol) coincida temporalmente con la ghrelina, 
mostrando la acrofase en el mismo momento podría implicar que ambas señales estén 
actuando de manera sinérgica en la regulación de los diferentes osciladores endógenos del 
organismo. De hecho, la presencia del receptor de glucocorticoides en otras especies de 
teleósteos (discutida en el párrafo anterior), en las mismas áreas donde se ha encontrado el 
receptor de ghrelina en el carpín en el presente trabajo, incluyendo determinados núcleos 
hipotalámicos, la mucosa intestinal y el hígado, refuerza una posible acción conjunta de ambas 
señales en la modulación del sistema circadiano en esas localizaciones  
Por otro lado, en mamíferos se ha estudiado la comunicación directa entre la ghrelina 
y los glucocorticoides en la medida en la que la primera es capaz de inducir la síntesis de los 
segundos (Rucinski et al., 2009). Esta acción de la ghrelina se ha descrito a nivel local, gracias a 
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la presencia de receptores de ghrelina en la glándula adrenal (Asakawa et al., 2001b; Carraro 
et al., 2004; Ghelardoni et al., 2006; Gnanapavan et al., 2002), e incluso a una posible síntesis 
local de ghrelina activa ya que se ha detectado tanto expresión de preproghrelina como 
presencia de GOAT, la enzima activadora de la ghrelina (Rucinski et al., 2009), en esta glándula. 
Así mismo, también en mamíferos la ghrelina induce la liberación de glucocorticoides a nivel 
hipofisario a través de la inducción de la ACTH (Stevanović et al., 2007). En teleósteos, también 
se ha descrito la acción de la ghrelina como inductor de los niveles plasmáticos de cortisol en 
el lenguado de verano (Paralichthys dentatus; Breves et al., 2009). El hecho de que en diversos 
grupos de vertebrados incluyendo teleósteos la ghrelina sea capaz de estimular la liberación de 
glucocorticoides apoya la presencia de ritmos similares en ambas hormonas con el pico 
anticipando el horario de alimentación y la llegada de luz y favorece la perspectiva de que 
ambas señales actúen sinérgicamente para poner en hora el reloj circadiano del carpín.  
En la figura D7 se muestra un esquema explicativo de los osciladores que se han 
encontrado en el carpín gracias a los resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral así 
como la ritmicidad de las dos posibles señales hormonales reguladoras del sistema circadiano 
del carpín que han sido estudiadas en este trabajo.  
Figura D7. Osciladores del sistema circadiano del carpín estudiados en la presente Tesis Doctoral. 
Los resultados obtenidos en el primer capítulo demuestran la presencia de osciladores funcionales 
en el cerebro, el intestino proximal (esófago, bulbo intestinal, bucle en “J” e intestino anterior) y el 
hígado del carpín (representados con los relojes), detectados gracias a la presencia y ritmicidad 
diaria del gen reloj gper1b (ondas sinusoidales rojas). Asimismo, los resultados obtenidos muestran 
ritmicidad diaria de dos posibles señales sincronizadoras: el sistema ghrelinérgico (ondas 
sinusoidales azules) en el cerebro y el tracto gastrointestinal y los niveles plasmáticos de cortisol 
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sintetizado en la cabeza del riñón (onda sinusoidal verde) que además están en fase con el gen 
reloj gper1b y entre ellos. 
3. EL HÍGADO DEL CARPÍN COMO OSCILADOR
Entre los osciladores periféricos, el hígado es uno de los principales reguladores del 
metabolismo primario (Schmutz et al., 2012) y en mamíferos se ha descrito como uno de los 
osciladores más sensibles a diferentes señales como la hora de alimentación y los niveles de 
determinadas hormonas, incluyendo los glucocorticoides (Kornmann et al., 2007; Schmutz et 
al., 2012; Stokkan et al., 2001; Yamamoto et al., 2005), considerándose como el principal lugar 
de convergencia de la información circadiana con la regulación del metabolismo (Eckel-Mahan 
y Sassone-Corsi, 2013; Schmutz et al., 2012). En este sentido, muchos de los genes que 
muestran ritmicidad circadiana en el hígado han sido relacionados con procesos metabólicos 
en mamíferos (Oishi et al., 2005; Reddy et al., 2007).  
En carpín, el hígado es una de las localizaciones anatómicas donde se han encontrado 
ritmos de genes reloj modulados por diferentes señales ambientales, ciclo luz oscuridad y 
horario de alimentación, (resultados de la presente Tesis Doctoral; Feliciano et al., 2011; 
Tinoco et al., 2014; Velarde et al., 2009) y endógenas (resultados de la presente Tesis Doctoral; 
Nisembaum et al., 2014a; Nisembaum et al., 2014b).  
Resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral muestran que en presencia de 
ambas señales sincronizadoras (ciclo luz oscuridad y ciclo ingesta-ayuno), existen ritmos de los 
genes reloj analizados de ambos bucles, principal (gper1a, gper1b, gbmal1a y gclock1a) y 
accesorio (grev-erbα) en el hígado del carpín (capítulo 2.3, resumido en la figura D8). De 
hecho, las acrofases encontradas para los genes gper1a y gbmal1a en el oscilador hepático 
coinciden con las previamente observadas en otros tejidos (eje hipotálamo-hipófisis-
interrenal) en carpines mantenidos en las mismas condiciones (Azpeleta et al., 2012). Además, 
los ritmos detectados coinciden con el funcionamiento habitual de la maquinaria molecular de 
los osciladores. Esto es, su capacidad de expresarse siguiendo un patrón rítmico cercano a 24 
h, con un desfase de aproximadamente 12 horas entre los elementos positivos y los negativos 
del bucle principal del oscilador molecular (Buhr y Takahashi, 2013; Dunlap, 1999; Panda et al., 
2002; Partch et al., 2014). Es destacable el hecho de que en estas condiciones, las amplitudes 
de los ritmos de expresión es muy variable entre los genes reloj analizados. Los genes de la 
familia per (gper1a, gper1b y gper3) son de los que mayores amplitudes tienen, junto con grev-
erbα, respecto a las amplitudes de los elementos positivos del bucle principal (gclock1a y 
gbmal1a), lo que podría ser un reflejo de que los genes de la familia per (y quizá grev-erba) 
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además de estar regulados por el dímero CLOCK-BMAL1, pueden modularse por otras señales, 
produciendo ritmos de mayor amplitud. En este sentido, la modulación de forma concreta de 
la familia de genes per por diversas hormonas, se aborda más adelante en la presente 
discusión general. 
Por otro lado, cuando los carpines están expuestos a la acción de un único 
sincronizador (fotoperiodo u horario fijado de alimentación), los ritmos de los genes reloj en el 
oscilador hepático son asimismo apreciables con acrofases localizadas en torno a la misma 
franja horaria que en presencia de ambos, pero con amplitudes disminuidas (Feliciano et al., 
2011; Tinoco et al., 2014) indicando que la robustez de los ritmos depende de la presencia de 
ambas señales ambientales que trabajan sinérgicamente en el mantenimiento del mecanismo 
molecular del reloj (tal como se resume en la Figura D8). En este sentido, en carpín mantenido 
en condiciones de luz-oscuridad pero, con horario de alimentación aleatorio se ha observado 
un ritmo del gen gper1a en el hígado indicando la sensibilidad de este tejido a la información 
fótica ambiental (resultados de la presente Tesis Doctoral, capítulo 2.3). Por otro lado, cuando 
los carpines son mantenidos en condiciones de luz constante y se estudia el efecto del horario 
de la alimentación sobre el sistema circadiano, se observa que los genes gper1a, gper3 y gcry3 
son rítmicos en el oscilador hepático en condiciones de horario de alimentación fijo y aleatorio 
(Feliciano et al., 2011; Tinoco et al., 2014), indicando por un lado, que el hígado del carpín es 
altamente sensible al horario de alimentación como se ha demostrado previamente para 
mamíferos (Damiola et al., 2000; Kornmann et al., 2007; Stokkan et al., 2001) y por otro lado, 
el hecho de que los animales alimentados aleatoriamente presenten ritmos de determinados 
genes reloj en el hígado, sugiere que el hígado podría ser sincronizado al horario de la última 
comida (Feliciano et al., 2011). De hecho, si se comparan los ritmos de genes reloj observados 
en regiones encefálicas como el techo óptico y el hipotálamo de carpines mantenidos en 
condiciones de luz constante y alimentación aleatoria con los ritmos de los mismos genes 
observados en hígado, se observa que estos últimos tienen amplitudes considerablemente 
más grandes (Feliciano et al., 2011) lo que sugiere que el horario de alimentación es una señal 
sincronizadora más potente en el hígado que en regiones encefálicas en el carpín. 
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Figura D8. Parámetros cronobiológicos de los ritmos observados para el gen gper1a 
en diferentes condiciones ambientales de fotoperiodo y horario de alimentación. El 
hígado está sincronizado de manera directa por el horario de alimentación (flecha 
continua) e indirectamente por el ciclo luz-oscuridad (flecha punteada). En 
presencia de ambos sincronizadores la amplitud es mayor que en presencia de uno de ellos 
solamente, sin embargo, la acrofase de todos los ritmos observados permanece invariable en 
presencia de uno de ellos o los dos. [1 y 2] Datos obtenidos como parte de la presente Tesis 
Doctoral. [3] Datos tomados de Feliciano et al., 2011 y Tinoco et al., 2014. 
 Por otro lado, una vez comprobado que en condiciones in vivo, el hígado se comporta 
como un oscilador, que puede ser sincronizado además por el fotociclo, así como por un 
horario fijo de alimentación, la siguiente pregunta es averiguar si dichas oscilaciones son 
endógenas, es decir, si se originan en el propio hígado, o si las oscilaciones de los genes reloj 
responden a otro oscilador y/ a posibles señales sistémicas. Como parte de la presente Tesis 
Doctoral se ha realizado el análisis del funcionamiento del oscilador hepático en condiciones in 
vitro, completamente aislado de señales sistémicas. En estas condiciones las oscilaciones de 
los genes reloj en el oscilador hepático se encuentran prácticamente desaparecidas con la 
única excepción del gen gper1b que in vivo presenta la amplitud mayor en presencia de luz-
oscuridad y horario de alimentación. Estos datos, se encuentran en la misma línea de los 
obtenidos en los fibroblastos de rata en cultivo, donde la amplitud de los ritmos es 
prácticamente inexistente (Balsalobre et al., 2000), así como de los observados en cultivos de 
hepatocitos de ratón donde se observa igualmente una cierta ritmicidad de los genes reloj 
(Tao et al., 2015) y hepatocitos de rata donde se ha estudiado la ritmicidad del gen rev-erbα 
(Pineda-Torra et al., 2000). Sin embargo la falta de detección de ritmos podría deberse 
también a una pérdida de la coherencia en los periodos de los ritmos de expresión de los 
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genes reloj en las diferentes células hepáticas que no permitiría discriminar una ritmicidad del 
tejido completo, tal como se ha sugerido en otros modelos (Leise et al., 2012; Nagoshi et al., 
2004; Welsh et al., 2004). El mantenimiento de la ritmicidad del gen gper1b en el hígado en 
condiciones de ausencia absoluta de señales sugiere que el oscilador hepático del carpín 
pueda tener un carácter endógeno, como se describió previamente para los hepatocitos de 
rata (Pineda-Torra et al., 2000).  
Ghrelina como señal moduladora del sistema circadiano del carpín. Importancia de la ingesta 
en la regulación circadiana. 
Como se ha comentado previamente en la presente discusión, el hígado es el oscilador 
más sensible a la señal sincronizadora de presencia de alimento (Albrecht, 2012; Eckel-Mahan 
y Sassone-Corsi, 2013; Schmutz et al., 2012; Tsang et al., 2014). Siendo así, es lógico pensar 
que probablemente existen diversas señales que pueden llegar al hígado para indicarle el 
estado energético del organismo. Entre todas las señales relacionadas con el balance 
energético, los niveles plasmáticos de las hormonas orexigénicas y anorexigénicas presentan 
bastante interés como vías de entrada al oscilador hepático. En la actualidad se ha empezado a 
estudiar la ghrelina como señal de entrada del sistema circadiano, si bien, por el momento hay 
pocos estudios sobre esta cuestión y ninguno de ellos está centrado en la acción de la ghrelina 
sobre el oscilador hepático. Dentro de la poca información existente, en los mamíferos se ha 
visto la necesidad de la ghrelina para la regulación de la actividad anticipatoria al alimento 
(Blum et al., 2009; LeSauter et al., 2009; Nisembaum et al., 2014b), considerada una de las 
salidas del FEO. Asimismo, la ghrelina es capaz de avanzar la fase del gen reloj Per2 y de la tasa 
neuronal de disparo en NSQ en cultivo (Yannielli et al., 2007). 
En el caso del carpín, un estudio previo de nuestro grupo de investigación mostró que 
una inyección intraperitoneal aguda con ghrelina induce en el hígado la expresión de tres 
genes de la familia period (gper1a, gper2a y gper3) una hora después de la inyección dejando 
de haber un efecto observable sobre estos genes 3 horas después de la inyección (Nisembaum 
et al., 2014b). Además, al utilizar un antagonista general de receptores de ghrelina el efecto 
sobre el oscilador hepático se bloquea, indicando especificidad de la ruta de señalización por 
ghrelina (Nisembaum et al., 2014b). Se ha descrito que en el hígado del carpín los receptores 
de ghrelina más abundantes son los dos subtipos de GHS-R1A (GHS-R1A1 y GHS-R1A2) (Kaiya 
et al., 2010). De hecho, resultados de la presente Tesis Doctoral muestran anatómicamente la 
presencia de sus tránscritos mediante hibridación in situ en las células hepáticas (capítulo 2.1). 
Estos receptores de membrana actúan mayoritariamente a través de la vía de señalización 
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PLC-PKC (Kojima et al., 1999; Yin et al., 2014) y, en efectos relacionados con la regulación de la 
ingesta, también por la vía AC-PKA (Kohno et al., 2003; Yin et al., 2014). 
Los resultados de la presente Tesis Doctoral, como se ha discutido en el capítulo 3.1, 
demuestran que la acción de la ghrelina está transducida por medio de ambas vías para la 
regulación de la expresión de los genes reloj en el hígado del carpín, traduciéndose en una 
inducción de todos ellos (gper1a, gper1b, gper2a, gper3, gbmal1a, gclock1a y grev-erbα). Estos 
resultados se han resumido en el esquema D9. Si bien es destacable el hecho de que la vía más 
relevante parece ser la vía PLC-PKC a través de la cual la ghrelina actúa sobre todos los genes 
reloj estudiados, mientras que el papel de la vía AC-PKA está reducido a la modulación de los 
genes gbmal1a y grev-erbα. Estos resultados ponen de manifiesto el hecho de que los genes 
reloj son diferencialmente sensibles a las distintas señales reguladoras del reloj. De hecho, la 
doble regulación de la inducción de los genes reloj gbmal1a y grev-erbα mediante ambas vías 
de transducción intracelular de la señal sugiere que ambos genes pueden ser especialmente 
importantes en la modulación por ghrelina del reloj hepático. De hecho, estos genes son más 
sensibles a otras señales hormonales relacionadas con la regulación de la ingesta y el balance 
energético como el glucagón y la leptina en osciladores endógenos de mamíferos (Sun et al., 
2015; Vieira et al., 2012), mostrando la relevancia de estos dos genes reloj como dianas 
específicas dentro del sistema circadiano para el reconocimiento de la situación energética del 
organismo. Curiosamente, los genes Per del carpín no parecen afectarse después de una hora 
en presencia de forskolin, indicando que la vía del AMPc-PKA no parece capaz de modular esta 
familia de genes, al menos a tiempos cortos, en el carpín al contrario de lo que sucede en 
roedores y humanos (Motzkus et al., 2000; Yagita y Okamura, 2000). 
La ghrelina es una señal de hambre que induce tanto el comportamiento de búsqueda 
del alimento como la propia ingesta (Abizaid y Horvath, 2012; Depoortere, 2009). Respecto a 
sus efectos sobre el hígado, se ha descrito que la ghrelina administrada a nivel central en 
roedores es capaz de aumentar la degradación del glucógeno y los triglicéridos en el hígado, 
así como regular los genes hepáticos implicados en el metabolismo lipídico y de la glucosa 
(Stark et al., 2015). Básicamente, un aumento de los niveles de ghrelina en sangre son 
responsables de preparar al hígado para hacer frente a una situación de hambre en la que se 
van a movilizar reservas de glucosa y lípidos (Li et al., 2014b). Tanto el metabolismo de glucosa 
como de lípidos ha sido relacionado en mamíferos con el funcionamiento de los osciladores 
endógenos (Eckel-Mahan y Sassone-Corsi, 2013; Froy, 2007; Johnston, 2014; Oosterman et al., 
2015), describiéndose, por ejemplo, la importancia del gen grev-erbα en ambos procesos 
(Duez y Staels, 2009). Si bien los resultados mostrados en la presente Tesis Doctoral no son 
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suficientes para establecer una relación entre el metabolismo de lípidos y glucosa con la 
ghrelina y el sistema circadiano en el carpín, el hecho de que se haya demostrado la relación 
ghrelina-genes reloj, junto con resultados previos que relacionan a la ghrelina con el 
metabolismo no solo en mamíferos sino también en peces (Breves et al., 2009; Kang et al., 
2011a; Kang et al., 2011b; Kojima y Kangawa, 2005), apoyan la existencia de una verdadera red 
comunicativa ghrelina-genes reloj-metabolismo hepático también en el carpín. En este sentido, 
la existencia de una conexión del metabolismo con el oscilador hepático, se sustenta aún más, 
teniendo en cuenta el papel de los glucocorticoides sobre los genes reloj en el hígado del 
carpín que se ha demostrado también en la presente Tesis (capítulo 2.2) y se discute a 
continuación. 
Glucocorticoides como señales sincronizadoras del sistema circadiano del carpín. Posible 
efecto del estrés en la regulación circadiana.  
La ritmicidad en la concentración plasmática de glucocorticoides (tanto corticosterona 
como cortisol) (Kalsbeek y Fliers, 2013; López-Olmeda et al., 2013; Nader et al., 2010; Ota et 
al., 2012) es una característica que ha permitido considerar a estas hormonas como unas de las 
posibles señales temporales que pueden sincronizar los diferentes osciladores del sistema 
circadiano de vertebrados. En este sentido, en la actualidad se conoce la implicación de estas 
hormonas en la regulación de genes reloj en mamíferos (Balsalobre et al., 2000; Fukuoka et al., 
2005; Oishi et al., 2005; Reddy et al., 2007; Schmutz et al., 2012; Sujino et al., 2012; Yamamoto 
et al., 2005), donde se ha descrito la presencia de elementos de respuesta a los 
glucocorticoides en el promotor de Per1 (Reddy et al., 2007; Yamamoto et al., 2005), 
principalmente afectando al oscilador hepático que presenta una gran cantidad de su 
transcriptoma regulado vía adrenal (Oishi et al., 2005). 
Si bien en teleósteos, la acción de los glucocorticoides como señales sincronizadoras o 
moduladoras de los genes reloj ha sido mucho menos estudiada (Cavallari et al., 2011;Dickmeis 
et al., 2007; Dickmeis, 2009; Dickmeis y Foulkes, 2011; Dickmeis et al., 2013), los resultados 
mostrados en la presente Tesis Doctoral demuestran, no solo un patrón rítmico en la 
concentración plasmática de cortisol en el carpín dorado, como se ha discutido previamente, 
sino también la acción moduladora de ritmos de genes reloj en el hígado de esta especie tanto 
in vitro como a través de una inyección aguda IP (capítulo 2.2). En este sentido, al igual que 
ocurre en mamíferos, se observa una inducción de los genes gper1a y gper1b por la acción 
tanto de cortisol como de dexametasona, lo que podría indicar la presencia de un sitio GRE 
homólogo presente en mamíferos en los genes per1 del carpín. Aunque en el marco de la 
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presente Tesis Doctoral no se han realizado con éxito estudios que demuestren la implicación 
directa de los receptores de glucocorticoides con la acción de cortisol y dexametasona como 
moduladores de los genes reloj en el hígado del carpín, se ha podido detectar la presencia de 
estos receptores intracelulares en algunas especies de teleósteos (Teles et al., 2013; Vazzana 
et al., 2008), lo que apoyaría la posibilidad de que estuvieran presentes en el carpín e 
implicados en la regulación del oscilador hepático por glucocorticoides. 
Más allá del efecto sobre los elementos negativos del bucle principal del oscilador 
molecular, en la presente Tesis Doctoral se describe también un efecto represor de los 
glucocorticoides sobre los elementos positivos (gbmal1a y gclock1a) que apoya una posible 
acción de cambio de fase por parte de los glucocorticoides. En este sentido, los resultados 
obtenidos en la presente Tesis (capítulo 2.2) apoyan un posible papel de los glucocorticoides 
como auténticos mensajeros temporales en el carpín. Como se ha comentado previamente en 
esta Discusión, cuando el hígado de estos animales se mantiene en cultivo durante varios días, 
se pierden las oscilaciones diarias de la mayor parte de los genes reloj analizados con la 
excepción del gen gper1b. Sin embargo, tras un tratamiento puntual de 2 horas con 
dexametasona se observa una recuperación parcial (si bien se recupera la ritmicidad, la 
amplitud sigue estando muy disminuida) de los ritmos de los diferentes genes reloj del 
oscilador hepático, resultado similar al obtenido previamente en fibroblastos de rata en cultivo 
(Balsalobre et al., 2000) y en líneas celulares de pez cebra y el pez ciego de Somalia 
(Phreatichthys andruzzii; Cavallari et al., 2011). El hecho de obtener una recuperación parcial 
de los ritmos de genes reloj en el hígado tras un tratamiento con glucocorticoides indica que, si 
bien estas hormonas son capaces de generar ritmos en el oscilador hepático, no son las únicas 
señales que está recibiendo este órgano in vivo, siendo necesarios otros factores fisiológicos 
para conseguir la amplitud observada en los ritmos de expresión de genes reloj. Tiene lógica 
que así sea, pues como ya se ha comentado en varias ocasiones, los genes reloj en el hígado 
son también regulados por la otra señal estudiada en la presente Tesis Doctoral, la ghrelina. 
Además, tal como se describe en la revisión sobre el oscilador hepático que forma parte del 
capítulo 2.3 de la presente Tesis Doctoral, tanto la orexina (Nisembaum et al., 2014a) como las 
señales externas de fotoperiodo y horario de alimentación (resultados de la presente Tesis 
Doctoral; Feliciano et al., 2011; Tinoco et al., 2014) también son responsables de la regulación 
de este oscilador en condiciones in vivo. Esta múltiple regulación hormonal en el oscilador 
hepático, implica que los genes reloj sean diana de las diversas señales, cuestión que se tratará 
más adelante en la presente Discusión (apartado 2 de la presente discusión general). 
Las concentraciones de cortisol utilizadas en la presente Tesis Doctoral se encuentran 
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dentro de los niveles plasmáticos fisiológicos descritos previamente para el carpín (Bernier et 
al., 1999; de Pedro et al., 1997), estando considerada la concentración más baja empleada (0,1 
μM) dentro del rango basal (sub-estresante), y las concentraciones más altas (1 y 10 μM) a los 
niveles plasmáticos esperados como la respuesta a una situación estresante. Esto indica que el 
efecto de los glucocorticoides como moduladores del oscilador hepático no es meramente una 
consecuencia más de una situación estresante sino que, de manera basal, los glucocorticoides 
son reguladores del funcionamiento de la maquinaria molecular del hígado del carpín.  
Si bien esta información indica que no son necesarios aumentos plasmáticos de 
cortisol hasta niveles característicos del estrés para afectar la expresión de genes reloj, resulta 
evidente que, en el caso de un fuerte incremento debido a una situación estresante, causará 
con mucha probabilidad un desajuste o, al menos, una modificación rápida del funcionamiento 
del oscilador hepático. De hecho, en roedores, la exposición a un estrés agudo modula 
efectivamente los niveles del gen Per1 (Yamamoto et al., 2005), siendo la primera información 
sobre la relación entre el estrés y el oscilador hepático en vertebrados. En el caso de los 
teleósteos, no existe ningún estudio por el momento que permita establecer una relación 
entre el estrés y el funcionamiento del oscilador hepático, si bien en nuestro laboratorio se 
están realizando análisis preliminares que relacionan la activación del eje de estrés a nivel 
hipofisario con la modulación de genes reloj hepáticos.  
Por otro lado, las consecuencias de las modificaciones del oscilador hepático 
producidas por este aumento plasmático de los glucocorticoides como respuesta al estrés 
tampoco se conocen a día de hoy. Sería posible que muchas de las acciones mediadas por 
glucocorticoides como respuesta a una situación de estrés puedan estar moduladas por el 
oscilador hepático.  
Regulación multihormonal del oscilador hepático del carpín. 
En la figura D9 se muestra un resumen de cómo respondería un hepatocito del carpín 
(en términos de expresión de genes reloj) a la ghrelina y a los glucocorticoides. Según los 
resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral se puede concluir que cada uno de los 
genes que forman parte de la maquinaria molecular del reloj es sensible a las distintas señales 
de manera diferente, lo que ha de implicar la presencia de elementos diversos en cada uno de 
los promotores de estos genes reloj. Esta composición debería incluir, al menos en per1a y 
per1b, pues son los genes que se inducen con glucocorticoides, sitios de respuesta a los 
glucocorticoides (GRE), previamente descritos en mamíferos en el promotor de Per1 (Reddy et 
al., 2007; Yamamoto et al., 2005). Pero también pueden existir sitios de respuesta a otros 
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factores de transcripción con los que pueda dimerizar el receptor de glucocorticoides como se 
ha propuesto en la bibliografía (TFRE; Labeur and Holsboer, 2010; Nicolaides et al., 2010). Por 
otro lado todos los genes reloj han de poseer cajas E, tradicionalmente descritas hasta el 
momento en todos los genes regulados por el dímero CLOCK-BMAL1 (Hardin, 2004; Muñoz 
and Baler, 2003; Zhang et al., 2004). Por último, de los resultados que derivan de los cultivos 
con ghrelina, los genes reloj probablemente posean sitios de respuesta a calcio (CARE) o a 
elementos activables por PKC, consecuencia de la activación de la vía PLC-PKC, y sitios de 
respuesta a AMP cíclico (CRE), responsables de la respuesta mediada vía AC-PKA.  
Por lo tanto, el hecho de que los promotores de los múltiples genes reloj sean 
diferentes facilita la posibilidad de que cada uno de ellos pueda recibir señales diversas y 
asegura una regulación fina resultado de la recepción en conjunto de múltiples señales 
sistémicas (bien sean de tipo neural, bien de tipo hormonal). En este sentido, a continuación se 
discute de forma concreta cuáles pueden ser las diversas señales que recibe la familia de genes 
reloj per, pues es de la que hasta el momento se posee más información. 
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Figura D9. Mecanismo de acción de glucocorticoides y ghrelina en el interior de un hepatocito en el 
carpín dorado. En el caso del efecto de la ghrelina, en el hepatocito la ghrelina modula la transcripción
de los genes reloj a través de las vías PLC-PKC y AC-PKA. A través de la vía PLC-PKC (naranja) induce la 
expresión de los genes del bucle principal y de grev-erbα. Por otra parte, a través de la vía de 
transducción intracelular AC-PKA (morado), induce la expresión de gbmal1a y grev-erbα. Los 
glucocorticoides regulan la transcripción de los genes reloj mediante la unión a sus receptores 
intracelulares. Son los responsables de una inducción (verde) de los elementos negativos del bucle 
principal (gper1a y gper1b) y una disminución (azul) en el número de tránscritos de los elementos 
positivos de dicho bucle (gbmal1a y gclock1a). [1] Pratt 1997. [2] Borski, 2000. [3] Nicolaides et al., 
2010; Labeur et al., 2010. [4]  Yin et al., 2014. [5] Shim et al, 2007.  
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4. DIFERENTE SENSIBILIDAD DE LOS GENES RELOJ EN EL SISTEMA CIRCADIANO DEL CARPÍN.
LA FAMILIA PER COMO ENTRADA DE SEÑALES HORMONALES AL SISTEMA CIRCADIANO
Hasta el momento, con los datos que conocemos parece que la familia de genes reloj 
period es el conjunto de genes reloj más sensible a regulación hormonal tanto a nivel hepático 
como en otros osciladores del organismo. Como se ha discutido previamente, en mamíferos ha 
sido ampliamente estudiado el efecto de los glucocorticoides sobre los genes Per en 
osciladores periféricos como el hígado (Balsalobre et al., 2000; Fukuoka et al., 2005; Oishi et 
al., 2005; Reddy et al., 2007; Schmutz et al., 2012; Sujino et al., 2012; Yamamoto et al., 2005). 
Asimismo, los genes Per1 y Per2 se ven alterados a nivel de tejido adiposo blanco en ratas con 
deprivación de sueño y mutantes de estos genes presentan cierta resistencia a los problemas 
derivados de una disrupción de sueño en estos animales como la desregulación de los niveles 
de leptina, mostrando la relevancia de esta familia como intermediario entre señales 
sistémicas, el sistema circadiano y el metabolismo (Husse et al., 2012). Igualmente, la 
expresión de ambos genes Per1 y Per2 parece estar alterada en casos de patologías humanas 
como la diabetes mellitus de tipo 2, demostrándose que ambos genes están correlacionados 
con el contenido plasmático de insulina (Stamenkovic et al., 2012). La pérdida del péptido 
vasoactivo intestinal provoca la pérdida de la ritmicidad del gen Per1 en el NSQ y la glándula 
adrenal y la alteración de la fase, así como un descenso de la amplitud del gen Per2 de 
mamíferos (Loh et al., 2011) indicando la relevancia de esta otra hormona en la regulación de 
los ritmos de los genes de esta familia period. Asimismo, hormonas hipofisarias como la 
hormona luteinizante (LH) y la hormona folículoestimulante (FSH) son capaces de resetear los 
ritmos de Per1 en ovarios de ratas in vitro (Yoshikawa et al., 2009). Por otro lado, estudios de 
las vías de señalización intracelulares implicadas en la regulación de los genes de esta familia, 
en mamíferos se ha demostrado la relevancia de múltiples vías como la de la PLC-PKC o la del 
AMPc-PKA (Motzkus et al., 2000; Yagita y Okamura, 2000), que han sido estudiadas en esta 
Tesis en el contexto del sistema circadiano del carpín, así como muchas otras. Siendo todos 
estos algunos ejemplos de la relevancia de la señalización hormonal sobre los genes period en 
mamíferos, el estudio de la regulación de esta familia de genes reloj en teleósteos muestra 
igualmente que existen gran cantidad de señales hormonales que actúan como vía de entrada 
para el sistema circadiano de los peces como es el caso del carpín.  
Concretamente en esta especie, resultados previos de nuestro grupo de investigación 
han puesto de manifiesto la modulación de genes per por multitud de señales hormonales 
como la orexina (Nisembaum et al., 2014a) o la ghrelina (Nisembaum et al., 2014b) a nivel de 
diferentes osciladores (hipotálamo, intestino e hígado) la cual ha continuado estudiándose en 
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mayor profundidad en esta Tesis a nivel del hígado. A pesar de que el efecto de la ghrelina 
sobre el oscilador hepático incluye multitud de genes, se observa un mayor efecto en los genes 
de la familia period (gper1a, gper2a y gper3). De hecho, cuando el efecto más rápido de la 
ghrelina (1 h después del tratamiento) se ha extinguido prácticamente por completo, se 
observa una inducción más tardía de otro de los genes de la familia per, gper1b, que puede 
indicar una regulación diferencial de esta familia por parte de la ghrelina. Si bien en la 
actualidad no existen datos suficientes para poder concluir la relevancia o la consecuencia 
fisiológica de esta modulación diferencial.  
Por otro lado, la presente Tesis Doctoral ha aumentado esta lista de hormonas 
incluyendo a los glucocorticoides. En este caso, se observa una mayor sensibilidad clara de los 
genes per en la respuesta a una señal de glucocorticoides ya que su inducción empieza mucho 
antes que el efecto de estas hormonas sobre los genes gbma1a y gclock1a. Esta mayor 
sensibilidad de los genes per a los glucocorticoides coincide con el hecho de que, como se ha 
comentado previamente, en el caso de los mamíferos se han encontrado sitios GRE en el 
promotor de estos genes (Reddy et al., 2007; Yamamoto et al., 2005).  
Con respecto a las vías intracelulares capaces de modular los genes de la familia 
period, se ha demostrado que, al menos, la activación de la vía PLC-PKC es capaz de inducir un 
cambio en la expresión de los genes de esta familia, como se había detectado previamente 
para el gen Per1 de humanos (Motzkus et al., 2000), si bien la vía del AMPc-PKA no parece 
implicada en su regulación a tiempos cortos (1 h), al contrario de lo observado en mamíferos 
(Motzkus et al., 2000; Yagita and Okamura, 2000) lo que sugiere una diferente regulación de 
los genes Per en los diferentes grupos de vertebrados. 
Además, en teleósteos estos genes son sensibles igualmente a señales exógenas como 
la presencia de la luz (caso de gper2a; Azpeleta et al., 2012; Vatine et al., 2009; Vatine et al., 
2011; Velarde et al., 2009; Vera et al., 2013) o el horario de alimentación (Feliciano et al., 
2011; Nisembaum et al., 2012; Tinoco et al., 2014) en gran variedad de osciladores tanto 
centrales como periféricos incluyendo la retina, el techo óptico, el hipotálamo, el eje 
hipotálamo-hipófisis-adrenal, el intestino y el hígado, entre otros. 
Asimismo, estos genes presentan de forma general amplitudes superiores al resto de 
los genes reloj del bucle principal en diferentes localizaciones como se muestra en el hígado 
del carpín en el caso de resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral, y en otros 
osciladores de esta especie como el hipotálamo, la hipófisis y la cabeza del riñón (Azpeleta et 
al., 2012) así como en otras especies de teleósteos (López-Patiño et al., 2011) e incluso en 
246
Discusión 4. Diferente sensibilidad de los genes reloj en el sistema circadiano del carpín. 
La familia per como entrada de señales al sistema circadiano
mamíferos (Peirson et al., 2006). 
Todos estos datos podrían llevar a pensar que, a pesar de que otros genes reloj como 
gbmal1a, gclock1a y grev-erbα sean sensibles a determinadas señales hormonales entre las 
que se encuentran la ghrelina y los glucocorticoides, los genes per al ser más sensibles, puedan 
ser capaces de detectar más rápidamente cambios en estas hormonas, siendo entonces la 
principal vía de entrada al sistema circadiano de estas señales. Sin embargo, todavía no se 
conoce la relevancia funcional de esta posible sensibilidad superior de los genes de la familia 
per, siendo necesarios estudios futuros en los que se analice en profundidad el significado 
fisiológico de una activación aguda de dichos genes así como la mayor amplitud de sus ritmos 
de expresión.   
5. OBSERVACIONES FINALES
En la figura D10 se presenta un esquema de cómo estarían conectados diversos 
osciladores del sistema circadiano del carpín en función de todo lo discutido previamente. En 
conjunto, los resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral han permitido en primer 
lugar el mapeo de multitud de osciladores funcionales en localizaciones centrales y periféricas 
incluyendo la hipófisis, el intestino anterior y el hígado. Asimismo, se ha estudiado su 
funcionalidad mediante el análisis del perfil diario del gen gper1b, mostrando que todos estos 
osciladores actúan en fase, con un máximo de expresión de este gen reloj en la fase oscura del 
fotociclo. 
Por otro lado, se describe la distribución anatómica de una de las hormonas 
orexigénicas propuestas como vía de entrada al sistema circadiano, la ghrelina, y del gen de su 
receptor, ghs-r1a. Además, se analiza la ritmicidad de dos sistemas considerados como 
posibles moduladores de la expresión de genes reloj en el organismo: la ghrelina y el cortisol, 
observando en ambos casos (expresión de la preproghrelina y concentración plasmática de 
cortisol) el pico máximo durante la fase oscura, en fase con el gen reloj gper1b. 
A continuación, se ha estudiado a ambas señales como posibles vías de entrada del 
oscilador hepático. En este sentido, ambas hormonas resultan efectivas en la modulación de 
los genes reloj en el hígado por lo que se puede llegar a un esquema como el presentado en la 
figura D9.  
De esta manera, los datos de la presente Tesis Doctoral muestran tránscritos de 
ghrelina tanto en su clásico lugar de síntesis, el tracto gastrointestinal, como en el hipotálamo. 
Esta ghrelina es capaz de modular la expresión de genes reloj hepáticos y, si bien los 
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resultados presentados no permiten detectar el origen de la ghrelina responsable de estos 
cambios, puede sugerirse como más probable el hecho de que sea ghrelina gastrointestinal 
debido a los bajos niveles detectados a nivel central que podrían tener una acción más local. 
Por otro lado, se ha descrito el efecto del cortisol de origen interrenal sobre los genes reloj 
hepáticos. Toda esta información permite establecer una teoría parcial sobre la comunicación 
entre osciladores en el carpín dorado, donde los datos presentados demuestran, al menos, 
una comunicación que implica las relaciones oscilador interrenal-oscilador hepático y 
oscilador gastrointestinal-oscilador hepático (Figura D10). 
Figura D10. + En los resultados presentados aquí, se observa un perfil diario de la expresión 
del gen de la preproghrelina tanto a nivel tracto gastrointestinal como en localizaciones 
encefálicas. Debido a su presencia en los mismos núcleos cerebrales que el gen reloj 
gper1b podría considerarse como una vía de entrada al sistema circadiano (líneas naranjas 
punteadas). Asimismo, se ha demostrado su acción como reguladora de la expresión de 
los genes reloj del hígado en cultivo. Aunque no se haya demostrado en el presente 
trabajo, parece más sencillo pensar que la responsable de esta regulación será la ghrelina 
de origen gastrointestinal (línea naranja continua) que la escasa de origen encefálico (línea 
naranja discontinua). En el caso del cortisol de origen interrenal, la presente Tesis Doctoral 
demuestra su ritmicidad plasmática diaria y su acción como modulador y sincronizador de 
genes reloj en el hígado del carpín (línea morada). 
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CONCLUSIONES 

A partir de los resultados presentados y discutidos en la presente Tesis Doctoral, se proponen 
las siguientes conclusiones:  
1. El gen gper1b se encuentra conservado en el carpín y se localiza en áreas del encéfalo
anterior y medio, así como hipófisis, intestino anterior e hígado. Los ritmos diarios de
gper1b encontrados en todos los tejidos estudiados, con acrofases coincidentes al final de
la escotofase, si bien ligeramente adelantadas en el caso de los tejidos periféricos,
demuestran que los relojes endógenos del carpín funcionan en fase. No hay evidencias
que hagan pensar que en el carpín tenga un oscilador maestro (análogo al núcleo
supraquiasmático de mamíferos) apoyando la idea de que en teleósteos el sistema
circadiano está menos jerarquizado. Además las diferentes amplitudes de los ritmos
diarios de per1b encontradas en los osciladores estudiados, sugieren que en cada órgano
la magnitud de la respuesta a las señales rítmicas que los sincronizan es distinta.
2. Los resultados obtenidos demuestran la localización de la ghrelina (tanto del tránscrito
como del péptido) en tracto gastrointestinal del carpín, y han permitido describir por
primera vez en teleósteos la distribución anatómica del tránscrito del receptor GHS-R1a
en cerebro anterior y medio, así como en el intestino proximal e hígado. El sistema
ghrelinérgico, estudiado como una posible vía de comunicación entre osciladores, está
presente en la mayor parte de las localizaciones centrales y periféricas donde
previamente se detectó la expresión rítmica del gen reloj gper1b, respaldando la hipótesis
de que esta hormona puede actuar como señal de entrada al sistema circadiano del
carpín. En cerebro, tanto el receptor de ghrelina GHS-R1a como gper1b se expresan en
localizaciones directamente relacionadas con áreas fotosensibles, áreas conectadas entre
sí, y áreas donde se ha descrito presencia de sistemas reguladores de la ingesta y el
balance energético, demostrando la conexión anatómica entre la homeostasis energética
y el sistema circadiano.
3. Los ritmos encontrados por primera vez en teleósteos en el sistema ghrelinérgico en
cerebro y tracto gastrointestinal del carpín, apoyan la idea de que tal y como se ha
sugerido para otras hormonas, el sistema de ghrelina podría ser una salida del sistema
circadiano.
4. En el hígado, los ritmos diarios de expresión de los genes reloj en animales aclimatados a
fotoperiodo y horario de alimentación fijos, demuestran por primera vez en carpín, que
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éste órgano puede actuar como un oscilador. Las acrofases de los elementos negativos 
están desplazadas aproximadamente 12 horas de las acrofases de los elementos positivos, 
lo cual es necesario para un correcto funcionamiento del reloj.  
5. El funcionamiento del oscilador hepático tras 24 horas en cultivo in vitro se ve alterado,
observándose una gran disminución de las amplitudes o incluso desaparición de los ritmos
de los distintos genes reloj estudiados. Sólo se mantiene la ritmicidad del gen gper1b que
es precisamente el que presenta la máxima amplitud in vivo. Esto sugiere que en las
condiciones in vitro se pierden señales ambientales y/o sistémicas que mantendrían un
acoplamiento intercelular en el animal vivo.
6. En este sentido, la ghrelina induce la expresión de todos los genes reloj analizados en el
hígado del carpín in vitro, independientemente de si son elementos negativos (genes
period), positivos (gbmal1a y gclock1a) o del bucle auxiliar (grev-erbα). Esta acción está
mediada a través de receptores específicos de ghrelina, pues se ve revertida en presencia
de un antagonista ([D-Lys3]-GHRP-6). Además, la ghrelina modula la expresión de estos
genes reloj principalmente vía PLC-PKC, si bien la vía AC-PKA es responsable parcialmente
de la regulación de gbmal1a y grev-erbα.
7. La concentración plasmática de cortisol se eleva en la fase oscura, anticipando la llegada
del alimento y la fotofase, lo que apoyaría la idea de que en teleósteos, como en
mamíferos, los glucocorticoides podrían ser considerados las hormonas "del despertar",
pues aumentan antes de la fase activa. El ritmo de cortisol está en fase con los ritmos de
expresión de los genes per1. Teniendo en cuenta la ubiquidad de receptores de
glucocorticoides, proponemos que tal como ocurre en mamíferos, en teleósteos estas
hormonas podrían ser una señal sincronizadora de diversos osciladores centrales y/o
periféricos.
8. El papel como señal temporal del cortisol, se avala con la demostración de que en el
carpín, al menos en el oscilador hepático, los glucocorticoides inducen la expresión de
gper1a y gper1b y reprimen gbmal1a y gclock1a, tanto in vivo como in vitro, sugiriendo
que estas hormonas podrían sincronizar la fase del oscilador hepático. Estos resultados
también avalan que la inducción de genes de la familia per1 por glucocorticoides está
conservada en la filogenia y podría estar mediada por la existencia de sitios GRE en el
promotor de dichos genes reloj, previamente detectados en mamíferos. El mecanismo por
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el cual se reprimen los elementos positivos aún no ha sido esclarecido, aunque 
proponemos que el mecanismo subyacente es independiente de la inducción de genes 
per. 
9. Los ritmos de los genes reloj hepáticos perdidos tras 24 h en cultivo se restablecen con un
pulso de 2 horas de dexametasona hasta al menos 48 horas después de la exposición al
glucocorticoide. No obstante, la amplitud obtenida tras el pulso es drásticamente menor
que la observada en condiciones in vivo, lo que indica que, aunque muy importante, no es
la única señal reguladora del oscilador hepático.
10. Como conclusión general, podemos proponer que el sistema circadiano del carpín, se
encuentra formado por múltiples osciladores localizados por todo el organismo que
trabajan al unísono de manera sincronizada y en fase, sin haberse localizado hasta el
momento un oscilador maestro. Los resultados muestran que el hígado en esta especie de
teleósteo es muy sensible a señales procedentes de diferentes localizaciones del
organismo, incluyendo al menos la interrenal (glucocorticoides) y el tracto gastrointestinal
(ghrelina), y ponen de manifiesto la relevancia de este modelo experimental para
entender cómo se realiza la comunicación entre el sistema endocrino y el sistema






From the results presented and discussed in this PhD thesis, the following conclusions 
are proposed:  
1. The gper1b gene is conserved in goldfish and is located in anterior and middle areas of the
brain, pituitary, liver and foregut. The daily rhythms of gper1b found in all tissues studied,
with acrophases at the end of the scotophase although slightly advanced in the case of
peripheral tissues, demonstrate that endogenous clocks of goldfish operate in phase.
There is no evidence for believing that the goldfish has a master oscillator (analogous to
the mammalian suprachiasmatic nucleus) supporting the idea that the circadian system in
teleost is less hierarchical than the mammalian one. Furthermore, the different
amplitudes of the daily gper1b rhythms observed in the oscillators studied suggest that
the magnitude of response to the rhythmic signals is different in each organ.
2. Results show the location of ghrelin (both transcript and peptide) in the gastrointestinal
tract of goldfish, and allowed to describe for the first time in teleosts the anatomical
distribution of GHS-R1a transcript in anterior and middle brain, proximal intestine and
liver. The ghrelinergic system, studied as a possible communicative pathway among
oscillators, is present in most of the central and peripheral locations where gper1b
rhythmic expression was previously detected, supporting the hypothesis that this
hormone can act as an input to the circadian system in goldfish. In the brain, both ghs-r1a
and gper1b are situated in areas directly related to photosensitive locations, areas
connected to each other, and areas where the presence of systems that regulate food
intake and energy balance has been described, demonstrating the anatomical connection
between energy homeostasis and the circadian system.
3. The rhythms found for the first time in teleosts in the ghrelinergic system in brain and
gastrointestinal tract of goldfish, support the idea that the ghrelin system could be acting
as an output of the circadian system, as it has been suggested for other hormones.
4. In the liver, the daily rhythms in clock gene expression observed in animals acclimated to
a light:dark photoperiod and scheduled feeding time demonstrate, for the first time in
goldfish, that this tissue can act as an oscillator. The acrophases of the negative elements
are shifted by around 12 hours from the acrophases of the positive elements, which is
necessary for the proper operation of the clock.
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5. The hepatic oscillator functioning after 24 hours in vitro is altered, showing a large
decrease in the amplitudes or even the disappearance of the rhythms of the different
clock genes studied. Only the rhythmicity of gper1b gene, the one with the maximum
amplitude in vivo, is maintained. This suggests that, in in vitro conditions, the
environmental and / or systemic signals that would keep an intercellular coupling in the
living animal are lost.
6. In this regard, ghrelin induces the expression of all the clock genes analyzed in goldfish
liver in vitro, regardless of whether they are negative elements (period), positive (gbmal1a
and gclock1a) or part of the auxiliary loop (grev-erbα). This action is mediated through
specific ghrelin receptors, as is reversed in the presence of an antagonist ([D-Lys3] -GHRP-
6). Moreover, ghrelin modulates the expression of these clock genes mainly via the PLC-
PKC pathway, although the AC-PKA pathway is partially responsible for regulating
gbmal1a and grev-erbα.
7. The plasmatic concentration of cortisol rises in the dark phase, anticipating the arrival of
food and photophase, which would support the idea that in teleosts, as in mammals,
glucocorticoid hormones could be considered as the "awakening hormones" as they
increase before the active phase. The rhythm of cortisol is in phase with the expression
rhythms of per1 genes. Given the ubiquity of glucocorticoid receptors, we propose that in
teleosts, as in mammals, these hormones may be a timing signal for various central and /
or peripheral oscillators.
8. The role of cortisol as a temporal signal is reinforced by the observation that
glucocorticoids induce the expression of gper1a and gper1b and suppress gbmal1a and
gclock1a in goldfish, at least in the liver oscillator, both in vivo and in vitro, suggesting that
these hormones may synchronize the phase of the hepatic oscillator. These results also
support that the induction of per1 genes family by glucocorticoid is conserved in the
phylogeny and may be mediated by the existence of GRE sites in the promoter of these
clock genes, as previously detected in mammals. The mechanism by which the positive
elements are suppressed has not yet been clarified, but we suggest that the underlying
mechanism is independent of per genes induction.
9. The rhythms of clock genes lost in liver after 24 h in culture are reset with a 2 hour-pulse
of dexamethasone until at least 48 hours after the exposure to the glucocorticoid.
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However, the amplitude obtained after the pulse is drastically lower than the one 
observed in vivo, indicating that glucocorticoids, although are very important signals, are 
not the only regulatory signal for the hepatic oscillator. 
10. As a general conclusion, we propose that the circadian system of goldfish consists of
multiple oscillators located throughout the body that work synchronously and in phase,
without having been detected to date a master oscillator. Results show that, in this
teleost species, the liver is very sensitive to signals from different areas of the body,
including at least the interrenal (glucocorticoids) and gastrointestinal tract (ghrelin), and
underline the importance of this experimental model to understand how the endocrine
system and the circadian system are communicated in order to maintain the temporarily
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